









Quel beau moment, celui des remerciements… Il était impossible de terminer cette fabuleuse 
aventure sans vous remercier, un à un, pour tout le soutien que vous avez pu m’apporter tout 
au long de ma thèse. Grâce à vous, les années passées dans le laboratoire resteront 
inoubliables. 
Mes remerciements s’adressent tout d’abord aux membres du jury 
Je remercie vivement le Professeur Thierry Levade, Médecin et enseignant chercheur au 
centre de recherche en cancérologie de Toulouse pour avoir accepté de présider mon jury de 
thèse. Je vous remercie également pour les collaborations scientifiques que nous avons pu 
avoir, au cours desquelles vous n’avez pas hésité à prendre de votre temps pour m’expliquer 
de façon très claire quelques fondements de la biochimie, malgré votre agenda très chargé. 
Enfin, je voudrai vous remercier pour les échanges très constructifs que nous avons pu avoir 
lors de mes 2 comités de thèse et de vos précieux conseils quant à l’organisation de la fin de 
thèse. 
J’adresse ma profonde reconnaissance au Docteur Hélène Duez, de l’institut Pasteur de Lille 
et au Docteur Ganna Panasyuk, de l’institut Necker des enfants malades de Paris pour avoir 
accepté d’évaluer ce travail en tant que rapportrices. Un grand merci pour l’intérêt que vous 
avez porté à ce travail et pour votre investissement dans la correction du manuscrit malgré un 
timing un peu serré ! Je voudrai aussi vous remercier pour votre bienveillance lors de 
l’évaluation du manuscrit et pour la discussion très enrichissante lors de la soutenance. 
Je remercie grandement le Docteur Catherine Postic, de l’institut Cochin à Paris pour avoir 
participé à l’évaluation de ce travail de thèse. Ce fut un plaisir et un honneur de te compter 
parmi les membres de mon jury de thèse. Merci d’avoir partagé tes vastes connaissances, 
notamment sur PPARα le jour de la soutenance. Plus globalement, je voudrai te remercier 
pour les différents échanges que l’on a pu avoir au cours de ces 3 années de thèse et pour 
l’aide que tu as apporté dans l’écriture des publications. J’espère pouvoir continuer de 
collaborer avec toi et ton équipe dans le futur. Enfin, merci pour ces bons moments que l’on 
a pu partager, notamment à l’EMBO avec Fadila. 
Je remercie chaleureusement le Docteur Hervé Le Stunff, de l’université Paris sud 11 pour 
avoir accepté d’examiner mon travail de thèse. Merci pour la discussion intéressante le jour 
de la soutenance, notamment au sujet des céramides. 
Hervé Guillou et Nicolas Loiseau, cela a été une grande chance de travailler avec vous. Je vous 
remercie pour votre confiance et votre soutien tout au long de ma thèse. Vous m’avez 
accompagnée durant toutes ces années et j’ai énormément appris à vos côtés. Vous m’avez 
laissé ma chance quand je suis arrivée en Master et vous m’avez permis d’obtenir cette bourse 
de thèse inespérée pour moi. Je m’embarquai alors dans cette fabuleuse expérience durant 




m’épanouir pleinement et de progresser. Je retiendrai surtout la bienveillance et la générosité 
que vous avez eu à mon égard tout au long de ma thèse. Merci aussi Hervé d’avoir fait en sorte 
que l’on se sente bien dans l’équipe en nous donnant l’occasion d’être toujours bien entourés, 
particulièrement durant la fin de thèse. Enfin, je voudrais vous remercier pour votre soutien 
dans la dernière ligne droite du manuscrit et de l’oral ; jamais je n’y serai arrivée sans vous… 
Merci aussi pour vos discours respectifs à mon égard lors de la soutenance qui m’ont 
beaucoup touchée. J’ai passé 4 années fabuleuses grace à vous. Je vous souhaite le meilleur 
dans vos futurs projets professionnels et personnels avec vos familles respectives; j’espère 
que l’on préservera cette relation tous les 3 et que l’on continuera de travailler ensemble dans 
le futur. 
Alex, je ne sais pas trop comment te remercier pour tout ce que tu as pu faire pour moi depuis 
mes débuts dans le laboratoire. En te voyant, j’ai tout de suite compris pourquoi je voulais 
continuer dans ce milieu. Et pourtant, tes capacités de travail hors-normes et tes 
connaissances impressionnantes auraient pu me dégouter de la science ! Mais non, au 
contraire, tu m’as transmis la passion de ce métier. Merci pour ta disponibilité quand tu étais 
au labo, la porte à côté, mais encore aujourd’hui de l’autre côté de Toulouse. Je voudrai te 
dire merci pour le temps que tu as pris dans mes débuts à m’expliquer en détail les protocoles 
expérimentaux. Je retiendrai surtout tes conseils avisés dans la réalisation de manips in vivo 
« carrées ». Encore aujourd’hui, je ne peux pas réaliser une manip avant d’avoir vérifié en 
amont les conditions expérimentales avec toi, et je crois que j’en aurai toujours besoin en 
post-doc ! Je voudrai aussi te remercier pour tes corrections très pointues et tellement 
importantes dans l’écriture des publications et du manuscrit de thèse. Une mention 
particulière pour la correction du manuscrit de thèse pour laquelle tu as pris sur ton temps 
libre et m’a permis d’améliorer considérablement la fluidité de lecture et la qualité de 
rédaction. Enfin, merci pour ton émouvant discours lors de la soutenance de thèse. Ta 
présence au sein de ce jury représentait beaucoup pour moi. Tu l’as compris, tu as été 
essentielle durant toutes ces années d’un point de vue professionnel. Mais comme si cela ne 
suffisait pas, tu as également été très importante pour moi sur le plan personnel. Tu m’as 
toujours aiguillé afin de faire les bons choix et tu étais là lorsque je doutais de tout. Merci aussi 
pour tous ces supers moments que l’on a pu partager hors du labo avec toute la clique. Bref, 
je suis chanceuse de t’avoir rencontrée. Je te souhaite plein de réussite dans ce que tu 
entreprendras et surtout le bonheur pour la suite. Je suis tellement contente pour toi que tu 
aies obtenu ce poste, tu le mérites. J’espère que ton travail sera récompensé et que tu vivras 
une belle aventure de thèse avec Blandine. Enfin, je te souhaite plein de bonheur avec ta 
petite famille. 
Toutes ces années au laboratoire constituent aussi une merveilleuse aventure humaine au 
travers des nombreuses personnes que j’ai pu rencontrer. Que ce soit dans l’équipe « TIM », 
dans le Bâtiment B, à Toxalim ou dans d’autres instituts de recherche, vous avez tous 




Céline, je suis obligée de commencer par toi ! Ma collègue de bureau mais finalement bien 
plus que ça… On a commencé notre stage de Master 2 ensemble en 2014 et voilà que l’on se 
retrouve à soutenir notre thèse à 1 mois d’intervalle ! Lorsque je remonte le fil des années, je 
me rends compte que l’on a partagé de sacré moments, bons (99,9%) comme mauvais 
(0,1% !!), mais, c’est ça une amitié. L’équipe à beaucoup grandie aujourd’hui, mais on s’est 
serré les coudes en début de thèse. Cela a été un réel plaisir de partager ce bureau avec toi. 
Cette planche de bois m’évoque tellement de souvenirs… tes expressions farfelues (il y en a 
trop pour n’en citer qu’une !), nos coups de nerfs quand Graphpad faisait des siennes (ça me 
casse les pieds !!), notre pole position pour assister aux discussions du labo, nos fous-rires 
interminables quand tu avais décidé de sortir ton petit côté espiègle que j’aime tant ! Mais 
notre binôme ne s’est pas restreint à ce bureau puisque que l’on a aussi partagé tous les 
congrès ensemble. Ah, les congrès… quelle aventure !! Faut dire qu’avec des « chèvres » 
comme nous, il nous arrivait toujours quelque chose… Le vol Toulouse/Amsterdam, le retard 
interminable Toulouse/Paris, L’hôtel à Majorque, le repas à Lille (oups !), la commande de 
pizza hilarante aux Etats-Unis et j’en passe ! Heureusement, Sarra était là pour nous sauver à 
Berlin ;) Bref, je te remercie d’avoir rendu cette aventure de thèse drôle, divertissante, 
enrichissante et unique. Je pense que l’arrivée de Sarra et Anne nous a encore plus 
rapprochées et je suis contente que l’on finisse cette aventure de thèse de cette façon. Je suis 
sûre que l’on gardera cette amitié où que l’on soit en post-doc. Je te souhaite de trouver un 
post-doc qui te corresponde dans une équipe qui te plaira, mais avant tout, je te souhaite 
d’être heureuse quoi qui arrive.  
Sarra, comment te remercier pour tout ce que tu m’as apporté… Tu as intégré l’équipe il y a 2 
ans et pourtant, en si peu de temps, on a tissé un lien très fort. Tu es une personne admirable. 
J’ai été chanceuse d’être dans l’équipe quand tu nous as rejoint. Tu as énormément apporté 
à l’équipe, tant sur le plan humain que scientifique. Comme je le dis souvent, tu 
m’impressionnes ! Tu as réussi un parcours incroyable, le tout en fondant une magnifique 
famille. Malgré tout, tu restes toujours très modeste et accessible. Je retiendrai surtout ton 
sens du collectif, ton entraide et ta rigueur. Tu es une personne sur laquelle j’ai pu compter 
pour mener à bien toutes mes manips. En y repensant, je crois que tu n’en as pas loupé une ! 
Je te remercie aussi pour toute l’aide que tu m’as apporté dans les derniers mois de thèse, 
dans la correction du manuscrit et dans la préparation de l’oral; ta présence et tes mots m’ont 
beaucoup rassurée les dernières semaines. Merci aussi pour ton aide le jour de la soutenance. 
Je peux le dire, j’ai beaucoup grandi à tes côtés ces 2 dernières années. Tu m’as appris tant de 
choses mais tu m’as également permis de m’affirmer un peu plus. Je me suis beaucoup confiée 
à toi et tu as toujours été une oreille attentive, sans jamais émettre un quelconque jugement. 
Tu étais aussi ma coéquipière de choc pour le footing du midi, au cours duquel on refaisait le 
monde en 40 minutes ! Enfin, tu as toujours su trouver un créneau dans ton emploi du temps 
pour partager des bons moments avec toute la troupe. Je suis sûre que l’on gardera ce lien 
fort malgré la distance. Je te souhaite une belle dernière année de thèse. J’espère que tout 




tarde déjà ta soutenance de thèse qui risque de m’émouvoir tout autant que toi. Enfin, je vous 
souhaite, à toi et Manu, plein de bonheur dans votre future vie à Nantes avec les 2 petits. 
Anne, mille merci pour cette année que l’on a pu partager ensemble au labo. Dès le début, tu 
m’as aidé dans beaucoup de projets, notamment p110α (miss western-blot !). Tu étais aussi 
toujours la première (il y a match avec Sarra !!) à te porter volontaire pour participer aux 
différentes expérimentations. J’ai eu de la chance de t’avoir à mes côtés dans les derniers mois 
de la thèse au cours desquels tu as largement participé à la correction du manuscrit et aux 
répétitions de l’oral. Je retiendrai surtout ton dynamisme et ton sens du collectif, deux qualités 
indispensables à l’équipe. J’ai énormément apprécié travailler avec toi (un truc de fou-fou !). 
Nos analyses microarray rocambolesques vont me manquer, même si on s’est arraché un bon 
nombre de cheveux dessus ! Plus qu’une collègue de travail, tu fais partie intégrante de notre 
« Dream TIM » avec qui on partage tant de moments et délires mémorables. J’espère que 
toutes tes qualités et ton travail seront récompensés et aboutiront au Graal, un poste dans 
une équipe qui te correspondra. Je suis sûre que l’on gardera de très bons contacts quand je 
serai dans le « plat pays » et que l’on continuera à collaborer.  Enfin, je te souhaite le meilleur 
dans ta vie de famille avec tes 2 pitchous. 
Edwin, je tiens à te remercier, tout d’abord, pour ton aide précieuse et tes conseils avisés au 
niveau expérimental. On a tous besoin d’un Edwin dans une équipe de recherche ! Tu as pris 
le temps de m’expliquer soigneusement les différents protocoles expérimentaux, notamment 
les FAMEs, en pointant du doigts les éléments clés. Merci aussi pour tous ces bons moments 
que l’on a pu partager, même si cela nous a valu un bon nombre de débats (Jean Michel 
théorie) ;) D’ailleurs, je dois admettre que c’est assez dur de sortir vainqueur d’un débat avec 
toi tellement ton champ de connaissance est large et tes justifications pertinentes ! J’associe 
à ces remerciements, Vincent, avec qui tu formes ton duo unique alias « Laurel et Hardy ». A 
vous 2, vous rendez les pauses repas encore plus drôles et agréables (ou pas !). Votre duo va 
beaucoup me manquer quand je serai en post-doc. Je vous souhaite plein de bonheur dans 
vos vies respectives et j’espère vous revoir quand je reviendrai à Toulouse. 
Un grand merci à tous les autres membres de l’équipe TIM qui m’ont accompagnée durant ces 
3 années. Merci beaucoup Laurence et Sandrine pour votre dynamisme et votre bienveillance. 
Merci Laïla, merci Séverine. Merci Arnaud et Fred pour votre aide technique, vos conseils sur 
le plan expérimental et bien plus encore. Big up Arnaud pour toutes ces heatmap et ACP que 
tu as pu faire et pour ta bonne humeur communicative (et tes blagues…ou pas !). Merci aussi 
à tous les actuels et anciens stagiaires/thésards de l’équipe qui m’ont aidé dans la réalisation 
des manips et qui ont contribué à ce travail de thèse. Merci Quentin (Fumo), Tiffany (LIRKO), 
Sharon, Lorraine, Fabiana, Léonie, Benjamin, Simon, Alain, Marine, Anaïs, Clara, Amaury, 
Sarah, Manon (et tous ceux que j’ai pu oublier). Je souhaite aux stagiaires une belle future 
carrière et au thésard une belle et brillante fin de thèse. 
Mon travail de thèse ne serait rien sans toutes ces personnes extérieures à l’équipe avec qui 




aller loin pour remercier Yannick et Claire de la Plateforme TRIX. Merci Claire pour ta 
gentillesse, ta disponibilité et ton savoir-faire technique ayant permis la réalisation de « jolis » 
microarray. Merci Yannick pour toutes ces analyses de microarray fastidieuses qui resteront, 
après 3 années, un véritable casse-tête chinois pour moi ! Merci aussi d’avoir pris le temps de 
m’expliquer, pas à pas, les différentes étapes de l’analyse tout en tenant compte de nos 
attentes. On change d’équipe mais pas de bâtiment pour remercier l’équipe E05 et 
notamment Isabelle, Philippe, Joëlle et Pascal pour votre aide et votre expertise sur le projet 
Fumo. De plus, je remercie Isabelle d’avoir pris le temps de m’écouter lors de mes répétitions 
de thèse et de me donner des précieux conseils. Je continue mon chemin et je pousse la porte 
du bâtiment A. Merci aux membres d’Axiom, et notamment Laurent et Sylvie pour votre 
disponibilité et votre aide dans l’analyse des acides gras. Merci aussi à Marie et Cécile pour 
les analyses de RMN fastidieuses. Je profite d’être au Bâtiment A pour remercier Jeannette 
avec qui c’est toujours un plaisir de discuter quand je passe devant l’accueil. Je me rends 
ensuite à l’animalerie (tranquille l’animalerie !), lieu incontournable du thésard de l’équipe 
TIM. Je retrouve Caro, Colette et Aurélia, toujours « au taquet » pour bichonner les petites 
souris. Merci pour votre gentillesse, votre disponibilité et votre professionnalisme. J’ai 
beaucoup apprécié nos échanges tout le long de la thèse et votre aide précieuse au quotidien. 
Il faut maintenant traverser Toulouse et aller à Rangueil pour remercier l’équipe de 
lipidomique de l’I2MC autour d’un bon café/thé. Merci beaucoup Justine, Aurélie, Pauline, 
Aude, Fabien et tous les autres pour votre sympathie, votre bonne humeur, votre efficacité 
et votre expertise. Merci aussi pour votre disponibilité malgré les très grosses séries 
d’échantillons ! Cela a été un réel plaisir de collaborer avec vous. Vous rendez la lipidomique 
beaucoup plus agréable ! On reste dans le même bâtiment mais on montre 3 étages pour se 
rendre dans l’équipe de Pierre Gourdy. Merci à Pierre, Alex (encore !), Blandine et Fred pour 
les discussions intéressantes que l’on a pu avoir et pour toutes les expérimentations que l’on 
a pu partager. On change maintenant de Bâtiment pour se rendre au L4. Je remercie l’équipe 
de Rémy Burcelin et notamment Christophe, Julie et Maxime pour leur double aide sur les 
CLAMP. On monte 1 étage pour remercier l’équipe de Dominique Langin et notamment 
Valentin, Diane et Etienne pour les échanges scientifiques que l’on a pu avoir concernant le 
tissu adipeux et les différents conseils techniques. Quand je reviens au labo, je passe par 
l’INSERM de Purpan afin de remercier toute la plateforme d’Histopathologie et surtout Talal, 
Florence et Annie pour leur aide précieuse dans la réalisation des blocs/lames et colorations 
et dans l’analyse. Merci beaucoup Talal pour votre expertise dans l’évaluation histologique 
des coupes de foie. C’est une chance de pouvoir travailler avec un tel expert du sujet qui plus 
est, aime partager son savoir. Il faut maintenant aller beaucoup plus loin et traverser la 
manche pour remercier Len Stephens, Phill Hawkins et Karen Anderson pour le dosage du 
PIP3 et pour tous les échanges de mail très intéressants et toujours bienveillants. Enfin, C’est 
à Singapoure (ou en Suisse !) que je remercie Walter qui était là à mes débuts et qui m’a 
beaucoup aidé sur le projet PPARα. Merci d’avoir pris le temps de corriger les publications sur 




vos visites. C’était aussi très agréable de profiter de vos vastes connaissances sur les 
récepteurs nucléaires que vous n’hésitez pas à partager avec les étudiants.  
A présent, j’ai fini mon tour des remerciements des collaborateurs. Je reviens au labo à 
« Midwin » pour le repas. Comment ne pas remercier tout le personnel de la cantine et surtout 
Pierre et Aurore pour tous les bons petits plats que vous nous concoctez ! C’est une chance 
de pouvoir profiter d’un tel environnement pour la pause déjeuner avec un personnel aussi 
sympathique. La pause déjeuner, c’est aussi le lieu idéal pour croiser les autres membres de 
Toxalim avec qui j’ai bien rigolé en pause. Merci Selma, Patricia et Mélanie pour nos 
discussions entre filles au début de la thèse, jusqu’à l’arrivée d’Edwin et Vincent ;) ! 
Je tiens également à remercier toutes les personnes « hors labo » mais pourtant très 
importantes pour moi au quotidien. Merci à mes amis Toulousains avec qui j’ai partagé 
énormément de bons moments au cours de ces 3 années et bien avant. Merci Elo pour cette 
amitié qui dure depuis tant d’années. Je ne sais pas si je dois te considérer comme une 
toulousaine ou une Parisienne maintenant ;) Avec toi, c’est toujours le fou-rire assuré ! Je sais 
qui appeler quand je veux me changer les idées ☺. Merci aussi à la team « Angèle » avec 
Sophie, Laura, Guillaume, François, Quentin, Momo, Loïc, Bob, Marine et la team « Perrine » 
avec Marion, Maka, Bonnie, Aude, Funky pour toutes ces bonnes soirées que l’on a pu 
partager tous ensemble même si elles étaient souvent associées à de belles querelles entre 
sœurs ;) Enfin, merci à toutes les personnes qui ont pu se libérer pour assister à ma 
soutenance de thèse. Vous avez contribué à faire de ce moment, un moment unique.  
A mes amis clermontois, Marine, Claudia, Marion (1 ou 2 ?!), Gaëlle, Tanguy, Apo, Bastien. 
Je me rappelle encore de nos délires de Fac au BDE ou à Saint-cyp’ (depuis le débutttt !!). Vous 
avez gagné, j’ai finalement obtenu une thèse en pharmaco, je ne suis plus l’intrus de la 
bande ;) comme quoi, tout nous rassemble. On a pris des chemins différents, mais on arrive 
toujours à se retrouver (même si cela demande souvent des doodles à rallonge !!) pour rigoler 
et se remémorer les bons moments. Je savais que l’on allait garder un lien fort. Marion, 
Marine, Gaëlle et Tanguy, merci d’avoir pu vous libérer et d’avoir fait la route pour assister à 
ma soutenance, c’était super de pouvoir partager ce moment avec vous. 
A mes amis nageurs. J’en ai des choses à dire sur vous… Tout d’abord, merci à toi Jo, pour ta 
passion, ton enthousiasme, ton énergie et ton soutien. Tes qualités m’ont accompagnées 
durant toutes ces années et m’ont permis de me défouler, de m’évader, de rigoler, mais aussi 
d’atteindre des objectifs inespérés chaque année. C’est une chance de pouvoir nager à tes 
côtés. Grâce à toi, cette passion perdure (23 ans déjà…) et elle est indispensable à mon 
équilibre au quotidien. Merci d’avoir été là dans les derniers mois de la thèse et d’avoir 
supporté mes sauts d’humeur ! J’associe à ces remerciements, J.B, Cam et Loïc. Je redoute 
déjà mon départ… vous avez mis la barre très haut. 
Merci aux nageurs. En arrivant dans ce groupe, j’ai tout de suite vu qu’on allait bien rigoler. 
Merci aux papillonneurs, Colette, Mimi, Cam ; aux dossistes, Elo, Camille, Aline (dossiste ?!), 




Raph, Nico J, Alex, David, Bruno, Olivier ; aux 4 nageurs, Guigui (chouchou), Poisson (loulou), 
Manu et Max. Merci pour tous ces beaux moments sportifs et hors-sportifs (non je ne parle 
pas des soirées post-France !) que l‘on a pu partager. Les entraînements paraissent moins durs 
à vos côtés. Je retiendrai particulièrement les derniers championnats à Angers qui se sont 
déroulés au cours de ma fin de thèse et qui ont constitué une totale réussite pour le groupe 
(spéciale dédicace aux quatuor filles pour ces relais incroyables !). Vous allez beaucoup me 
manquer dans le ch’nord au quotidien mais rassurez-vous, je serai toujours là pour vous 
embêter au cours des compet’ et soirées ;). Enfin, merci d’être venus à la soutenance et la 
soirée en si grand nombre, cela m’a beaucoup touchée. 
Enfin merci à ma famille, mon équilibre. Un grand merci maman et papa sans qui je ne serai 
rien. Merci pour l’amour que vous me portez au quotidien et pour votre soutien inconditionnel 
même si mes choix professionnels sont parfois difficiles à concevoir pour vous. Merci de votre 
présence à la soutenance durant laquelle j’ai pu voir du courage et de la fierté dans vos yeux, 
ce qui m’a beaucoup rassurée et émue. Merci maman pour toute la préparation du pot de 
thèse, tout était parfait, comme à ton habitude. Je remercie également toute la famille 
bordelaise, grands-parents, tatie et tonton, cousins et parrain pour tous ces bons moments 
que l’on a pu partager tous ensemble à Xurio ou ailleurs. Enfin, je vous remercie de vous être 
déplacés le jour de ma soutenance, à m’écouter parler dans un vocabulaire un peu abstrait 
pour vous ! 
Merci à mes sœurs Perrine et Angèle, et mon frère Arnaud pour l’amour que vous me portez. 
Vous êtes essentiels à mon bien-être. Je suis tellement fière de ce lien si fort que l’on a pu 
préserver au fil des années, malgré nos tempéraments différents. Je ne suis rien sans vous, 
sans le réconfort et la douceur d’Angèle, sans la folie et la grâce de Perrine et sans la jeunesse 
et l’insouciance d’Arnaud. Vous m’avez énormément soutenue durant ces années de thèse, 
quitte à me faire ouvrir les yeux dans certaines situations. Merci aussi d’avoir été, avec papa 
et maman, les personnes ayant subi mes coups de mou. Merci aussi pour votre présence 
réconfortante dans les derniers mois de ma thèse et le jour de la soutenance (malgré le match 
de l’équipe de France pour toi Arnaud… finalement, tu n’a rien loupé… !). Je vous dois 
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EM  Enzyme malique 
ER-α  Œstrogène receptor-α 
E2  Œstrogène 
FABP     Fatty acid binding proteins 
FAPP2  Four-phosphate adaptor protein 2 
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FAT     Fatty acid translocases  
FATP     Fatty acid transporter protein 
FBpase Fructose 1,6 biphosphatase  
FDP     Farnesyl diphosphate 
FGF15    Fibroblast growth factor 15 
FGF21    Fibroblast growth factor 21 
FIAF     Fasting-induced adipocyte factor  
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FXR     Farnesoid X receptor  
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F-2,6-P2   Fructose 2,6 phosphate 2 
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GPAT  Glycerol-3-phosphate acyltransferase 4  
GR     Glucocorticoid receptor  
GS     Glycogen synthase 
GSK3     Glycogen synthase kinase 3 
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G1P  Glucose-1-phosphate 
G6P     Glucose-6-phosphate 
G3P     Glycerol-3-phosphate 
G6Pase    Glucose-6-phosphatase 
HbA1c    Hémoglobine glyquée 
HDACs    Histone deacetylases  
HFD     High fat diet 
HIF-2α  Hypoxia-inducible factor 2α 
HMG-CoA    Hydroxymethylglutaryl-CoA 
HMGCL    Hydroxymethylglutaryl-CoA lyase 
HMGCR 3-Hydroxymethyglutaryl-CoA reductase 
HMGCS2   3-Hydroxymethyglutaryl-CoA synthase 
HNF     Hepatocyte nuclear factor  
IBABP    Ileal bile acid binding protein 
IGFII  Insulin-like growth factor II 
IgG  Immunoglobulin G  
IKK  IκB kinase 
IL-6     Interleukine-6 
IMC     Indice de masse corporelle 
INSIG    Insulin-induced Gene 
IR  Insulin receptor 
IR  Insulino-résistance 
IRTK    Insulin receptor tyrosine Kinase 
IRS     Insulin receptor substrate 
JNK     Jun N-terminal kinases 
KHK     Ketohexokinase 
KLF15   Kruppel-like Factor 15 
KO  Knockout 
LDL     Low-density lipoprotein 
LDN  Lipogenèse de novo 
LECT2  Leukocyte cell-derived chemotaxin-2 
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LHS     Lipase hormono-sensible 
LKO  Liver KO (KO foie-spécifique) 
LOXL2    Lysyl oxidase-like 2   
LPK     Liver Pyruvate Kinase 
LPL     Lipoproteine Lipase 
LPS     Lipopolysaccharide 
LXR     Liver X Receptor 
Macro  Macrovésiculaire 
MKK  Mitogen-activated protein kinase 
MAPK    Mitogen-activated protein kinase 
MAT1A Methionine Adenosyltransferase 1A 
MCD     Methionine choline deficient 
MCV     Maladies cardiovasculaires 
MDR2    Multidrug resistance protein 
MGAT    Monoacylglycerol acyltransferase 
MODY    Maturity onset diabetes of the young 
mTORC    Mammalian target of rapamycin complex 1 
MyD88 Myeloid differentiation primary response 88 
NADH    Nicotinamide adénine dinucléotide réduit 
NADPH Nicotinamide adénine dinucléotide phosphate réduit 
NAFLD    Non alcoholic fatty liver disease 
NASH    Non alcoholic steatohepatitis (ou stéatohépatite) 
NEMO  NFκB essential modulator 
NFκB     Nuclear factor κB 
NLRP3  NOD-like receptor family, pyrin domain containing 3 
NR4a    Nuclear receptor 4a 
OCA     Obeticholic acid  
PC        Pyruvate carboxylase 
PDC     Pyruvate decarboxylase 
PDC     Pyruvate dehydrogenase complex 
PDK     Pyruvate dehydrogenase kinase 
PDK-1    PH domain-containing serine/threonine protein kinase 1 
PDH     Pyruvate dehydrogenase phosphatase 
PEP     Phosphoenolpyruvate 
PEPCK    Phosphoénolpyruvate carboxykinase 
PER  Period 
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PFK     6-Phosphofructo-1 kinase 
PGC1-α    Peroxisome proliferator-activated receptor gamma coactivator 1-alpha 
PGM1  Phosphoglucomutase 1 
PIO  Pioglitazone  
PIP2  Phosphatidylinositol-4,5-bisphosphate 
PIP3     Phosphatidylinositol trisphosphate 
PI3K     Phosphoinositide 3-kinase 
PKA     Protein kinase A 
PKC  Protein kinase C 
PKR  RNA-dependant protein kinase 
PLC  Phosphalipase C 
PLZF     Promyelocytic leukemia zinc factor protein 
PNPLA3    Patatin-like phospholipase domain-containing protein 3 
PPAR   Peroxisome proliferative activated receptor 
PP2A  Phosphatase 2A 
PTEN  Phosphatase and tensin homologue 
PP1     Protein phosphatase 1 
PXR  Pregnane X receptor  
R  Radical 
RAS     Rat sarcoma 
RD  Research diet 
RE  Reticulum endoplasmique 
REVERB Reverse-Erb 
ROS     Reactive oxygen species 
RSG  Rosiglitazar  
RXR     Retinoid X Receptor 
SARO  Saroglitazar  
SCAP     SREBP cleavage-activated protein  
SCDs    Steroyl-coA désaturases 
SFA  Saturated fatty-acids 
SFRP5  Secreted frizzled-related protein 5 
SHBG  Sex Hormone-Binding Globulin 
SHC     SH2 domain-containing adaptator 
SH2     Src Homology 2 
SHC     Sonic Hedgehog 
SIK2  Salt Inducible Kinase 2 
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SIRT2    Sirtuin-2 
SM  Sphingomyelin 
SMase  Sphingomyelinase 
SNC     Système nerveux central 
Sph  Sphingosine 
SphK  Sphingosine kinase 
SPT  Serine palmitoylteansferase 
SREBP  Sterol regulatory element binding protein 
SREBP1-c    Sterol regulatory element-binding protein 1-c 
STZ  Streptozotocine 
S1P    Site 1-protease 
S1P  Sphingosine-1-phosphate 
S6K     S6 kinase 
TA  Tissu adipeux 
TAB  Tissu adipeux blanc 
TD  Teklad diets (Envigo) 
TFEB     Transcription factor EB 
TG     Triglycerides 
TGF-β    Transforming growth factor beta 
TLR4     Toll like receptor 4 
TM6SF2    Transmembrane 6 superfamily 2 
TNF     Tumor necrosis factor 
TR     Thyroid hormone receptor 
TRIF  TIR-domain-containing adapter-inducing interferon-β 
TR-β  Thyroid hormone receptor β 
TZD     Thiazolidinediones 
UPR  Unfolded protein response  
VLDL    Very low-density lipoproteins 
VPP  Voie des pentoses phosphates 
WD     Western diet 
WDGF    Western diet glucose fructose 
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SITUATION DU SUJET 
 
Le foie est un organe vital. Il est le seul organe capable d’utiliser, de stocker ou de 
produire du glucose et des acides gras, deux substrats énergétiques majeurs. Après un repas, 
le glucose et les lipides sont stockés respectivement sous forme de glycogène et de 
triglycérides. Ces ressources énergétiques sont utilisées au cours du jeûne afin d’alimenter les 
organes périphériques et de maintenir une glycémie stable quel que soit le statut nutritionnel. 
Ces différentes voies métaboliques hépatiques sont finement contrôlées par les nutriments, 
les hormones et font intervenir la régulation transcriptionnelle des protéines impliquées dans 
ce métabolisme.    
L’homéostasie énergétique peut cependant être perturbée, notamment par un 
déséquilibre entre les apports et les dépenses en énergie. En effet, le mode de vie actuel, 
comprenant une sédentarité accrue et une alimentation riche en lipides et en sucres, est 
associé à une augmentation de l’incidence de pathologies métaboliques telles que l’obésité, 
l’insulino-résistance et la NAFLD. Les NAFLD ou « Non Alcoholic Fatty Liver Diseases » 
représentent un ensemble d’hépatopathies métaboliques plus ou moins graves. Elles 
commencent par la simple accumulation d’espèces lipidiques dans les hépatocytes, nommée 
stéatose hépatique, qui progresse souvent vers des stades inflammatoires comme la NASH 
(« Non Alcoholic Steatohepatitis »), puis la cirrhose et dans certains cas l’hépatocarcinome. Sa 
prévalence est en constance augmentation et suit celle de l’obésité et du diabète de type II, 
considérés comme des problèmes majeurs de santé publique dans les pays industrialisés. 
L’accumulation de graisses dans les hépatocytes, synonyme de stéatose hépatique, est 
fortement associée au développement de l’insulino-résistance. La voie de signalisation à 
l’Insuline fait intervenir de nombreux acteurs contrôlant des fonctions essentielles telles que 
la production de glucose mais aussi la synthèse lipidique et protéique. Même si les 
mécanismes intervenant dans l’insulino-résistance sont complexes et font intervenir une 
variété d’acteurs moléculaires intra et extracellulaires, il semblerait que la lipotoxicité générée 
par l’accumulation hépatique et ectopique de lipides induise des défauts de signalisation 
aboutissant à l’installation d’une insulino-résistance. 
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Ce projet de thèse s’est intéressé aux céramides, des lipides complexes et bioactifs, agissant 
comme des messagers intracellulaires dans la signalisation à l’Insuline. Leur implication dans 
la survenue d’atteintes hépatiques et métaboliques a été étudiée à travers l’utilisation de 
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CHAPITRE I : Rôle du foie dans l’homéostasie glucido-lipidique 
Le foie est le plus gros organe du corps humain. Il pèse environ 1,5kg et représente jusqu’à 
2-3% du poids total de l’organisme. C’est un organe central dans la régulation de 
l’homéostasie énergétique. Il assure de nombreuses fonctions vitales incluant, entre autres, 
la synthèse protéique, la détoxification, la production et la sécrétion de la bile et contrôle le 
métabolisme glucido-lipidique ainsi que celui des acides aminés. Un foie sain possède une 
plasticité métabolique remarquable. Au fil de la journée, les cellules du foie oscillent 
rapidement entre différents états métaboliques distincts comme le stockage (en période post-
prandiale) et la production d’énergie (en période de jeûne). Ces transitions métaboliques 
complexes sont assurées par plusieurs facteurs incluant les nutriments, les hormones et les 
influx nerveux.  
Dans cette première partie, nous détaillerons l’organisation structurale du foie et les 
régulations du métabolisme énergétique hépatique. Nous décrirons en particulier, comment 
ce métabolisme s’adapte d’un point de vue moléculaire aux transitions alimentaires.  
I. Organisation structurale et métabolique du foie 
1. Anatomie générale du foie 
Le foie humain est divisé en 2 parties (foie gauche et foie droit) séparées par le ligament 
falciforme et forme 4 lobes distincts. En 1957, Claude Couinaud a proposé la systématisation 
hépatique suivante (de gauche à droite) : (i) le lobe sagittal gauche ; (ii) le lobe paramédian 
gauche ; (iii) le lobe paramédian droit autrement appelé lobe vésiculaire de par sa proximité 
avec la vésicule biliaire ; (iv) le lobe sagittal ou lobe paracave en rapport avec la veine cave 
inférieure. 
Le foie se distingue des autres organes par son double apport sanguin (Figure 1a et 1b). Le 
sang oxygéné est acheminé par l’artère hépatique (25 à 30% du flux) et le sang riche en 
nutriments provient de l’intestin et est véhiculé par la veine porte hépatique (70-75% du flux) 
(Abdel-Misih and Bloomston, 2010). Le sang navigue ensuite entre les travées hépatocytaires 
via des petits capillaires, les sinusoïdes. Il ressort du foie via la veine centro-lobulaire 
convergeant vers les veines sus-hépatiques qui se jettent dans la veine cave inférieure (Figure 
1). 
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Le foie est un tissu complexe constitué de plusieurs types cellulaires, majoritairement des 
hépatocytes ; il contient également des cellules biliaires ; des cellules endothéliales ; des 
cellules de Kupffer ; des lymphocytes ; des cellules étoilées (ou cellules stellaires hépatiques) 
et des cellules ovales (provenant de la différenciation des cellules souches hépatiques).  
2. Le lobule hépatique, l’unité fonctionnelle du foie 
Le foie est composé d’une multitude d’unités fonctionnelles (Figure 2a). Trois types de 
structures ont été décrites (Figure 2b). Il s’agit du lobule classique, du lobule portal et de 
l’acinus hépatique. En 1833, F. Kiernan a été le premier à décrire le lobule hépatique comme 
une unité fonctionnelle (Kiernan, 1833). Il décrit le lobule hépatique comme une unité 
microcirculatoire centrée sur la veine centrolobulaire et entourée d’environ 6 espaces portes 
(Figure 2b). Ces espaces portes, aussi appelés triade portale, sont constitués d’une veine 
porte, d’une artère hépatique et d’un canal biliaire. A l’intérieur du lobule, les hépatocytes 
sont organisés en travées unicellulaires le long de l’axe porto-centrolobulaire (Figure 1b et 
2a). En 1906, Mall propose le lobule portal comme unité fonctionnelle (Mall, 1906). Celle-ci 
étant centrée autour de l’espace porte et entourée de 3 veines centrolobulaires. Puis, en 1954, 
Rappaport décrit l’acinus hépatique comme la plus petite unité fonctionnelle, à mi-chemin 
entre le lobule de Kiernan et de Mall (Rappaport et al., 1954). Il propose alors l’acinus 
hépatique comme une structure en losange entre 2 veines centro-lobulaires et deux espaces 
portes. Plus tard, Lamers et Matsumoto rejoignent la théorie de Kiernan puisqu’ils décrivent 
le lobule hépatique comme un ensemble de plusieurs petites unités. A l’heure actuelle, la 
description la plus acceptée est celle du lobule classique (Figure 2b) distinguant 2 circuits 
inverses : un sens centripète pour le sang (de la veine porte vers la veine centro-lobulaire) et 
un sens centrifuge pour la bile (des hépatocytes vers les canaux biliaires et l’espace porte).  
3. La zonation métabolique hépatique 
L’unité fonctionnelle hépatique est ainsi orientée selon le flux sanguin traversant le foie. 
La première rangée d’hépatocytes dits périportaux est alimentée en sang mixte provenant de 
l’artère hépatique et de la veine porte. Elle est en contact avec les canaux biliaires. À l’opposé 
de la travée hépatocytaire, les hépatocytes dits périveineux entourent une veine 
centrolobulaire dans laquelle se déverse le sang efférent. Les fonctions propres aux 
hépatocytes diffèrent selon leur localisation le long de l’axe porto-central de la travée 
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hépatocytaire. Ce concept est appelé « dynamique de zonation métabolique » (Jungermann 
and Sasse, 1978). Il permet d’expliquer comment des fonctions, a priori opposées comme la 
biosynthèse et la dégradation d’un même nutriment, peuvent cohabiter dans le foie (Figure 
3). 
La voie Wnt-β-Caténine est largement impliquée dans cette zonation métabolique. Elle a 
été tout d’abord identifiée dans la carcinogenèse hépatique. En effet, des mutations de la β-
caténine sont présentes dans 20 à 30% des carcinomes hépatocellulaires (de La Coste et al., 
1998). Plus tard, elle a été démontrée comme essentielle dans le développement et le 
maintien de la zonation métabolique hépatique (Benhamouche et al., 2006a). La voie Wnt/β-
Caténine détermine la signature métabolique des hépatocytes en contrôlant leur programme 
génique. Lors d’une activation importante de cette voie (dans un contexte 
d’hépatocarcinome), plusieurs protéines normalement exprimées exclusivement dans les 
hépatocytes périveineux se retrouvent au niveau périportal (Cadoret et al., 2002; Colnot et 
al., 2004). Ainsi, la β-Caténine stimule l’expression de gènes codant pour des protéines 
spécifiques des hépatocytes périveineux et inhibe celle des protéines périportales. Cette 
régulation transcriptionnelle conduit à une zonation métabolique du foie. La voie Wnt-β-
caténine régule notamment 3 fonctions zonées majeures : le métabolisme azoté (ammoniac), 
le métabolisme des xénobiotiques et le métabolisme glucido-lipidique.  
- Métabolisme de l’ammoniac 
Les bactéries intestinales produisent de l’ammoniac en grande quantité que le foie doit 
épurer. Pour cela, les hépatocytes périportaux l’engagent vers le cycle de l’urée permettant 
sa détoxification. Les hépatocytes périveineux sont, quant à eux, chargés de nettoyer 
l’ammoniac résiduel via la synthèse de glutamine. Le gène Apc (« Adenomatous polyposis 
coli »), suppresseur de tumeur, est important dans ce mécanisme. Celui-ci est exclusivement 
présent au niveau périportal et contrôle négativement la voie β-caténine (Figure 3c). Les 
souris invalidées pour Apc présentent un défaut du cycle de l’urée suite à un déficit en 
enzymes périportales, enzymes clés de ce métabolisme. A l’inverse, la synthèse de glutamine 
est exacerbée du fait d’une forte expression d’enzymes périveineuses comme la glutamine 
synthétase. Cela se traduit par une hyperammoniémie et une hyperglutaminémie 
responsables de la mort des souris (Benhamouche et al., 2006b). La zonation du métabolisme 
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de l’ammoniac est stable car elle n’est pas modulée en fonction de l’état nutritionnel 
(Gebhardt, 1992; Häussinger et al., 1992; Jungermann and Keitzmann, 1996).  
- Métabolisme des xénobiotiques 
Le métabolisme des xénobiotiques présente une zonation hépatique bien définie et 
dépendante de la signalisation de la β-caténine (Hailfinger et al., 2006; Sekine et al., 2006). 
Celui-ci est contrôlé par la famille des cytochromes P450 qui gère la transformation des 
xénobiotiques (drogues, alcools, carcinogènes) en produits excrétables. Ceci nécessite une 
mono-oxygénation suivie d’une conjugaison avec l’acide glucuronique ou sulfuronique. Les 
deux premières étapes ont lieu dans la zone périveineuse tandis que la conjugaison avec 
l’acide sulfuronique a lieu dans la zone périportale. Globalement, les enzymes de 
détoxification sont exprimées dans la zone périveineuse (Hailfinger et al., 2006; Jungermann 
and Keitzmann, 1996). L’implication de la β-caténine dans ce métabolisme a été démontrée 
grâce à l’invalidation hépatique du gène de la β-caténine. L’invalidation rend les souris 
résistantes à la nécrose centrolobulaire suite à la perte d’expression de Cyp1a2 et Cyp2e1, 
deux enzymes de détoxification du paracétamol (Sekine et al., 2006).  
Ainsi, la voie β-caténine possède un rôle essentiel dans l’homéostasie hépatique en 
assurant le contrôle d’au moins deux de ses fonctions métaboliques zonées (métabolismes de 
l’ammoniac et des xénobiotiques). L’abondance de l’expression d’Apc dans la zone périportale 
permet de limiter la signalisation β-caténine au niveau périveineux. Apc est donc considéré 
comme un gardien de la zonation métabolique (« zonation keeper »). 
- Métabolisme glucido-lipidique 
La synthèse des VLDL (« very low density lipoproteins »), particules de transport des lipides 
circulants, semble être localisée dans la région périveineuse, tout comme la lipogenèse de 
novo (Figure 3). A l’inverse, la β-oxydation et la cétogenèse ont lieu préférentiellement dans 
la région périportale, beaucoup plus oxygénée (Jungermann and Keitzmann, 1996). La 
synthèse de cholestérol, quant à elle, est plutôt réalisée au niveau périportal et sa dégradation 
par la bile au niveau périveineux.  
Concernant le métabolisme glucidique, la néoglucogenèse est périportale et la glycolyse 
périveineuse (Jungermann and Keitzmann, 1996). Cela semble logique puisque la 
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néoglucogenèse, contrairement à la glycolyse, est dépendante des substrats énergétiques 
provenant de la β-oxydation. Brièvement, à la suite d’un repas, le glucose est capté par les 
hépatocytes périveineux puis stocké sous forme de glycogène ou transformé en pyruvate et 
lactate par la glycolyse. Le lactate ainsi synthétisé est libéré dans la circulation sanguine puis 
capté par les hépatocytes périportaux. A l’état de jeûne, le glycogène est dégradé en glucose 
au niveau périportal et en lactate au niveau périveineux. Celui-ci peut également être capté 
au niveau périportal où il sert de substrat à la néoglucogenèse (Agius et al., 1990).  
Cette zonation fonctionnelle est expliquée par la variation de l’expression et/ou de 
l’activité des enzymes impliquées dans le métabolisme glucido-lipidique le long de l’axe porto-
central. Ainsi, les enzymes de la néoglucogenèse telles que PEPCK (« Phosphoenolpyruvate 
Carboxykinase »), F1,6BP (« Fructose 1,6 Biphosphatase ») et G6Pase (« Glucose 6 
phosphatase ») sont exprimées dans les hépatocytes périportaux (Braeuning et al., 2006). De 
façon intéressante, l’expression des enzymes de la glycolyse comme GCK (« Glucokinase ») et 
LPK (« Liver Pyruvate Kinase ») n’est pas zonée, leur activité est détectée seulement dans les 
hépatocytes périveineux.  
 
II. Les différentes fonctions métaboliques du foie 
Le foie est un organe clé du métabolisme énergétique. Il se positionne au centre d’un 
réseau métabolique complexe comprenant l’intestin, le tissu adipeux et d’autres organes 
métaboliques (Figure 4). En période post-prandiale, l’alimentation est digérée par le tractus 
gastro-intestinal puis le glucose, les acides gras et les acides aminés sont absorbés dans la 
circulation sanguine et transportés au foie via la veine porte. Durant cette période, le glucose 
est prioritairement condensé en glycogène mais peut aussi être converti en acides gras ou en 
acides aminés (Agius, 2008a; Rui, 2014). Les acides gras, produits par la lipogenèse de novo, 
sont ensuite estérifiés avec un glycérol-3-phosphate pour générer des triglycérides (TG) 
(Jensen-Urstad and Semenkovich, 2012; Sanders and Griffin, 2016). Ces derniers peuvent 
ensuite être stockés dans des gouttelettes lipidiques pour une future utilisation ou être 
sécrétés dans la circulation par les VLDL. Enfin, les acides aminés sont métabolisés à des fins 
énergétiques ou peuvent être utilisés pour produire des protéines, du glucose ou d’autres 
molécules bioactives. A l’inverse, en période de jeûne ou d’exercice physique, le glucose et les 
acides gras sont libérés par le foie et agissent comme des substrats énergétiques essentiels 
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pour d’autres organes métaboliques tels que le muscle squelettique, le tissu adipeux et le 
cerveau (van den Berghe, 1991). Le tissu adipeux libère des acides gras non estérifiés (AGNE) 
et du glycérol par la lipolyse adipocytaire (Halliwell et al., 1996; Raclot and Groscolas, 1995). 
Les AGNE rejoignent le foie pour être oxydés au niveau mitochondrial via la β-oxydation et la 
cétogenèse (Laffel, 1999). Le glycérol, quant à lui, arrive au foie et sert de substrat à la 
néoglucogenèse nécessaire à la synthèse du glucose (Baba et al., 1995; Sjarif et al., 2000). 
Enfin, le muscle squelettique utilise les réserves de glycogène et de protéines pour libérer 
respectivement du lactate et de l’alanine. Ces derniers servent également de précurseurs pour 
la néoglucogenèse hépatique. Durant le jeûne, le glucose et les cétones produits par le foie 
servent alors de carburants pour les tissus périphériques.  
Le métabolisme énergétique est finement contrôlé par les nutriments et les hormones et 
fait intervenir la régulation transcriptionnelle des protéines impliquées dans ce métabolisme. 
Dans cette seconde partie, nous développerons les principales voies métaboliques requises 
en période de prise alimentaire et de jeûne. Nous détaillerons également les facteurs de 
transcription majeurs qui contrôlent chacune d’entre elles. 
1. En période de prise alimentaire 
En période post-prandiale, les hépatocytes reçoivent massivement du glucose, des acides 
aminés et des acides gras via la digestion dans le tractus gastro-intestinal principalement. Le 
glucose, à lui seul sert de carburant pour le foie où il peut aussi être converti en acides gras 
(Schwarz et al., 2003). Les acides gras sont estérifiés en triglycérides ou en esters de 
cholestérol. Les triglycérides et le cholestérol sont tous deux stockés dans des gouttelettes 
lipidiques à l’intérieur de l’hépatocyte ou sécrétés dans la circulation en tant que VLDL. Les 
acides gras produits peuvent également être incorporés dans les phospholipides qui sont des 
composants essentiels des membranes cellulaires, de la bicouche des gouttelettes lipidiques, 
des VLDL et des transporteurs de bile (Greenberg et al., 2011; Li et al., 2009a). Il existe 
plusieurs voies métaboliques mises en jeu en réponse à la prise alimentaire et qui permettent 
le stockage énergétique. Nous les détaillerons dans cette partie. 
a. La glycolyse 
Les hépatocytes s’adaptent aux différents carburants métaboliques (glucose et/ou acides 
gras). Le choix entre ces carburants se fait via les nutriments et les signaux hormonaux qu’ils 
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percoivent. La glycolyse est dominante lorsque le glucose est abondant, c’est-à-dire en 
période post-prandiale. Les intermédiaires et produits de la glycolyse sont utilisés pour 
synthétiser des lipides et des acides aminés mais peuvent également être complétement 
oxydés pour générer de l’ATP. Les flux glycolytiques sont contrôlés majoritairement par quatre 
kinases : GCK (« Glucokinase »), PFK (« 6-Phosphofructo-1 Kinase »), LPK (« Liver Pyruvate 
Kinase ») et PDK (« Pyruvate dehydrogenase kinase ») (Figure 5a). Les niveaux d’expression et 
d’activité de ces quatre enzymes sont élevés dans des situations d’apports alimentaires (Kim 
et al., 2010). Dans un état pauvre en glucose et riche en AMPc (jeûne), GKRP (« Glucokinase 
Regulatory Protein ») inhibe l’activité de GCK en le séquestrant dans le noyau (Agius, 2008b). 
En présence de glucose et/ou de fructose, GCK se dissocie de GKRP, permettant à GCK d’être 
transloquée dans le cytoplasme et de phosphoryler le glucose en position 6 (Agius, 2008b). Le 
F-2,6-P2 (« Fructose 2,6 Phosphate ») est un activateur allostérique de PFK et stimule donc la 
glycolyse dans les hépatocytes (Rider et al., 2004). Le produit final de la glycolyse est le 
pyruvate, synthétisé sous le contrôle de LPK. Celui-ci peut ensuite rentrer dans le cycle de 
Krebs pour emprunter la voie de la lipogenèse de novo et produire des triglycérides.  
b. Glycogénogenèse 
La glycogénogenèse a lieu au niveau du cytosol et permet le stockage du glucose sous 
forme de glycogène (Agius, 2008a; Bollen et al., 1998). A l’état post-prandial, le glucose rentre 
dans les hépatocytes via GLUT2 puis est phosphorylé par l’action de la Glucokinase (GCK) 
(Cárdenas, 1995) (Figure 5a). Cette étape est commune entre la glycolyse et la 
glycogénogenèse. Le G6P (« Glucose-6-Phosphate ») ainsi produit est utilisé pour la synthèse 
du glycogène par la Glycogène synthase (GS) (Figure 5a). L’activité de GS est fortement régulée 
au niveau post-traductionnel par différentes kinases incluant la Protein Kinase A (PKA), l’ AMP-
activated protein kinase (AMPK), la Glycogène Synthase Kinase 3 (GSK3) et la Casein Kinase-2 
(Ferrer et al., 2003). La phosphorylation de GS par GSK3 inhibe son activité, conférant à GSK3 
un rôle clé dans le contrôle du stockage du glycogène à partir du glucose. 
c. La voie des pentoses phosphates 
 En dérivation sur la glycolyse au niveau du G6P, cette voie métabolique fournit du 
NADPH, forme réduite de la Nicotinamide Adénine Dinucléotide Phosphate (NADP), cofacteur 
indispensable à la biosynthèse des acides gras à partir du glucose. Cette voie permet la 
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synthèse du ribose-5-phosphate, précurseur de la synthèse des nucléotides puriques et 
pyrimidiques et des coenzymes nucléotidiques (Novello et al., 1969). Le choix entre la 
glycolyse et la voie des pentoses phosphates dépend des exigences cellulaires ponctuelles en 
énergie (ATP) et en précurseurs biosynthétiques. 
d. La lipogenèse de novo 
Le foie est l’organe majeur de la conversion du glucose en acides gras qui sont ensuite 
exportés vers les tissus extra-hépatiques sous la forme de TG via les VLDL. Comme vu 
précédemment, la glycolyse fournit du pyruvate grâce à l’activité de LPK, une enzyme 
limitante de la glycolyse. Le pyruvate est ensuite importé dans la mitochondrie puis 
métabolisé par PDC (Pyruvate Dehydrogenase Complex) pour produire de l’acétyl-CoA. Cet 
acétyl-CoA est ensuite combiné à l’oxaloacétate par la Citrate Synthase (CS) pour former du 
citrate. Le citrate est alors exporté dans le cytoplasme et a deux options. Il peut redonner de 
l’oxaloacétate par l’ATP-Citrate Lyase (ACL) qui sera ensuite réduit en malate et finalement 
converti en pyruvate (et NADPH) par l’enzyme malique. Dans ce cas, le pyruvate est recyclé 
dans la mitochondrie, carboxylé en oxaloacétate par la Pyruvate Carboxylase (PC) et permet 
la synthèse continue de citrate. L’autre option engage le citrate directement dans le processus 
de la lipogenèse de novo. 
La première étape de la lipogenèse de novo, qui est limitante, se déroule dans le 
cytoplasme et permet la carboxylation de l’acétyl-CoA en malonyl-CoA par l’Acétyl-CoA 
Carboxylase (ACC) (Bianchi et al., 1990). Le malonyl-CoA sert ensuite de précurseur pour la 
formation d’acide palmitique par la Fatty Acid Synthase (FAS) (Majerus and Vagelos, 1967; 
Smith, 1994) (Figure 5a). Il existe 2 isoformes d’ACC chez les mammifères (ACC1 et ACC2). La 
délétion totale d’Acc1 entraîne une mort au stade embryonnaire (Abu-Elheiga et al., 2005). 
De plus, la délétion spécifique de Acc1 dans les hépatocytes entraîne une diminution des taux 
de malonyl-CoA et de triglycérides hépatiques (Mao et al., 2006). Une autre étude a cependant 
montré que l’absence hépatocytaire de Acc1 ne modifiait ni les taux de malonyl-CoA ni de TG, 
suggérant ainsi un effet compensatoire de Acc2 (Harada et al., 2007). Lorsque l’expression de 
Acc1 et Acc2 est supprimée dans les hépatocytes par des oligonucléotides antisens (ASOs), 
cela entraîne une diminution des niveaux de malonyl-CoA et de triglycérides, une 
augmentation de la β-oxydation et une protection contre la stéatose hépatique (Savage et al., 
2006).  
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Au niveau du réticulum endoplasmique, l’acide palmitique est allongé par différentes 
élongases (Elovls) pour former des acides gras à longues chaînes (AGLC) contenant 16 atomes 
de carbone ou plus (Foster and Bloom, 1963). La délétion d’Elovl6 protège les souris de la 
stéatose hépatique et de l’inflammation lorsqu’elles sont nourries avec un régime athérogène 
(riche en cholestérol) (Matsuzaka et al., 2012). Cependant, sa surexpression conduit à une 
fibrose hépatique (Matsuzaka et al., 2012).  Les AGLC sont ensuite désaturés (ajout d’une ou 
plusieurs doubles liaisons) par les désaturases SCDs (« Stéroyl-CoA Désaturases ») pour former 
des acides gras monoinsaturés ou polyinsaturés. L’invalidation systémique de Scd1 protège de 
l’obésité et de la stéatose induites par un régime riche en sucre (Miyazaki et al., 2007). Les 
produits de désaturation, en particulier l’oléate, sont des régulateurs importants du 
métabolisme glucido-lipidique hépatique puisqu’ils participent à la formation des TG à partir 
des sucres (Miyazaki et al., 2007). 
2. En période de jeûne 
Le carburant majeur de l’organisme en période de jeûne est le glucose. Le foie contribue 
à hauteur de 90% à la production endogène de glucose (Ekberg et al., 1999). Il est aujourd’hui 
reconnu que le rein et l’intestin participent également activement à la production endogène 
de glucose en période de jeûne (Ekberg et al., 1999; Mithieux et al., 2004, 2006). Cette 
production de glucose contribue à conserver une glycémie stable  (5,5mM) lors du jeûne 
(Moore et al. 2012) mais aussi à maintenir l’homéostasie glucidique hépatique et systémique 
(Rizza, 2010). La production de glucose par le foie nécessite une combinaison de plusieurs 
voies métaboliques telles que la néoglucogenèse, la glycogénolyse, la lipolyse adipocytaire 
(produisant in fine du glucose) mais aussi d’autres voies (Figure 5b). Durant le jeûne, la 
mitochondrie est également largement sollicitée par la β-oxydation et la cétogenèse pour la 
production de corps cétoniques. Ces derniers sont ensuite distribués en grande quantité au 
cerveau où ils sont utilisés à des fins énergétiques.  
a. Glycogénolyse 
Lors d’un jeûne court, les réserves en glycogène sont rapidement sollicitées pour produire 
du glucose par la glycogénolyse. Le glycogène est hydrolysé par la Glycogène 
Phosphorylase (GP) pour générer du glucose (Figure 5b). Son activité est dépendante de la 
disponibilité du glucose-6-phosphate (G6P), largement sollicité lors de la prise alimentaire 
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pour la production de glycogène et pour l’inhibition allostérique de GP, mais présent en faible 
quantité durant le jeûne (Agius 2008). L’activité de GP est également régulée au niveau post-
traductionnel. En effet, GP est phosphorylé par GSK3 permettant une augmentation de son 
activité  (Rui 2014). La stimulation de la glycogénolyse est aussi largement dépendante de la 
voie de signalisation AMPc-PKA (Petersen, Vatner, and Shulman 2017). GS et GP sont toutes 
deux phosphorylées par PKA, résultant en une inhibition coordonnée de GS et une activation 
de GP. Ce contrôle réciproque de la synthèse de glycogène et de la glycogénolyse est médié 
par la phosphatase PP1 (Protein Phosphatase 1). Effectivement, la forme phosphorylée active 
de GP se lie à PP1. Cette interaction empêche la déphosphorylation de GS et donc son 
activation (Alemany and Cohen, 1986). Ce processus empêche ainsi une boucle inutile de 
synthèse et de dégradation permanentes du glycogène. Le glucose régule également de façon 
directe l’activité de GP. Il se fixe de façon allostérique à GP résultant en une déphosphorylation 
et une inactivation de l’enzyme (Agius 2008; Carabaza et al. 1992). Ainsi, GP perçoit les taux 
plasmatiques de glucose pour garantir l’arrêt de la glycogénolyse lorsque le glucose est 
suffisamment abondant. Le Glucagon, sécrété en période de jeûne, inhibe l’acétylation de GP, 
limitant ainsi sa liaison avec PP1, sa déphosphorylation et donc son inactivation (Zhang et al. 
2012).  
b. Néoglucogenèse 
Dans les premières heures de jeûne, le glucose est produit préférentiellement via la 
glycogénolyse. Cependant, plus le jeûne dure, plus les stocks de glycogène s’amenuisent. La 
néoglucogenèse prend alors le relai et devient la voie privilégiée de production hépatique de 
glucose. Effectivement, La néoglucogenèse compte pour environ 64% de la production totale 
de glucose durant les 22 premières heures de jeûne (Rothman et al. 1991). Puis, dans les 14 
et 18 heures qui suivent, elle compte respectivement pour environ 82 et 96% de la production 
de glucose. Elle contribue cependant majoritairement à l’augmentation de la production de 
glucose à jeun chez les individus diabétiques de type 2 (Boden 2004; Magnusson et al. 1992). 
De nombreux précurseurs glucogéniques tels que le lactate, l’alanine et le glycérol participent 
à la production de glucose hépatique et sont sujets à divers mécanismes de régulation. Nous 
détaillerons ici l’ensemble de ces régulations. 
Au niveau hépatique, le pyruvate est transporté à l’intérieur de la mitochondrie pour être 
converti en oxaloacétate par la Pyruvate Carboxylase (PC). L’oxaloacétate est réduit en malate 
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par la Malate Déshydrogénase mitochondriale puis exporté dans le cytoplasme et oxydé par 
la Malate Déshydrogénase cytoplasmique pour redonner de l’oxaloacétate. L’oxaloacétate 
cytoplasmique est ensuite converti en phosphoenolpyruvate (PEP) par la 
Phosphoenolpyruvate Carboxykinase (PEPCK) (Figure 6). C’est une étape limitante de la 
néoglucogenèse. Effectivement, une délétion totale de Pepck cause la mort après seulement 
3 jours (She et al. 2000). Des souris invalidées de façon hépatocyte-spécifique pour Pepck sont 
viables mais sont incapables de produire du glucose à partir du lactate et des acides aminés 
via la néoglucogenèse (Burgess et al. 2004). Cela aboutit à une accumulation d’intermédiaires 
du cycle de Krebs et une stéatose hépatique durant le jeûne. Cependant, ces souris 
parviennent à synthétiser du glucose à partir du glycérol et à maintenir ainsi une glycémie 
relativement stable après une épreuve de 24h de jeûne (Burgess et al. 2004; She et al. 2000).  
Par la suite, le PEP est converti en Fructose 1,6-Biphosphate (F1,6BP) qui est ensuite 
déphosphorylé par la Fructose 1,6-Biphosphatase (FBPase) pour générer du Fructose-6-
phosphate (F6P). Le F6P est converti en G6P, transporté dans le réticulum endoplasmique et 
déphosphorylé par la Glucose 6-Phosphatase (G6Pase) pour générer in fine du glucose 
(Mithieux, 1997) (Figure 5b et 6). La déphosphorylation du G6P est une étape limitante de la 
néoglucogenèse. Effectivement, les souris invalidées au niveau hépatocytaire pour G6pase 
développent une hyperlipidémie, une acidose lactique, une uricémie, une accumulation de 
glycogène et une hépatomégalie associée à une stéatose hépatique (Mutel et al. 2011).  
Comme précédemment énoncé, plusieurs précurseurs extra-hépatiques sont utilisés pour 
la néoglucogenèse. Le glycérol et les AGNE libérés par la lipolyse adipocytaire sont 
d’importants substrats néoglucogéniques (Previs et al., 1999; Staehr et al., 2003). Le glycérol 
rentre dans l’hépatocyte via l’Aquaporine-9 et est phosphorylé par la Glycérol Kinase (GK) 
pour générer du glycérol-3-phosphate (G3P), un précurseur de la néoglucogenèse (Jelen et al., 
2012; Ross et al., 1967). Les acides aminés provenant du muscle sont convertis en α-cétoacides 
par des réactions de désamination catalysées par la glutaminase, la glutamate 
déshydrogénase et/ou l’aminotransférase (Mallet et al., 1969). Les α-cétoacides sont ensuite 
convertis en intermédiaires du cycle de Krebs (Pyruvate, oxaloacétate, fumarate, succcinyl-
coA ou α-cétoglutarate) qui servent de précurseurs pour la néoglucogenèse. Enfin, le lactate 
est oxydé par la Lactate Déshydrogénase pour générer du pyruvate (Figure 5b et 6). 
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La néoglucogenèse est contrôlée par la disponibilité de ses substrats glucidiques et 
l’activation de ses enzymes limitantes, PEPCK et G6Pase. Par exemple, le muscle produit du 
pyruvate par la glycogénolyse et la glycolyse. Son devenir est double. Il peut être pris en charge 
par la PDC pour produire de l’acétyl-coA et rentrer dans le cycle de Krebs. Le pyruvate peut 
également être converti en lactate, libéré dans la circulation et être utilisé par les hépatocytes 
pour la néoglucogenèse. PDC est phosphorylée et inactivée par les PDKs et au contraire, 
déphosphorylée et activée par la Pyruvate Dehydrogenase Phosphatase (PDH)  (Jeong et al. 
2012).  Les PDKs, dont il existe 4 isoformes, régulent donc le flux de la néoglucogenèse en 
limitant l’entrée du pyruvate dans le cycle de Krebs par l’intermédiaire de l’acétyl-coA. De ce 
fait, les niveaux protéiques de PDK2 et PDK4 sont élevés dans des situations de jeûne et de 
diabète de type 2 et une délétion de PDK4 augmente l’activité de PDC résultant en une 
hypoglycémie (Jeong et al. 2012). La β-oxydation, quant à elle, ne produit aucun précurseur 
néoglucogénique mais génère de l’ATP qui est utilisé pour la néoglucogenèse.  
La néoglucogenèse est également régulée au niveau post-traductionnel et par des 
mécanismes allostériques. De nombreuses enzymes de cette voie sont acétylées. Ces 
acétylations sont régulées par la disponibilité des différents nutriments. L’acétyl-coA qui est 
augmenté à la suite d’une libération d’acides gras par la lipolyse adipocytaire, est un activateur 
allostérique de PC (Perry et al., 2015a). Il permet d’augmenter le flux et l’activité de PC. De 
plus, le glucose stimule l’acétylation de PEPCK par p300, permettant son ubiquitination et sa 
dégradation (Jiang et al. 2011). A l’inverse, la protéine SIRT2 désacétyle et stabilise PEPCK 
(Jiang et al. 2011). Cela contribue à augmenter la néoglucogenèse durant le jeûne.  
c. La cétogenèse et la β-oxydation mitochondriale  
La β-oxydation mitochondriale est une autre voie métabolique élevée durant le jeûne. Elle 
fournit non seulement de l’énergie sous forme d’ATP et de NADH pour les hépatocytes, 
facilitant ainsi la néoglucogenèse, mais aussi de l’acétyl-coA, substrat indispensable de la 
cétogenèse (Figure 5b). La cétogenèse permet la synthèse de corps cétoniques qui 
correspondent au β-hydroxybutyrate, à l’acétoacétate et à l’acétone. C’est une fonction 
spécifique du foie et les composés produits par cette voie sont largement utilisés par les tissus 
extra-hépatiques. Elle est vitale dans l’adaptation au jeûne puisqu’elle permet le transfert 
d’énergie du foie vers d’autres organes périphériques (Laffel, 1999). Durant cette période, elle 
permet également d’économiser le glucose et les protéines en réduisant leur utilisation par la 
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glycolyse et la protéolyse (François et al., 1981; Nair et al., 1988; Randle et al., 1964; Sherwin 
et al., 1975).  
Les concentrations plasmatiques en corps cétoniques sont d’environ 1mM après 16 à 20h 
de jeûne chez des personnes saines mais peuvent atteindre jusqu’à 20mM dans des cas de 
diabète et/ou d’acidocétose (Cahill, 2006; Johnson et al., 1969; Robinson and Williamson, 
1980). La première étape de la cétogenèse est catalysée par la 3-Hydroxymethylglutaryl-CoA 
Synthase (HMGCS2). Elle permet la condensation de l’acétoacétyl-coA, issu de la β-oxydation, 
avec l’acétyl-coA pour générer de l’HMG-coA. Ce dernier est ensuite clivé par 
l’Hydroxymethylglutaryl-CoA Lyase (HMGCL) pour générer de l’acétoacétate. Enfin, 
l’acétoacétate est réduit en β-hydroxybutyrate par la β-Hydroxybutyrate Dehydrogenase 
(BDH1).  
La β-oxydation mitochondriale des acides gras à longues chaînes dépend de l’action 
successive de plusieurs carnitines acyltransférases (McGarry and Brown 1997). Celles-ci 
contrôlent la translocation des acides gras à longues chaînes activés (acyl-coAs ou AGLC-CoAs) 
du cytoplasme à la mitochondrie. Parmi elles, la Carnitine Palmitoyl-Transferase 1 (CPT1) 
permet le transfert d’acyles des AGLC-CoAs vers la carnitine de la membrane mitochondriale 
externe. Cela génère des acyl-carnitines qui peuvent traverser la membrane interne de la 
mitochondrie via la carnitine-acyltransférase translocase. L’activité de CPT1 est inhibée de 
façon allostérique par le malonyl-coA, un substrat essentiel de la lipogenèse de novo, 
empêchant ainsi la concomitance de ces 2 voies métaboliques aux effets opposés (Abu-Elheiga 
et al. 2000). A l’intérieur de la matrice mitochondriale, CPT2 transfère à nouveau le groupe 
acyle des acylcarnitines au CoA, redonnant de la carnitine et déclenchant ainsi la β-oxydation. 
Ainsi, des défauts innés de Cpt2 conduisent à l’apparition précoce de maladies métaboliques 
(Isackson et al. 2008; Longo, Amat di San Filippo, and Pasquali 2006). De plus, l’absence totale 
des gènes Cpt1α ou Cpt1β, codant respectivement pour Cpt1 et Cpt2, est létale chez la souris 
(Ji et al. 2008; Kurtz et al. 1998; Nyman et al. 2005). L’absence d’autres composants de la β-
oxydation mitochondriale résulte en des défauts systémiques associés à des mécanismes 
compensatoires (Spiekerkoetter and Wood 2010; Tolwani et al. 2005; Zhang et al. 2010, 2007). 
La β-oxydation mitochondriale et péroxisomale est très largement régulée par PPARα (Kersten 
2014; Kersten et al. 1999; Lee et al. 1995; Montagner et al. 2016). Le rôle de ces récepteurs 
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nucléaires sera détaillé dans la partie suivante dédiée contrôle transcriptionnel du 
métabolisme hépatique (Chapitre 1, III,3).  
3. Contrôle transcriptionnel du métabolisme hépatique 
Le foie joue un rôle central dans les réponses métaboliques associées au jeûne et à la prise 
alimentaire. Cette flexibilité métabolique dépend de l’activité d’une multitude de facteurs de 
transcription. En réponse aux hormones et aux nutriments, ces derniers modulent l’expression 
des différents gènes impliqués dans les voies métaboliques détaillées précédemment. Dans 
cette partie, nous résumerons les récentes découvertes sur ces facteurs de transcription. De 
plus, nous détaillerons comment ils coopèrent au niveau hépatique (Figure 7). 
a. Facteurs de transcription impliqués en période post-prandiale 
La régulation transcriptionnelle des phases anaboliques nécessite plusieurs facteurs de 
transcription majeurs comme SREBP1-c (Sterol Regulatory Rlement-Binding Protein 1-c), 
ChREBP (Carbohydrate-Responsive Element-Binding Protein), LXR (Liver X Receptor) et FXR 
(Farnesoid X Receptor). Ces récepteurs répondent à des stimuli divers et peuvent coopérer 
dans la régulation transcriptionnelle de leurs gènes cibles. 
- SREBPs, senseurs de l’Insuline 
Il existe 3 isoformes majoritaires de SREBPs au niveau hépatique : SREBP1-a, SREBP1-c 
et SREBP2. SREBP1-c est l’isoforme hépatique prédominante puisqu’elle est respectivement 
10 fois et 2 fois plus abondante que SREBP1-a et SREBP2.  
SREBP1-c est un régulateur majeur de la lipogenèse de novo. Son activité est régulée 
positivement par l’Insuline en phase post-prandiale (Kawano and Cohen, 2013) qui entraîne la 
libération de la forme active de SREBP1-c de la membrane du Golgi grâce à une protéolyse. En 
effet, en absence d’Insuline, SREBP1-c interagit avec 2 protéines membranaires du réticulum 
endoplasmique nommées SCAP (SREBP Cleavage-Activated Protein) et INSIG (Insulin-Induced 
Gene) (Ferré and Foufelle, 2010). Le changement de conformation de SCAP, par différents 
événements de phosphorylation induits par l’Insuline, entraîne la dissociation d’INSIG du 
complexe SCAP/SREBP1-c et l’exposition d’une séquence d’acides aminés particulière 
nommée MELADL (Methionine, Glutamate, Leucine, Alanine, Aspartate, Leucine) (Sun et al., 
2007). Cette séquence interagit alors avec COPII (Coat Protein II) et facilite le passage du  
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complexe SCAP/SREBP1-c dans la lumière du golgi (Sun et al., 2007). A l’intérieur du 
golgi, SREBP1-c est alors clivé par l’action de 2 protéases nommées S1P (Site 1-Protease) et 
S2P. Celles-ci sont nécessaires à la maturation de SREBP1-c et sa translocation dans le noyau, 
où il va réguler la transcription de ses gènes cibles (Brown and Goldstein, 2008; Ferré and 
Foufelle, 2010; Horton et al., 2002; Quinn et al., 2012) (Figure 8).   
L’activation de SREBP1-c résulte de l’activation de deux voies distinctes mais inter-
dépendantes de la voie de signalisation de l’Insuline. La première conduit à la phosphorylation 
de SREBP1-c lui-même, tandis que la seconde requiert l’activation du récepteur nucléaire LXR, 
en particulier l’isoforme α (Kawano and Cohen, 2013) (Figure 7). Une fois activé, LXR 
s’hétérodimérise avec RXR pour activer la transcription de Srebp1-c (Chawla et al., 2001; Fon 
Tacer and Rozman, 2011). Cela a été démontré par des observations sur des animaux invalidés 
ou traités avec un agoniste spécifique de LXRα présentant respectivement des niveaux 
d’expression réduits et augmentés de Srebp1-c (Repa et al., 2000). Au final, SREBP1-c active la 
lipogenèse de novo par l’induction des gènes impliqués dans la synthèse d’acides gras tels que 
Fas et Acc (Magaña and Osborne, 1996; Magaña et al., 1997). 
SREBP2 est un régulateur majeur de la cholestérogenèse et de l’efflux de cholestérol. Il 
agit de façon antagoniste au récepteur nucléaire LXR. Il diminue notamment l’expression des 
gènes codant pour les HMG-coA synthases, les HMG-coA réductases, le FDP (Farnesyl 
Diphosphate) et la Squalene Synthase (Horton et al., 2002). SREBP2 régule aussi négativement 
l’expression de Abca1 (ATP-Binding Cassette A1) et Abcg1 (ATP Binding Cassette transporter 
G1) via une séquence codante intronique de SREBP2 nommée miR-33a (Micro ARN). Ces deux 
gènes sont importants pour le transport du cholestérol membranaire contrôlant l’efflux de 
cholestérol (Gerin et al., 2010; Marquart et al., 2010; Rayner et al., 2010). Outre son rôle dans 
le métabolisme du cholestérol, SREBP2 est reconnu comme un régulateur de l’homéostasie 
lipidique hépatique. En effet, SREBP2 et SREBP-1c partagent des gènes cibles communs du 
métabolisme lipidique. Ceux-ci codent essentiellement pour des enzymes requises pour 
générer du NADPH (Shimomura et al., 1998) qui est nécessaire aux nombreuses étapes de 
biosynthèse lipidique.  
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- LXRs, senseurs du cholestérol 
LXR est un récepeur nucléaire activé par les oxystérols (Zelcer and Tontonoz, 2006) et 
comprend 2 isoformes nommées α et β. Il joue un rôle important dans le métabolisme du 
cholestérol et des acides biliaires et c’est aussi un régulateur majeur de la lipogenèse de novo 
puisqu’il est nécessaire pour le contrôle transcriptionnel de Srebp1-c par l’Insuline (Chen et 
al., 2004; Schultz et al., 2000).  Des éléments de réponse à LXR, nommés LXREs, ont été trouvés 
dans les séquences promotrices de Fas (Joseph et al., 2002) et Chrebp (Cha and Repa, 2007)  
et Srebp1-c (Chen et al., 2004; Repa et al., 2000), suggérant que LXR joue à la fois un rôle direct 
et indirect dans la régulation transcriptionnelle de la lipogenèse.    
L’implication de LXR dans le métabolisme du cholestérol a été démontrée in vivo par 
l’utilisation de souris invalidées pour une (Peet et al., 1998) ou les deux isoformes de LXR (Repa 
et al., 2000). Les souris déficientes pour l’isoforme α accumulent des esters de cholestérol 
dans le foie dû à un défaut d’excrétion (Peet et al., 1998) ; cette accumulation est d’autant 
plus marquée lorsque ces souris sont nourries avec un régime riche en cholestérol (Kalaany et 
al., 2005). LXR contribue aussi au désengorgement du cholestérol de par son rôle dans la 
régulation de l’expression de gènes tels que Abcg8 et Abcg5 impliqués dans le transport du 
cholestérol (Yu et al., 2003, 2005). LXR agit également au niveau intestinal pour protéger des 
dommages liés au cholestérol. Sa surexpression dans l’intestin diminue les niveaux des 
différents marqueurs athérogéniques et de lipides hépatiques en réponse à un régime riche 
en graisses, suggérant que la présence de LXR dans l’intestin protège des dommages 
hépatiques (Lo Sasso et al., 2010).    
- ChREBP, le facteur de transcription activé par le glucose 
Tout comme SREBP1-c, ChREBP est activé en période post-prandiale et régule 
positivement la lipogenèse de novo. Cependant il diffère de SREBP1-c par son activation 
dépendante du glucose et non de l’Insuline (Abdul-Wahed et al., 2017). L’augmentation de la 
glycémie post-prandiale entraîne l’entrée du glucose au niveau hépatique par le transporteur 
GLUT2. Cela permet d’activer la glycolyse au niveau des hépatocytes (Mueckler and Thorens, 
2013). De plus, l’activation de ChREBP est stimulée par plusieurs métabolites générés pendant 
la glycolyse tels que le G6P et le F2,6P (Arden et al., 2012; Dentin et al., 2012) (Figure 8). 
Cependant, le niveau de régulation majeur de ChREBP provient de la déphosphorylation de la 
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protéine kinase A (PKA) et de l’AMPK (Adenosine Monophosphate Activated Kinase) 
conduisant à la translocation/activation des cibles de ChREBP au niveau du noyau (Uyeda and 
Repa, 2006). Cela résulte en l’activation transcriptionnelle des gènes possédant un 
Carbohydrate Response Rlement (ChoRE) dans leur promoteur tels que Fas, Acc et Lpk (Ma et 
al., 2005). Ce rôle de ChREBP a été caractérisé par des expérimentations sur des souris 
délétées pour Chrebp (Iizuka et al., 2004; Postic et al., 2007). Il existe deux isoformes de 
ChREBP, nommées ChREBP-α et ChREBP-β. L’isoforme β a été identifiée récemment dans le 
tissu adipeux blanc de souris (Herman et al., 2012). De façon intéressante, cette isoforme est 
beaucoup moins abondante que l’isoforme α mais est beaucoup plus active au niveau 
transcriptionnel en réponse à la prise alimentaire et au glucose (Herman et al., 2012). Même 
si ChREBP et SREBP ne réagissent pas aux mêmes stimuli, ils coopèrent dans la régulation de 
la glycolyse et de la lipogenèse et SREBP1-c et ChREBP sont tous deux requis pour l’induction 
coordonnée des gènes de la glycolyse et de la lipogenèse (Dentin et al., 2004, 2005). 
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- FXR, récepteur clé des acides biliaires 
FXR joue un rôle important dans le contrôle de la circulation entérohépatique des acides 
biliaires. Il agit comme un senseur des acides biliaires. Il régule l’expression hépatique de 
nombreux gènes impliqués dans leur synthèse et leur transport tels que Bsep, Mdr2, Asbt, 
Cyp7a1 et Fgf15 (Ananthanarayanan et al., 2001; Li et al., 2005). Il agit également au niveau 
de l’intestin. La protéine IBABP (Bile Acid Binding Protein) représente la première cible de FXR 
identifiée dans l’iléon (Tu et al., 2000). On connait aujourd’hui l’importance de FXR au niveau 
intestinal dans la médiation de ses effets hépatiques (Modica et al., 2012). Dans l’intestin, les 
acides biliaires activent FXR conduisant à l’augmentation d’expression de Fgf15 au niveau de 
l’iléon. Cela entraîne une diminution d’expression de Cyp7a1 au niveau du foie et donc des 
taux d’acides biliaires circulants (Hartmann et al., 2017; Kliewer and Mangelsdorf, 2015a; Kong 
et al., 2012). Chez la souris, la présence de FXR dans l’intestin et non dans le foie (modèle 
AlbCre FXR), protège les souris de la cholestase et du développement d’un hépatocarcinome, 
notamment via la diminution de l’expression de Cyp7a1 et des taux d’acides biliaires (Chiang, 
2015; Modica et al., 2012). Au contraire, le blocage de la production d’acides biliaires au 
niveau intestinal conduit à un hépatocarcinome (Zhu et al., 2011). Cela confirme le rôle majeur 
de FXR au niveau intestinal dans la protection des dommages hépatiques. FXR est donc 
critique dans la coordination de la synthèse, de la sécrétion, de la réabsorption intestinale et 
de l’absorption hépatocytaire des acides biliaires. Un défaut de régulation de la circulation 
entérohépatique des acides biliaires via FXR conduit à la cholestase (Jansen and Sturm, 2003; 
Kullak-Ublick and Meier, 2000; Trauner et al., 1998; Zollner et al., 2006). 
- PPARβ 
PPARβ appartient à la famille des Récepteurs Activés par les Proliférateurs de 
Peroxysomes (PPARs). Il est activé durant la phase anabolique durant laquelle il régulerait la 
lipogenèse de novo ainsi que l’utilisation hépatique du glucose (Bojic and Huff, 2013). 
Cependant, son implication dans la lipogenèse reste controversée. Certains auteurs ont 
montré un effet inhibiteur de PPARβ sur l’induction des gènes de la lipogenèse qui résulterait 
notamment en une amélioration de la stéatose hépatique chez des souris db/db obèses et 
diabétiques (Qin et al., 2008). Cela passerait par une diminution du niveau d’expression 
hépatique de SREBP1-c associé à l’induction d’INSIG-1. De plus, un traitement au GW501516, 
un agoniste de PPARβ, chez des souris déficientes pour le récepteur aux LDL (Ldlr-/-) nourries 
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avec un régime riche en graisses diminue la lipogenèse et améliore la sensibilité à l’insuline 
(Bojic et al., 2014). In vitro, un traitement pharmacologique au GW0742, un autre agoniste 
spécifique de ce récepteur, de cellules de la lignée HepG2 induit une diminution marquée des 
taux de triglycérides liée à un défaut de translocation nucléaire de SREBP-1c (Qin et al., 2008). 
A l’inverse, d’autres études ont suggéré un rôle pro-lipogénique de PPARβ. Ainsi, un 
traitement au GW1516 in vivo conduit à l’augmentation de l’expression de Fasn, Acc et Scd1, 
résultant en une légère augmentation du contenu en triglycérides hépatiques (Lee et al., 
2006). Plus récemment, une deuxième étude a montré que la surexpression de Pparβ par un 
adénovirus chez des souris Ldlr-/- stimule l’expression de Fasn, Acc1, Acc2 et Srebp1-c et 
augmente le contenu intra-hépatique de lipides (Liu et al., 2011). De façon intéressante, il 
semblerait que l’activation de PPARβ induite par l’accumulation de lipides hépatiques protège 
de la lipotoxicité en augmentant la production d’acides gras mono-insaturés (AGMI) au 
détriment des acides gras saturés. Dans ce sens, les données non publiées de mon laboratoire 
montre que, dans les hépatocytes, l’activation de PPARβ est sous la dépendance de la nature 
des acides gras alimentaires, suggérant que ce récepteur puisse être un véritable senseur des 
acides gras saturés. Enfin, il est important de souligner que l’expression de Pparβ est 
circadienne. Des expériences réalisées sur des souris déficientes pour Pparβ au niveau des 
hépatocytes montrent l’implication de ce dernier dans le contrôle circadien de la lipogenèse 
(Liu et al., 2013).     
- PPARγ 
PPARγ est un autre membre de la famille des récepteurs nucléaires activés par les 
proliférateurs de peroxysomes. Même si PPARγ est exprimé dans de nombreux tissus, il est 
majoritairement exprimé dans le tissu adipeux blanc (Vidal-Puig et al., 1997). Plus 
particulièrement, les deux isoformes Pparγ-1 et Pparγ-2 sont fortement exprimées au niveau 
des adipocytes et des macrophages (Ricote et al., 1998; Temelkova-Kurktschiev et al., 2004). 
Dans le tissu adipeux, PPARγ régule principalement la différenciation adipocytaire mais aussi 
la sensibilité à l’Insuline, la lipogenèse et plus généralement la fonction biologique de 
l’adipocyte (Lehrke and Lazar, 2005; Siersbaek et al., 2010; Tontonoz and Spiegelman, 2008). 
L’isoforme PPARγ-2 est particulièrement régulée en réponse à la prise alimentaire et à 
l’obésité. Effectivement, les souris ob/ob invalidées pour Pparγ-2 (souris POKO) ont une 
diminution de l’accumulation d’adipocytes et de la lipotoxicité en comparaison avec des souris 
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ob/ob (Medina-Gomez et al., 2007). Dans le foie, PPARγ jouerait un rôle, notamment au cours 
de l’accumulation intra-hépatique de lipides associée à l’obésité. En effet, l’expression 
hépatique de l’isoforme Pparγ2 augmente dans des modèles murins d’obésité tels que les 
souris ob/ob et db/db (Memon et al., 2000; Rahimian et al., 2001). Cependant, de façon 
intéressante, l’invalidation hépatocytaire spécifique de Pparγ protège de la stéatose 
hépatique et améliore la tolérance au glucose chez des souris nourries avec un régime HFD 
sans que les mécanismes moléculaires régulés par PPARγ dans ce phénotype ne soient 
clairement établis (Morán-Salvador et al., 2011). 
b. Facteurs de transcription impliqués dans la réponse au jeûne 
Les deux signaux hormonaux majeurs sensibles au jeûne sont le Glucagon et les 
Glucocorticoïdes. Le jeûne s’accompagne également d’une forte activité lipolytique du tissu 
adipeux blanc induisant une forte augmentation du taux plasmatique en acides gras libres. 
Ces signaux convergent vers le foie où ils vont induire l’activation, de façon directe ou 
indirecte, d’une cascade de facteurs de transcription permettant à leur tour d’induire 
l’expression de leurs gènes cibles respectifs permettant l’adaptation à une épreuve de jeûne. 
Nous allons détailler chacun d’entre eux. L’ensemble de ces facteurs de transcription est 
représenté dans la Figure 7. 
- CREB, un facteur de transcription sensible au Glucagon 
CREB (C-AMP Response Element-Binding protein), réagit essentiellement au Glucagon 
(Figure 7). Pour exercer son rôle, le Glucagon se fixe à son récepteur membranaire, induisant 
la production d’AMPc par l’Adénylate Cyclase et l’activation de la Protéine Kinase A (PKA). 
Cette dernière phosphoryle alors CREB, entraînant son activation et permettant l’induction 
d’une cascade de gènes de la réponse au jeûne (Altarejos and Montminy, 2011). L’activité de 
l’axe Glucagon/PKA/CREB est donc soumise à des régulations post-traductionnelles (Altarejos 
and Montminy, 2011). Par le biais de CREB, le Glucagon induit notamment l’expression des 
gènes de la famille des récepteurs nucléaires Nr4a tels que Nur77 (Nr4a1). Nur77 augmente 
l’expression des gènes impliqués dans la néoglucogenèse en réponse au glucagon et au jeûne 
et induit l’expression de Fgf21, une hormone essentielle à l’adaptation au jeûne (Min et al., 
2014; Pei et al., 2006). Un autre facteur de transcription induit par CREB est TFEB 
(Transcription Factor EB) (Seok et al., 2014). Son expression et son activité sont nécessaires 
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pour la β-oxydation et la cétogenèse. En effet, en l’absence de TFEB, la plupart des gènes 
relatifs à ces deux voies métaboliques ne sont pas induits (Settembre et al., 2013). 
- GR, un récepteur activé par les Glucocorticoïdes  
GR (Glucocorticoid Receptor) régule la transcription de ses gènes cibles après la fixation et 
la stimulation des Glucocorticoïdes (GC) et d’autres hormones du stress (Figure 7). Le couple 
GR/GC est connu pour induire l’expression hépatique de Pepck, un gène codant pour une 
protéine limitante de la critique de la néoglucogenèse (Patel et al., 2014). La délétion 
hépatocytaire de Gr résulte en une hypoglycémie dûe à une incapacité à induire l’expression 
de gènes nécessaires à la néoglucogenèse durant le jeûne (Opherk et al., 2004). De plus, 
l’utilisation d’un antagoniste de GR permet d’abaisser la glycémie (Zinker et al., 2007). Ces 
études sugèrent un lien direct entre l’activité de ce récepteur nucléaire et la néoglucogenèse 
hépatique. Même si les Glucocorticoïdes sont les activateurs majeurs de GR, des études 
récentes montrent que l’activité de ce récepteur peut également être régulée indirectement 
par le β-hydroxybutyrate durant le jeûne (Shimazu et al., 2013). En effet, les gènes Lcn2 et 
Mt2, cibles de GR, font partie des gènes les plus régulés par le β-hydroxybutyrate en période 
de jeûne, par un mécanisme faisant intervenir les HDACs (Histone désacétylases) (Shimazu et 
al., 2013). Ces résultats sont cohérents avec l’augmentation de l’activité transcriptionnelle de 
GR associée à une hyperacétylation des histones présentes dans sa région promotrice lors 
d’un jeûne prolongé, une période durant laquelle le β-hydroxybutyrate est un carburant 
énergétique majeur. En période de jeûne, GR, via GC, permet d’induire l’expression de 
plusieurs facteurs de transcription. Ceci passe par une action directe mais aussi indirecte, en 
collaboration avec CREB ou par l’intermédiaire d’autres facteurs de transcription. En premier 
lieu, GR induit l’expression du facteur de transcription PLZF (Promyelocytic Leukemia Zinc 
Factor Protein), nécessaire à l’induction des gènes de la néoglucogenèse (Chen et al., 2014). 
Cela entraîne une augmentation de la production de glucose indispensable pour pallier 
l’hypoglycémie durant le jeûne. Les Glucocorticoïdes, via leur récepteur, induisent également 
l’expression des gènes cibles de PPARα, un récepteur nucléaire indispensable aux voies de la 
β-oxydation et de la cétogenèse en induisant son expression génique (Steineger et al., 1994). 
Enfin, la collaboration de GR et de PPARα permet l’expression de CREBH (c-AMP Responsive 
Element Binding Protein H ») induisant à son tour l’expression des gènes néoglucogéniques 
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mais aussi de l’hépatokine FGF21 (Bae et al., 2014; Danno et al., 2010; Kim et al., 2014; Lee et 
al., 2010).  
Durant le jeûne, l’action combinée du Glucagon et des GC conduisent à l’expression de 
Klf15 (« Kruppel-like Factor 15 ») (Takashima et al., 2010; Teshigawara et al., 2005). Ce facteur 
de transcription est original puisqu’il soutient l’expression des génes néoglucogéniques mais 
permet également d’induire des gènes du catabolisme des acides aminés, servant de 
précurseurs néoglucogéniques durant le jeûne (Gray et al., 2007). C’est le cas de l’ALAT 
(Alanine Aminotransferase) dont l’activité enzymatique est diminuée de 50% dans le foie de 
souris déficientes pour Klf15 (Gray et al., 2007). Cette enzyme permet la conversion de 
l’alanine en pyruvate, facilitant ainsi la néoglucogenèse. 
 
- PPARα, un senseur des acides gras plasmatiques issus de la lipolyse adipocytaire 
Comme l’ensemble des PPARs, le récepteur nucléaire PPARα (Peroxisome Proliferator-
Activated Receptor α) fonctionne en hétérodimère avec RXR et est activé par une variété 
d’acides gras et de dérivés d’acides gras modulant son activité transcriptionnelle. Il est 
impliqué dans toutes les voies métaboliques de réponse au jeûne (Figure 7). Il agit de façon 
directe sur la β-oxydation, la cétogenèse, la néoglucogenèse et l’utilisation des acides aminés. 
Ceci a été démontré par l’utilisation de modèles invalidés de façon totale ou hépatocyte-
spécifique de Pparα (Kersten, 2014; Montagner et al., 2016). L’absence totale de PPARα mène 
à une accumulation hépatique de triglycérides et à une obésité avec le vieillissement (Costet 
et al., 1998). De plus, les souris invalidées de façon totale ou hépatocytaire-spécifique pour 
PPARα présentent un défaut d’adaptation au jeûne caractérisé par une hypoglycémie, une 
hypothermie, une accumulation d’acides gras libres plasmatiques, une diminution de la 
production de corps cétoniques et une surcharge lipidique au niveau du foie (Montagner et 
al., 2016).  
Par ailleurs, PPARα régule l’expression de Fgf21, une hépatokine agissant au niveau 
systémique en particulier sur les tissus adipeux blanc et brun et le cerveau durant le jeûne 
(Badman et al., 2007; Inagaki et al., 2007; Montagner et al., 2016). Même si Fgf21 est connu 
comme une cible de PPARα, son expression est également induite par d’autres facteurs de 
transcription tels que ChREBP (Iroz et al., 2017), GR (Patel et al., 2015), NUR77 (Min et al., 
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2014), CREBH (Min et al., 2014; Nakagawa et al., 2014), AhR (Cheng et al., 2014), ATF4 (De 
Sousa-Coelho et al., 2012), RORα (Wang et al., 2010) et FXR (Cyphert et al., 2012).  
- FOXO 
L’implication des différents FOXOs (Forkhead Box Proteins) dans la régulation de la 
production du glucose est largement décrite dans la littérature (Altomonte et al., 2003; 
Matsumoto et al., 2007a; Zhang et al., 2006) et FOXO1 est le mieux caractérisé. Ce facteur de 
transcription est fortement régulé au niveau post-traductionnel par phosphorylation, 
acétylation et ubiquitylation. Par exemple, l’Insuline retient FOXO1 au niveau cytoplasmique 
par phosphorylation, l’empêchant ainsi d’exercer son action pro-glucogénique en phase post-
prandriale (Tikhanovich et al., 2013). Cependant, il existe une certaine redondance dans 
l’action des différents FOXOs. En effet, la production de glucose est plus fortement touchée 
par l’invalidation combinée de FOXO1, 3 et 4 qu’en l’absence individuelle de chacun d’entre 
eux (Haeusler et al., 2010; Xiong et al., 2013; Zhang et al., 2012a). Les protéines appartenant 
à la classe A des FOXOs, en particulier FOXA2, jouent également un rôle durant le jeûne 
(Kaestner, 2010). Tout comme pour les autres classes de FOXO, la phosphorylation de FOXA2 
inhibe son activité de façon dépendante de l’Insuline (Wolfrum et al., 2004). En comparaison 
aux autres FOXOs, FOXA2 intervient de façon plus large dans la réponse au jeûne puisqu’elle 
régule la néoglucogenèse, la β-oxydation et la cétogenèse (Wolfrum et al., 2004; Zhang et al., 
2005).  
- C/EBPs 
Les C/EBPs (CCAAT enhancer binding proteins) sont des facteurs de transcription 
constitutifs puisqu’ils sont fortement exprimés et activés de façon indépendante à tout signal 
extérieur. Cependant, il est aujourd’hui admis que les C/EBPs sont activés à plus forte mesure 
durant le jeûne par le Glucagon et les Glucocorticoïdes. C/EBPα est activé au niveau génique 
par le Glucagon sous le contrôle d’un autre facteur de transcription nommé EGR1 (Early 
Growth Response Protein 1) (Shen et al., 2015) (Louet et al., 2010). Il est impliqué dans la 
néoglucogenèse puisqu’une diminution de son activité altère cette voie métabolique. Plus 
particulièrement, une étude démontre que C/EBPα induit l’expression de la Pyruvate 
Carboxylase et permet ainsi l’adaptation au jeûne. 
  




Les HNFs (Hepatocyte nuclear factors), dont il existe 6 isotypes, sont induits par la cascade 
Glucagon/PKA/AMPc durant le jeûne (Dankel et al., 2010; Viollet et al., 1997) et régulent 
l’expression d’une variété de gènes cibles impliqués dans la néoglucogenèse (Jitrapakdee, 
2012). L’isoforme HNF4-α est la plus étudiée. Aucun ligand de HNF4-α n’a encore été 
clairement identifié même si des auteurs ont montré que l’acide linoléique régule l’activité de 
HNF4α (Dhe-Paganon et al., 2002). Son activation requiert la libération d’acides gras libres par 
la lipolyse adipocytaire. Récemment, une étude a montré que HNF4-α est activée en réponse 
au froid et à la lipolyse adipocytaire et contribue à la production hépatique d’acylcarnitines, 
des substrats essentiels au processus de thermogenèse et d’adaptation au froid dans le tissu 
adipeux brun (Simcox et al., 2017). L’expression de l’isoforme HNF1-β est quant à elle régulée 
par miRNA-802 et régule l’homéostasie glucidique et la sensibilité à l’Insuline (Kornfeld et al., 
2013). Enfin, une étude récente montre que l’isoforme HNF1-α agit comme un répresseur 
transcriptionnel de l’activité de PPARγ (Patitucci et al., 2017). Les différents HNFs sont 
impliqués dans l’apparition de désordres métaboliques. Cela a été démontré par 
l’identification de mutations, notamment sur Hnf1-α, Hnf1-β et Hnf4-α, entraînant la survenue 
d’un diabète de type MODY (Maturity Onset Diabetes of the Young ») (Anık et al., 2015).  
- TR 
Comme son nom l’indique, TR (Thyroid hormone receptor) est activé par les hormones 
thyroïdiennes. Dans le foie, TRβ est l’isotype prédominant et il est responsable de la majorité 
des effets hépatiques dépendants des hormones thyroïdiennes. Les hormones thyroïdiennes, 
via TR régulent 3 voies critiques d’adaptation au jeûne : la néoglucogenèse, la β-oxydation 
dans le foie et la lipolyse dans le tissu adipeux (Mullur et al., 2014). La régulation de la 
néoglucogenèse par TR fait appel à des mécanismes directs et indirects. TR induit directement 
l’expression de plusieurs gènes néoglucogéniques (Zhang et al., 2004) mais augmente aussi le 
transport de l’alanine du muscle vers le foie (Singh and Snyder, 1978). De plus, le gène Cpt1α, 
essentiel à la β-oxydation, est co-régulé par TR et C/EBP (Jackson-Hayes et al., 2003). De façon 
similaire à PPARα, TR régule la β-oxydation et la cétogenèse en augmentant l’autophagie (Lee 
et al., 2014; Sinha et al., 2012). 
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- p53, un nouveau récepteur de l’homéostasie énergétique 
p53 est un facteur de transcription bien connu pour sa fonction de suppresseur et son rôle 
de gardien du génome dans un contexte tumoral. Il a la capacité de réguler une multitude de 
gènes impliqués dans différents aspects de la cancérogenèse. Cependant, des études récentes 
montrent qu’il est un régulateur important de l’homéostasie énergétique (Goldstein and 
Rotter, 2012). p53 est particulièrement impliqué dans le jeûne où il régule la néoglucogenèse 
et la β-oxydation (Figure 7). Il agit directement sur la néoglucogenèse en induisant plusieurs 
gènes de cette voie métabolique et contrôle aussi l’approvisionnement des hépatocytes en 
précurseurs néoglucogéniques comme le glycérol (Goldstein et al., 2013). Plusieurs études 
tendent à montrer également que p53 augmente la néoglucogenèse en agissant sur la β-
oxydation (Goldstein and Rotter, 2012; Goldstein et al., 2012; Liu et al., 2014). Cependant, une 
étude démontre un rôle inverse de p53 sur la néoglucogenèse (Zhang et al., 2014a). Dans cette 
étude, les auteurs montrent que p53 est nécessaire à l'augmentation du niveau de SIRT6, elle-
même responsable de la désacétylation et de l’inactivation de FOXO1. Les souris invalidées 
pour p53 présentent une augmentation de la production de glucose, un phénotype opposé 
aux autres données expérimentales (Zhang et al., 2014a). Afin de clarifier la fonction exacte 
métabolique de p53 en période de jeûne, il reste à établir les signaux dominants activant p53 
durant le jeûne et l’influence de la durée du jeûne sur l’activité de p53. La réponse pourrait 
potentiellement venir du rôle de SIRT1 qui désacétyle p53 dans différents contextes (Yi and 
Luo, 2010). En effet, SIRT1 a été démontré comme impliqué dans la transition 
transcriptionnelle entre le jeûne court et le jeûne prolongé (Liu et al., 2008). Il permet 
l’induction séquentielle de CRCT2 (jeûne court) puis de FOXO1 (jeûne prolongé) pour 
maintenir l’homéostasie énergétique. En ce sens, nous pouvons supposer un effet inhibiteur 
de SIRT1 sur p53 en période de jeûne prolongé alors qu’en période de jeûne court, p53 serait 
libre d’exercer son rôle pro-glucogénique. 
En résumé, les réponses transcriptionnelles sont critiques dans la réponse au jeûne. Tous 
les facteurs de transcription détaillés précédemment contribuent à cette réponse par un 
programme de régulation complexe initié par plusieurs hormones et facteurs métaboliques et 
qui repose sur un étroit dialogue. 
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Nous avons vu dans cette première partie que le foie gouverne de nombreuses voies 
métaboliques permettant l’adaptation aux différents état nutritionnels. Les enzymes clés 
impliquées dans ces voies métaboliques sont finement régulées au niveau transcriptionnel, 
post-traductionnel et de façon allostérique. Le foie réagit aux différents nutriments et 
hormones dans le but d’optimiser la régulation de chacune de ces voies. Dans le deuxième 
chapitre, nous traiterons de du contrôle du métabolisme glucido-lipidique par l’insuline.   
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CHAPITRE II : Contrôle du métabolisme glucido-lipidique par l’Insuline 
L’épidémie de diabète et de ses complications pose un réel problème de santé publique. 
La fédération internationale du diabète (IDF) estime qu’un adulte âgé de 20 à 79 ans sur 11 
dans le monde présente un diabète en 2015, ce qui représentant 415 million d’adultes  (Anon 
2015). Cette épidémie s’étend sur toute la surface terrestre même si les Etats-Unis, la Chine 
et l’Inde restent les 3 pays les plus touchés (Figure 9). Les raisons de cette épidémie sont 
multiples incluant le vieillissement de la population, l’urbanisation, le développement 
économique, les mauvaises habitudes alimentaires et la sédentarisation. Dans ce chapitre, 
nous traiterons de la signalisation de l’Insuline, une hormone essentielle au maintien de 
l’homéostasie des glucides et des lipides. Nous verrons comment cette hormone régule le 
métabolisme glucido-lipidique au niveau hépatique et comment le développement de la 
NAFLD peut perturber l’action hépatique de l’Insuline et conduire au développement d’un 
diabète de type 2. 
L’association entre la NAFLD et le diabète de type 2 est aujourd’hui bien établie. Il a été 
démontré que plus de 90% des patients obèses et diabétiques de type 2 présentent une 
stéatose hépatique (Tolman et al. 2007). Par ailleurs, le contenu en triglycérides hépatiques  
(ou ses dérivés tels que les DAG et les céramides) plutôt que l’adiposité viscérale ou l’indice 
de masse corporelle (IMC) est un meilleur prédicteur de l’insulino-résistance (Kumashiro et al. 
2011). De ce fait, les différentes interventions aboutissant à la diminution du contenu intra-
hépatique en triglycérides sont associées à l’amélioration ou à la réversion de l’insulino-
résistance chez l’Homme mais aussi dans différents modèles animaux (Perry et al. 2013; 
Petersen et al. 2005, 2002). 
I. Signalisation intracellulaire et effets de l’Insuline 
L’Insuline a été découverte en 1921 par Frederick Banting et Charles Best (Banting et al. 
1922). Cependant, son mécanisme d’action est resté incertain durant plusieurs décennies. En 
1950, Rachmiel Levine démontre que l’Insuline augmente la perméabilité au glucose sur la 
base de son effet hypoglycémiant (Levine et al. 1950). Il s’en est alors suivi une série de 
découvertes sur les mécanismes d’action de l’Insuline, la structure de son récepteur ainsi que 
les différents acteurs moléculaires impliqués dans sa voie de signalisation intracellulaire (Ebina 
et al., 1985a; Freychet et al., 1971; Kasuga et al., 1982a; Sun et al., 1991; Ullrich et al., 1985). 
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1. La cascade de signalisation de l’Insuline 
L’Insuline est sécrétée par les cellules β du pancréas et agit sur différents tissus cibles 
comme le foie, le tissu adipeux et le muscle. Ici, nous nous focaliserons sur les effets de 
l’Insuline au niveau hépatique. L’action de l’Insuline dans la cellule hépatique met en jeu un 
réseau complexe de signaux intracellulaires impliquant notamment une cascade de réactions 
de phosphorylations et de déphosphorylations. En effet, pour propager son signal à travers la 
cellule et adapter son comportement à son environnement, l’Insuline se fixe et active son 
récepteur qui appartient à la superfamille des récepteurs à activité tyrosine kinase intrinsèque 
(RTK). La fixation de l’Insuline sur son récepteur entraîne l’activation de son activité tyrosine 
kinase qui permet la phosphorylation de la protéine adaptatrice IRS (Insulin Receptor 
Substrate), en particulier IRS2 dans le foie (Cheng, Tseng, and White 2010). La phosphorylation 
de IRS2 entraîne le recrutement et l’activation de la classe 1A des Phosphatidylinositol-3-
Kinases (PI(3)K). La classe 1A des PI(3)K est composée d’une sous-unité catalytique à activité 
lipide kinase nommée p110 (α, β ou γ) et d’une sous-unité régulatrice nommée p85. Elles 
permettent la production transitoire de phosphatidylinositol 3,4,5 triphosphate (PI(3,4,5)P3) 
à partir de phosphatidylinositol 4,5 biphosphate (PI(4,5)P2) qui sert de véritable second 
messager. En effet, le PI(3,4,5)P3 produit est retenu à l’intérieur de la bicouche lipidique 
permettant le recrutement d’une multitude d’effecteurs possédant un domaine de 
reconnaissance spécifique de ce lipide. Les effecteurs les plus connus sont les kinases PDK1 
(PH domain-containing Serine/Threonine Protein Kinase 1) et AKT1 et 2, également connues 
sous le nom de PKB pour Protéine Kinase B. Ainsi, la production de PIP3 permet le recrutement 
et la relocalisation en position sous-membranaire d’AKT et de PDK1. Cette dernière 
phosphoryle alors AKT sur un résidu thréonine en position 308, ce qui conduit à 
l’augmentation de son activité Sérine/Thréonine Kinase. AKT activé va induire la stimulation 
d’une grande variété de voies métaboliques et mitogéniques. Une dérégulation de cette voie 
de signalisation est centrale dans l’apparition de l’insulino-résistance. Dans ce chapitre, nous 
détaillerons tout d’abord les différents acteurs de la cascade insulinémique et les voies 
régulées en aval. Nous décrirons ensuite les mécanismes moléculaires impliqués dans 
l’apparition de l’insulino-résistance hépatique et dans les hépatopathies métaboliques telles 
que la NAFLD.  
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a. Récepteur à l’Insuline et ses substrats intracellulaires 
Les multiples actions cellulaires de l’Insuline sont initiées à la membrane plasmique 
après la fixation de l’Insuline sur son récepteur IRTK. IRTK consiste en un hétérodimère 
composé de 2 sous-unités alpha extracellulaires de 130 kDa liant l’Insuline, fixées de façon 
covalente à 2 sous-unités beta transmembranaires de 95kDa possédant l’activité Tyrosine 
Kinase intrinsèque (Kasuga et al., 1982b). Il existe 2 isoformes d’IRTK : IRTK-A et IRTK-B. Ils 
diffèrent par la présence (IRTK-B) ou l’absence (IRTK-A) de l’exon 11 codant pour une 
séquence de 12 acides aminés située à l’extrémité C-terminale de la sous-unité alpha (Ebina 
et al., 1985b; Seino et al., 1989; Ullrich et al., 1985). L’absence de l’exon 11 chez l’isoforme 
IRTK-A lui permet de lier avec une grande affinité non seulement l’Insuline mais aussi IGFII 
(Insulin-like Growth Factor II ») et la pro-Insuline (Malaguarnera et al., 2012; Sciacca et al., 
1999). Ainsi, IRTK-A possède une affinité pour l’Insuline 1,7 fois supérieure à celle de IRTK-B 
et présente également une capacité de recyclage supérieure (Mosthaf et al., 1990; Vogt et al., 
1991; Yamaguchi et al., 1991). L’isoforme IRTK-A est exprimée majoritairement dans les tissus 
fœtaux où elle régule l’embryogenèse. Elle est aussi surexprimée dans de nombreuses cellules 
cancéreuses (Pandini et al., 2003; Sciacca et al., 2003; Wang et al., 2012). L’isoforme IRTK-B 
est essentiellement exprimée à l’âge adulte dans le foie, le tissu adipeux et le muscle. Chez la 
souris, l’invalidation du récepteur à l’Insuline conduit à un défaut de croissance lié à IGF et des 
anomalies métaboliques après la naissance (Louvi et al., 1997). 
 La fixation de l’Insuline entraîne un changement de conformation d’IRTK et l’activation 
de l’activité Tyrosine Kinase portée par les sous-unités β. Ceci conduit à l’auto-
phosphorylation de plusieurs résidus de l’extrémité C-terminale de la sous-unité β qui 
permettent le recrutement et la phosphorylation de résidus tyrosine d’IRS, notamment IRS2. 
Celles-ci vont servir de protéines adaptatrices permettant ensuite de recruter des molécules 
contenant des domaines SH2 (Src Homology 2) et PTB (Phosphotyrosine-Binding) pour 
propager le signal insulinémique (Sun et al., 1991, 1995).  
b. Voie PI3Kinase et effets métaboliques 
L’Insuline a des effets multiples sur le métabolisme, sur la croissance cellulaire et la 
différenciation. Les tissus majoritairement ciblés par l’Insuline sont le muscle, le tissu adipeux, 
le foie et les neurones. Au niveau musculaire, l’Insuline provoque l’entrée du glucose et la 
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synthèse protéique. Dans le tissu adipeux, elle conduit à l’entrée du glucose et des acides gras 
et inhibe la lipolyse. Au niveau hépatique, l’Insuline augmente l’entrée et l’utilisation du 
glucose et la production de triglycérides mais inhibe la production de glucose. Dans les 
neurones, l’Insuline a des effets satiétogènes. L’Insuline cible également les macrophages, les 
cellules endothéliales et les cellules bêta du pancréas. Au niveau du foie, les PI3K sont le relais 
moléculaire majeur des effets cellulaires de l’Insuline. 
 Les PI3Ks sont une famille de lipide Kinases qui catalysent la phosphorylation des 
phosphoinositides membranaires. Il existe trois classes de PI3K (I à III) définies selon leur 
spécificité de substrat et leur structure (Vanhaesebroeck et al., 2010). Ce sont essentiellement 
les PI3K de la classe I qui sont impliquées dans la transmission du signal de l’Insuline (Shanware 
et al., 2013) car leur inhibition bloque de nombreuses actions métaboliques de l’Insuline, 
incluant la stimulation du transport du glucose et la synthèse de glycogène et des lipides 
(Shepherd et al., 1995). Les PI3K sont composées de deux sous-unités : une sous-unité 
régulatrice (p85, 55 ou 50) et une sous-unité catalytique (p110) dont chacune possède 
plusieurs isoformes. Il existe 5 isoformes de la sous-unité régulatrice (p85α, p85β, p55α, p50α 
et p55γ) et 4 isoformes de la sous-unité catalytique (p110α, β, γ et δ) (Vanhaesebroeck et al., 
2010). p85 est l’isoforme majoritaire et il est impliquée dans la plupart des voies de réponse 
à l’Insuline. Les souris invalidées pour toutes les isoformes de p85 meurent très rapidement 
après leur naissance alors que les souris hétérozygotes sont viables et présentent une 
meilleure sensibilité à l’Insuline (Terauchi et al., 1999). 
L’activation des PI3Ks en réponse à l’Insuline nécessite le recrutement et la 
phosphorylation des protéines IRS. En effet, PI3K reconnaît le résidu tyrosine phosphorylé des 
IRS à l’aide des domaines SH2 de la sous-unité régulatrice, permettant sa fixation au complexe 
de signalisation (Hanke and Mann, 2009). Ceci conduit à l’activation de la sous-unité 
catalytique p110 de la PI3K. Une fois activée, p110 phosphoryle en position 3 le noyau inositol 
du PI(4,5)P2 en PI(3,4,5)P3 et du PI(4)P en PI(3,4)P2 (Shepherd et al., 1998). La formation de 
PIP3 à la membrane plasmique permet le recrutement de protéines cytoplasmiques 
possédant un domaine PH telles que les kinases PDK1 et AKT/PKB. PDK1 phosphoryle ensuite 
la Sérine/Thréonine Kinase AKT qui joue un rôle central notamment dans le contrôle des effets 
métaboliques de l’Insuline. PDK1 est donc indispensable à la transmission cellulaire du signal 
de l’Insuline. En effet, l’invalidation de Pdk1 dans des tissus cibles de l’Insuline entraîne des 
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altérations importantes de l’homéostasie glucidique. Au niveau hépatique, la délétion de cette 
kinase conduit à une intolérance au glucose et à une altération de l’expression des gènes cibles 
de l’Insuline (MORA et al., 2005). De plus, PDK1 peut activer différentes PKC (Protéine kinase 
C) qui viendront rétrocontrôler négativement la signalisation de l’Insuline et la régulation du 
métabolisme glucidique (Liu et al., 2006; Sampson and Cooper, 2006). La sérine/thréonine 
kinase AKT joue un rôle majeur dans la voie de signalisation PI3K et dans les régulations 
induites par l’Insuline. En réponse à l’Insuline, elle est phosphorylée sur le résidu Ser473 par 
mTORC2 puis sur le résidu Thr308 par PDK1 (Scheid et al., 2002). L’invalidation de Akt2, 
principale isoforme activée par l’Insuline dans le foie, conduit à une résistance à l’Insuline, à 
une intolérance au glucose et au développent d’un diabète sévère avec le temps (Cho et al., 
2001; Garofalo et al., 2003). Ainsi, AKT est essentielle à la transduction des effets 
métaboliques de l’Insuline. De plus, AKT régule un grand nombre de substrats intracellulaires 
responsables de fonctions très diverses telles que la prolifération, la survie et le métabolisme 
glucido-lipidique. Cette kinase représente donc un carrefour important de la voie de 
signalisation de l’Insuline. 
c. Effets pléiotropiques en aval d’AKT 
AKT est au carrefour de plusieurs processus essentiels tels que la prolifération, la survie 
et la croissance cellulaire (Figure 10). Suite à une stimulation par l’Insuline, AKT est activée 
dans le but de supprimer la production hépatique de glucose. Cela passe par 2 mécanismes 
majeurs : premièrement, en diminuant l’expression des enzymes de la néoglucogenèse ; et 
deuxièmement par l’activation des enzymes de la synthèse de glycogène. L’inhibition de la 
néoglucogenèse passe par la phosphorylation inhibitrice et l’exclusion nucléaire de FOXO1 et 
CRCT2 (CREB-Regulated Transcription Coactivator 2). L’activation de la synthèse de glycogène, 
quant à elle, dépend de la phosphorylation inhibitrice de GSK3-β (Glycogen Synthase Kinase-
3β).  
Les enzymes de la néoglucogenèse sont également sujettes à des régulations 
allostériques indépendantes de l’Insuline. C’est le cas de la Pyruvate Carboxylase et de la 
Fructose-1,6-Biphosphatase qui sont respectivement activées et inhibées par l’acétyl 
coenzyme-A et le fructose-2,6-biphosphate (Adina-Zada, Zeczycki, and Attwood 2012; Pilkis, 
el-Maghrabi, and Claus 1990). 
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Concernant la synthèse de glycogène, son activation se fait également en réponse au 
glucose puisque celui-ci est requit pour inhiber la Glycogène Phosphorylase. L’Insuline et le 
glucose sont donc nécessaires pour optimiser la synthèse de glycogène hépatique (Petersen 
et al. 1998; Roden et al. 1996).  
Enfin, la lipogenèse de novo est activée via mTORC1 et SREBP1-c en réponse à l’Insuline 
afin de produire des triglycérides hépatiques. mTORC1 régule la croissance cellulaire en 
stimulant la synthèse de lipides via SREBP1-c mais également en contrôlant la traduction des 
ARNs. Ce processus fait intervenir la S6 Kinase (S6K) et les 4E binding proteins (4EBPs) qui sont 
directement phosphorylés par mTORC1 en réponse à l’Insuline (Brunn et al. 1997; Price et al. 
1992). De plus, AKT inhibe GSK3 en réponse à l’Insuline résultant en l’accumulation nucléaire 
de la Cycline D1 régulant la survie cellulaire et le cycle cellulaire (Diehl et al. 1998). L’ensemble 
de ces effets mitogènes est en grande partie médié par le recrutement de SHC (SH2 domain-
containing adaptator) sur le récepteur à l’Insuline et à l’activation de la voie Ras/MAPK (Rat 
Sarcoma-Mitogen-Activated Protein Kinase). Une fois activées, GRK1 et 2 MAPK transloquent 
au noyau et phosphorylent plusieurs facteurs de transcription régulant l’expression de gènes 
impliqués dans la survie cellulaire, la prolifération, la différenciation et la survie (Dhillon et al. 
2007). La forme active de Ras peut aussi interagir directement avec la voie PI3K/AKT en se 
liant à la sous-unité catalytique p110 de la PI3K, indépendamment de p85 (Rodriguez-Viciana 
et al. 1994). 
d. Régulation temporelle de la signalisation à l’Insuline  
Les événements de phosphorylation/déphosphorylation sont soumis à des régulations 
temporelles. Ainsi, le réseau de signalisation en aval du récepteur à l’Insuline est déterminé 
par la cinétique de chacune de ces phosphorylations (Vinayagam et al. 2016). Ainsi, la 
phosphorylation sur le résidu tyrosine de IRTK et IRS ou encore les phosphorylations 
consécutives de PDK1, AKT et FOXO1 se déroulent en quelques secondes après une 
stimulation à l’Insuline (Haeusler, McGraw, and Accili 2017; Schmelzle et al. 2006). Plus le 
signal insulinémique se propage, plus les phosphorylations se produisent « tardivement ». Les 
protéines mTORC1, GSK3-β et S6K répondent après plusieurs minutes de stimulation à 
l’Insuline. Enfin, ce n’est qu’au bout d’une ou de plusieurs heures que l’Insuline produit ses 
effets transcriptionnels notamment sur Srebp1-c (Haeusler et al. 2017). Certains sites restent 
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phosphorylés pendant plusieurs minutes mais, pour la plupart, il s’agit de phosphorylations 
éphémères. 
2. Les Effets transcriptionnels de l’Insuline 
 Les effets de l’Insuline sont médiés par plusieurs facteurs de transcription incluant 
FOXO1, SREBP1-c, CRTC2 et CITED2 (CREB Binding Protein (CBP)/p300-Interacting 
Transactivator 2). 
a. Régulation opposée de FOXO1 et SREBP1-c par l’Insuline 
- Effets transcriptionnels dépendants de la voie AKT 
Les rôles respectifs de FOXO1 et SREBP1-c sont aujourd’hui bien établis. A l’état nourri 
ou renourri (jeûne suivi d’une période de nourriture riche en glucose), lorsque le taux 
d’Insuline est élevé, FOXO1 est rapidement inhibé par AKT alors que SREBP1-c est très 
fortement activé au niveau post-traductionnel puis transcriptionnel. En réponse à l’Insuline, 
la forme mature de SREBP1-c transloque dans le noyau pour activer l’expression de ses gènes 
cibles impliqués, en grande partie, dans le processus de lipogenèse de novo. L’utilisation 
d’inhibiteurs des PI3K et d’AKT réduit la phosphorylation et l’activation de SREBP1-c (Yellaturu 
et al., 2009). mTORC1 fait partie intégrante de ce processus. Il est activé en réponse à l’Insuline 
de façon AKT-dépendante dans les hépatocytes et conduit à l’augmentation des niveaux de la 
forme mature de SREBP1-c et de la lipogenèse (Ricoult and Manning, 2012). Cela confirme le 
rôle essentiel de la voie PI3K/AKT dans l’activation de SREBP1-c et, par la suite, de la 
lipogenèse par l’Insuline. Cependant, SREBP1-c n’est pas exclusivement régulé par l’Insuline 
puisque son expression reste induite par la prise alimentaire en absence du récepteur à 
l’Insuline (Haas et al. 2012). Il existe d’autres régulateurs transcriptionnels de la lipogenèse de 
novo qui ne sont pas dépendant de l’Insuline comme ChREBP.  
Durant le jeûne, l’inhibition de l’axe FOXO1/CREB par AKT est levée permettant 
l’expression de G6pase et de Pepck  (néoglucogenèse) et la répression de Gck  (glycolyse) (Lin 
and Accili 2011; Matsumoto et al. 2007; Nakae et al. 2001). L’inactivation de FOXO1 par 
l’Insuline réverse ces effets. Dans d’autres organes, FOXO1 sert de médiateur à l’Insuline pour 
réguler la différenciation adipocytaire, la transcription des neuropeptides et la différenciation 
des cellules β (Kitamura et al., 2002, 2005; Nakae et al., 2003; Plum et al., 2009; Ren et al., 
2012). A l’inverse, durant cette période, la lipogenèse reste silencieuse puisque AKT n’est pas 
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phosphorylée ne permettant pas d’activer SREBP1-c. L’activation de FOXO1 et l’inhibition de 
SREBP1-c en période de jeûne résultent en une activation de la néoglucogenèse au détriment 
de la lipogenèse de novo. Le glucose ainsi produit servira de substrat énergétique aux 
différents organes périphériques.  
- Régulation post-traductionnelle de FOXO1 et SREBP1-c 
Bien que FOXO1 et SREBP1-c soient d’importants médiateurs transcriptionnels des 
effets de l’Insuline, les voies de signalisation qui régulent leur activité respective divergent. 
Effectivement, SREBP1-c est régulé par mTORC1 en amont d’AKT alors que FOXO1 est une 
cible directe de la Sérine/Thréonine Kinase (Li, Brown, and Goldstein 2010; Nakae, Park, and 
Accili 1999). De plus, on sait aujourd’hui que l’action inhibitrice de l’Insuline sur la 
néoglucogenèse nécessite l’intervention d’organes périphériques tels que le tissu adipeux au 
travers de la lipolyse (Rachel J Perry et al. 2015; Titchenell et al. 2015). En particulier, Titchenell 
et al. placent FOXO1 comme le relais hypothétique du dialogue entre la lipolyse du tissu 
adipeux et le foie (Titchenell et al. 2015).  
FOXO1 est extrêmement sensible à l’Insuline puisqu’il atteint sa phosphorylation 
maximale après 30 secondes à 1 minute. De ce fait, l’inactivation de Gck et l’induction de 
G6Pase par FOXO1 se font (très) rapidement après la stimulation à l’Insuline (Humphrey, 
Azimifar, and Mann 2015). A l’inverse, SREBP1-c est activé par des doses élevées d’Insuline. 
De plus, son activité et son expression sont maximales après 12 heures de renutrition 
supplémentée avec un régime riche en sucres (Haas et al. 2012). La compétition entre SREBP1-
c et CRCT2 pour la translocation nucléaire peut expliquer le délai d’activation de SREBP1-c en 
réponse à l’Insuline.  
b. Autres régulations transcriptionnelles de l’Insuline 
CRCT2 est également un régulateur transcriptionnel de la production hépatique de 
glucose. Il appartient à la famille des facteurs de transcription CREB. CRCT2 rentre en 
compétition avec SREBP1-c pour la fixation à Sec23A puis Sec31A, deux composants du 
complexe COPII (Han et al., 2015). Ce dernier permet le transport antérograde de SREBP1-c 
du RE vers le golgi. La fixation de CRCT2 sur ce complexe protéique va perturber le transport 
de SREBP1-c et sa maturation future. En réponse à l’Insuline, AKT stimule SIK2 provoquant la 
phosphorylation inhibitrice de CRCT2 et sa dégradation protéosomale. Durant le jeûne, CRCT2 
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est déphosphorylé sur un résidu permettant sa translocation nucléaire. Une fois dans le noyau, 
CRCT2 se lie à CREB et recrute CITED2 (CREB Binding Protein (CBP)/p300-Interacting 
Transactivator 2) pour activer la transcription de Pepck, G6pc et Pgc1-α (Koo et al. 2005).  
Une autre régulation transcriptionnelle de l’Insuline fait intervenir le récepteur 
nucléaire PPARγ. En effet, l’expression de Pparγ, en particulier de l’isoforme Ppary2, est 
augmentée au niveau hépatique en absence de la phosphatase PTEN (Phosphatase and Tensin 
Homologue) spécifiquement dans les hépatocytes (Horie et al., 2004; Panasyuk et al., 2012). 
PTEN est une lipide phosphatase essentielle de la voie de signalisation à l’Insuline puisqu’elle 
permet la déphosphorylation du PI(3,4,5)P3 en PI(3,4)P2. Elle régule donc négativement l’axe 
PI3K/AKT/mTOR et son invalidation entraîne logiquement une accumulation de PIP3 dans la 
cellule (Hollander et al., 2011). De façon intéressante, l’invalidation hépatocytaire de Pten 
conduit également à l’apparition d’hépatocarcinome (Patitucci et al., 2017). Cela suggère 
comment PPARγ, un régulateur majeur de la fonction adipocytaire, intervient dans la 
carcinogenèse hépatique en absence de Pten, une phosphatase essentielle de la cascade 
insulinémique (Koeffler, 2003; Yu et al., 2010).  
II. Mécanismes moléculaires associés à l’insulino-résistance  
1. Médiateurs lipidiques de l’insulino-résistance 
Les lipides regroupent une multitude de molécules ayant des fonctions diverses mais 
agissant, pour la plupart, comme des intermédiaires de signalisation intracellulaire. Même si 
les lipides circulants (endotoxines et prostaglandines) ont été les premiers signaux lipidiques 
découverts, les lipides intracellulaires comme les diacylglycérides (DAG), les céramides et le 
PIP3 sont reconnus aujourd’hui comme des messagers intracellulaires essentiels et la plupart 
d’entre eux influencent directement la signalisation de l’Insuline.  
Immédiatement après leur entrée dans la cellule, les acides gras sont estérifiés avec un 
coenzyme A pour former des acyls-CoA qui sont eux-mêmes transférés sur un groupement 
glycérol pour former des mono- (MAG), di- (DAG) ou triglycérides (TG) (Figure 11) (cf. Chapitre 
I). Ces acides gras peuvent également être estérifiés avec un groupement sphingosine pour 
former des céramides. Les DAG et les céramides sont connus pour fonctionner comme des 
seconds messagers essentiels dans plusieurs voies de signalisation et agissent comme des 
candidats redoutables dans la pathogenèse de l’insulino-résistance. L’association entre les 
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céramides et l’insulino-résistance sera discutée dans le Chapitre IV. Ces associations ont été 
testées par l’utilisation de modèles génétiques murins modulant l’expression d’enzymes 
impliquées dans leur métabolisme.  
Les DAG sont produits par la Phospholipase C (PLC). Dans le cadre d’une accumulation 
ectopique de lipides associée à l’insulino-résistance, le surplus de DAG provient d’un 
déséquilibre entre sa synthèse et son incorporation dans les TG. L’implication des DAG dans 
l’insulino-résistance a pu être illustrée grâce à des manipulations génétiques de DGAT 
(Diacylglycerol Acyltransferase), l’enzyme qui acétyle les DAG en TG. Les souris qui sur-
expriment Dgat1 au niveau musculaire accumulent des TG mais sont protégées de l’insulino-
résistance musculaire induite par un régime HFD, suggérant que les DAG, plutôt que les TG, 
sont importants dans la pathogenèse de l’insulino-résistance (Liu et al., 2007). Les DAG 
peuvent aussi être convertis en acide phosphatidique par la DGK (Diacylglycerol Kinase) 
(Chibalin et al., 2008). Son expression est diminuée dans le muscle de souris hyperglycémiques 
et une déficience en Dgk augmente les taux de DAG, sans affecter ceux des TG, résultant en 
une insulino-résistance musculaire (Chibalin et al., 2008).  
2. Accumulation ectopique de lipides 
a. Localisation intracellulaire de lipides et insulino-résistance 
L’association entre les lipides et l’insulino-résistance est aujourd’hui largement acceptée. 
Tout a commencé en 1963 avec les études de Randle et al. suggérant que les acides gras 
pouvaint perturber l’action de l’Insuline sur la prise en charge du glucose au niveau musculaire 
(Randle et al., 1963). Cependant, ces résultats ont été obtenus par des challenges aigus et 
n’expliquent pas les mécanismes associés à l’apparition de l’insulino-résistance dans le cadre 
de pathologies chroniques. Plus récemment, des études ont été réalisées in vivo pour 
comprendre les mécanismes par lesquels les lipides entraînent l’installation d’une Insulino-
résistance. Par des mesures du glucose et du G6P musculaires, plusieurs auteurs ont démontré 
que l’insulino-résistance musculaire peut être reliée à un défaut de signalisation à l’Insuline 
associé à une diminution du transport du glucose plutôt qu’à une diminution de la glycolyse 
(Cline et al., 1999; Dresner et al., 1999; Griffin et al., 1999; Roden et al., 1996). En parallèle, 
des études moléculaires ont suggéré que l’insulino-résistance pouvait être attribuée à des 
défauts de translocation de GLUT4 dus à une perturbation de la signalisation de l’Insuline 
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(Ciaraldi et al., 1995; Garvey et al., 1998). Les lipides ont donc été clairement associés à 
l’insulino-résistance. Cependant, ces études en disent peu sur l’influence et la nature de la 
localisation intracellulaire des lipides impliqués dans l’apparition de l’insulino-résistance. 
 Chez l’Homme, il a été démontré que l’accumulation musculaire de lipides est 
fortement associée à l’insulino-résistance dans ce tissu (Krssak et al., 1999; Perseghin et al., 
1999; Sinha et al., 2002) qui se manifeste par un défaut de prise en charge du glucose (Dresner 
et al., 1999; Roden et al., 1996). Ces réductions du transport musculaire de glucose ont 
également été observées chez des patients obèses, diabétiques et/ou insulino-résistants 
(Cline et al., 1999; Petersen et al., 1998b; Roden et al., 1996). Plus récemment, de nombreuses 
recherches se sont intéressées au lien qu’il porrait exister entre l’accumulation de lipides 
spécifiques tels que les DAG, et l’insulino-résistance musculaire. L’administration d’un régime 
riche en graisses (HFD) ou une supplémentation en acides linoléique chez des modèles de 
rongeurs augmentent les niveaux de DAG au niveau du muscle. Cela résulte en une activation 
de PKCθ et un défaut de phosphorylation de IRS-1 par IRTK (Yu et al., 2002). Ces mêmes effets 
sont observés chez l’Homme (Itani et al., 2002; Szendroedi et al., 2014). Ces résultats 
montrent que l’accumulation de DAG au niveau musculaire conduit à l’activation de PKCθ et 
à un défaut de signalisation à l’Insuline. Le défaut de phosphorylation de IRS-1 par IRTK en 
réponse à l’accumulation des DAG réduit la capacité de l’Insuline à augmenter le transport 
musculaire de glucose et la synthèse de glycogène. 
Au niveau hépatique, l’accumulation de DAG est également associée à l’insulino-
résistance, notamment via l’activation de PKCε. Chez des rats nourris avec un régime HFD, 
l’augmentation du contenu en DAG active PKCε, l’isoforme majoritaire des PKCs dans le foie, 
mais aussi PKCϑ (Qu et al., 1999; Samuel et al., 2004). L’activation de PKCε par les DAG est 
associée à une diminution de la capacité de l’Insuline à activer son récepteur (Samuel et al., 
2007). De plus, une diminution de l’expression de Pkcε protège les rats de l’insulino-résistance 
sans modifier l’activité du récepteur à l’Insuline ou altérer le contenu en triglycérides et en 
DAG (Samuel et al., 2007). De façon similaire, les souris déficientes pour Pkcε (Prkce-/-) sont 
protégées de l’insulino-résistance induite par un régime HFD malgré une augmentation du 
contenu lipidique intra-hépatique (Raddatz et al., 2011) suggérant que PKCε soit l’effecteur 
majoritaire des DAG dans le développement de l’Insulino-résistance. Des études chez 
l’Homme montrent également que les DAG et l’activation de PKCε sont les prédicteurs 
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majeurs de l’insulino-sensibilité (Ter Horst et al., 2017; Kumashiro et al., 2011; Luukkonen et 
al., 2016).  
Au niveau du tissu adipeux, les facteurs impliqués dans l’insulino-résistance sont centrés 
autour de la fonction biologique de l’adipocyte avec un défaut de la fonction endocrine des 
adipocytes et une dérégulation de la lipolyse conduisant à la libération d’AGNE (Unger, 2003). 
Le tissu adipeux représente la plus grosse réserve de lipides. La lipotoxicité induite par ces 
lipides participe au développement de l’insulino-résistance. Les gouttelettes lipidiques 
intracellulaires sont considérées comme des zones centrales dans la synthèse de lipides et 
dans la lipolyse (Liu et al., 2004). Elles hébergent une multitude d’enzymes qui régulent 
l’entrée et la sortie des espèces lipidiques. Parmi elles, ATGL (Adipose Triglyceride Lipase) 
catalyse l’hydrolyse des TG en DAG. Les souris invalidées pour Atgl présentent d’importantes 
altérations du métabolisme lipidique avec une accumulation de lipides dans de nombreux 
tissus, notamment au niveau du cœur, causant une mort prématurée (Haemmerle et al., 
2006). Malgré l’accumulation ectopique de lipides, la tolérance au glucose est améliorée chez 
ces souris, confirmant l’implication minime des TG dans l’insulino-résistance. Plus récemment, 
il a été démontré chez l’Homme, une corrélation inverse entre l’expression protéique de 
l’ATGL et la prise en charge du glucose en réponse à l’Insuline (Badin et al., 2011). ATGL exerce 
des effets majeurs sur l’homéostasie énergétique. En effet, les souris invalidées pour Atgl 
présentent un défaut de thermogenèse en réponse au froid (Haemmerle et al., 2006). De 
façon intéressante, ces effets sont retrouvés chez des souris invalidées pour Atgl 
spécifiquement au niveau de l’adipocyte (Ahmadian et al., 2011). Cependant, ces souris sont 
protégées de l’insulino-résistance induite par un régime HFD et les auteurs relient ces effets à 
la diminution du taux de DAG hépatiques (Ahmadian et al., 2011). De façon surprenante, la 
surexpression d’Atgl au niveau du tissu adipeux est aussi protectrice vis-à-vis de l’insulino-
résistance. Cela peut s’expliquer par une augmentation de l’expression d’Ucp1 (Uncoupling 
Protein 1) dans le tissu adipeux brun et de la dépense énergétique (Ahmadian et al., 2009). 
Une invalidation hépatocytaire-spécifique d’Atgl conduit à une stéatose hépatique, qui 
s’expliquerait par une diminution de la β-oxydation, sans altération de la tolérance au glucose 
(Wu et al., 2011). L’ensemble de ces résultats suggère un rôle important d’ATGL adipocytaire 
dans la régulation de la balance énergétique et dans la génération d’intermédiaires lipidiques 
agissant comme des médiateurs de l’insulino-résistance.  
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b. Adipokines, hépatokines et insulino-résistance 
Le stockage de lipides n’est pas la seule fonction de l’adipocyte. Ces cellules sécrètent 
également un nombre important d’hormones et de cytokines aujourd’hui appelées 
Adipokines. Celles-ci agissent d’une part au niveau local en influençant la fonction biologique 
de l’adipocyte lui-même et d’autre part au niveau périphérique, notamment sur le foie, le 
cerveau, le muscle et le pancréas (Blüher and Mantzoros, 2015). La leptine est l’adipokine la 
plus connue. Elle a été découverte comme le gène muté chez les souris ob/ob (Zhang et al., 
1994). Sa fonction physiologique est opposée à celle de l’Insuline. Elle agit au niveau de 
l’hypothalamus pour réduire l’appétit et au niveau du foie et du tissu adipeux pour stimuler la 
lipogenèse et la lipolyse respectivement via l’activation d’AMPK (Campfield et al., 1995; 
Minokoshi et al., 2002). Lorsqu’elle est administrée à des souris ob/ob ou à des patients 
possédant une mutation de la Leptine, elle restore le phénotype de tolérance au glucose et de 
sensibilité à l’Insuline (Halaas et al., 1995). Cela explique le rôle majeur de la leptine dans le 
contrôle du métabolisme glucidique. De plus, l’obésité conduit à une augmentation des taux 
de leptine et une résistance à la leptine (Maffei et al., 1995; Myers et al., 2010).  
L’adiponectine est une autre hormone produite par les adipocytes aux effets systémiques 
(Scherer et al., 1995). Au niveau du muscle et du foie, elle se lie à son récepteur et active 
l’AMPK augmentant ainsi l’entrée de glucose, la lipolyse et l’oxydation des acides gras et 
diminuant la néoglucogenèse (Combs et al., 2001; Yamauchi et al., 2002). De façon 
paradoxale, les niveaux d’adiponectine sont bas chez des patients atteints d’obésité et/ou de 
diabète de type 2 et cela contribue au développement de l’insulino-résistance (Arita et al., 
1999; Hotta et al., 2000). Un déséquilibre des niveaux de leptine et d’adiponectine est donc 
critique dans le développement de l’obésité et de l’insulino-résistance. 
Le foie produit également une grande quantité de protéines dont certaines sont sécrétées 
dans la circulation sanguine. Ces dernières sont nommées Hépatokines. Une étude révèle que 
le protéome hépatique murin contient 7099 protéines dont 1818 sont présentes au niveau 
plasmatique, soit environ 25% (Lai et al., 2008). De façon similaire au tissu adipeux, 
l’expression génique et protéique de ces hépatokines est altérée lors du développement d’une 
obésité et ces altérations sont reliées à la pathogenèse de l’insulino-résistance et du diabète 
de type 2 chez l’Homme et la souris (Kirpich et al., 2011; Thomas et al., 2012; Younossi et al., 
2005). Certaines hépatokines exercent des actions métaboliques positives et corrèlent de 
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façon inverse avec la stéatose hépatique et l’insulino-résistance. Parmi elles, nous retrouvons  
SHBG (« sex hormone-binding globulin ») (Ding et al., 2009; Perry et al., 2010; Peter et al., 
2010), FGF21 (Kharitonenkov et al., 2005; Xu et al., 2009) et l’adropine (aussi appelée Enho) 
(Butler et al., 2012; Ganesh Kumar et al., 2012; Kumar et al., 2008). D’autres hépatokines 
comme la Fétuine A (Pal et al., 2012), la Fétuine B (Meex et al., 2015) et LECT2 (« Leukocyte 
cell-derived chemotaxin-2 ») (Lan et al., 2014; Okumura et al., 2013) exercent des actions 
métaboliques négatives, notamment en perturbant la sensibilité à l’Insuline et la tolérance au 
glucose.  
Une analyse bio-informatique révèle qu’en cas d’obésité, l’hépatocyte stéatosé induit des 
altérations du sécrétome, notamment en lien avec l’inflammation et le métabolisme, 
entraînant un défaut d’action de l’Insuline et une activation des voies pro-inflammatoires 
(Meex et al., 2015). Ces résultats sont confirmés par des études croisées chez l’Homme 
montrant que 69 protéines sont sur-exprimées au niveau plasmatique chez des individus 
atteints de diabète de type 2. La plupart de ces protéines sont des hépatokines reliées à 
l’insulino-résistance comme les Fétuines A et B et LECT2 (Kaur et al., 2012). Ces résultats 
suggèrent que lors de l’obésité, le foie libère des hépatokines pouvant conduire à une insulino-
résistance systémique.  
III. Développement de la NAFLD 
La compréhension des mécanismes reliant la NAFLD et l’insulino-résistance hépatique est 
complexe puisqu’elle met en jeu de nombreuses interactions entre les tissus insulino-
sensibles. Ces mécanismes ne sont pas encore entièrement élucidés, mais il semble évident 
que le tissu adipeux participe grandement à l’insulino-résistance et au développement de la 
NAFLD. 
1. Histopathologie de la NAFLD 
a. Définition et épidémiologie 
Les maladies non alcooliques du foie gras ou « Non Alcoholic Fatty Liver Diseases » 
(NAFLD) sont un problème majeur de santé publique. Elles représentent aujourd’hui la plus 
grande cause de pathologies hépatiques chroniques dans les pays développés. Une étude 
épidémiologique récente révèle qu’un adulte sur quatre souffre de NAFLD à travers le monde 
(Younossi et al. 2016). Cette prévalence atteint 32% sur le continent américain. La NAFLD est 
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en étroite corrélation avec l’obésité, la dyslipidémie, l’insulino-résistance et l’hypertension et 
se définit donc comme la manifestation hépatique du syndrome métabolique (Chalasani et al. 
2012).  
La NAFLD se décompose en un large spectre de pathologies cliniques plus ou moins 
délétères pour l’Homme (Figure 12a). Elle débute par la stéatose hépatique correspondant à 
une accumulation excessive d’espèces lipidiques dans l’hépatocyte (supérieure à 5% du poids 
total du foie) (Kleiner et al., 2005). Sa prévalence est de 30% et atteint jusqu’à 70-90% chez 
les personnes obèses. La stéatose hépatique est bégnine et réversible par la perte de poids ou 
l’activité physique. Cependant, pour un certain nombre de patients, la stéatose est le point de 
départ d’atteintes plus sévères et irréversibles telles que la stéatohépatite pour « Non 
Alcoholic Steathepatitis » (NASH). Selon plusieurs études, la NASH se déclare chez 7 à 30% des 
personnes atteintes de stéatose hépatique (Farrell and Larter 2006; Williams et al. 2011; 
Younossi et al. 2016). Sa prévalence se situe donc entre 1 et 6% de la population générale 
(Figure 12b). En plus de l’accumulation de lipides, la NASH est caractérisée par des lésions 
chroniques des cellules hépatiques ainsi qu’une infiltration de cellules inflammatoires. La 
NASH peut se compliquer en stades critiques comme la cirrhose et l’hépatocarcinome pouvant 
mener jusqu’à la mort. L’incidence de l’hépatocarcinome est en constante augmentation dans 
les pays développés et la NAFLD en est responsable dans  25% des cas (Michelotti, Machado, 
and Diehl 2013).  
b. Histologie et pathogenèse de la NAFLD 
 Comme énoncé précedemment, le point de départ de la NAFLD est la stéatose 
hépatique caractérisée par l’accumulation hépatocytaire de triglycérides intracytoplasmiques. 
La taille des vacuoles lipidiques peut varier en fonction de différents paramètres. Chez 
l’Homme, on distingue la stéatose macrovésiculaire qui est la forme dominante et la stéatose 
micro-médiovésiculaire qui est moins fréquente.  La stéatose macrovésiculaire est 
caractérisée par de larges vacuoles occupant l’intégralité du cytoplasme avec un noyau 
propulsé à la périphérie de la cellule, accolé à la membrane plasmique. La stéatose micro-
médiovésiculaire, particulièrement visible après coloration à l’huile rouge, est caractérisée par 
la présence au niveau cytoplasmique de plusieurs petites vacuoles lipidiques.  
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La transition entre la stéatose hépatique et la NASH a été histologiquement décrite en 
2005 (Kleiner et al., 2005). Elle consiste en une aggravation de la stéatose accompagnée de 
lésions des cellules hépatiques, d’une inflammation lobulaire et portale avec ou sans fibrose. 
L’inflammation lobulaire est caractérisée par des petits foci de cellules inflammatoires 
comprenant des lymphocytes, des polynucléaires éosinophiles et des neutrophiles (Tiniakos, 
Vos, and Brunt 2010). Elle est le reflet d’une dérégulation de l’expression des cytokines au 
niveau hépatique. Le « ballooning » hépatocellulaire est également une caractéristique de la 
NASH. Il est utilisé pour l’évaluation des différents stades de la NAFLD et pour diagnostiquer 
la NASH (Kleiner et al., 2005). Il est cependant difficile à évaluer chez l’Homme. Le terme de 
« ballooning » est utilisé pour des hépatocytes présentant une dégénérescence cellulaire 
caractérisée par un gonflement de la cellule, un noyau central, un cytoplasme réticulé, une 
polarité cellulaire désorganisée, une perte de kératine et une accumulation de protéines 
ubiquitinées (Hirsova et al., 2017; Ibrahim et al., 2018). Les hépatocytes ballonnés génèrent la 
production de facteurs Sonic Hedgehog (Shh), des ligands de la voie de signalisation Hedgehog 
(Rangwala et al., 2011). Cette voie consiste en 4 composants : le ligand Hedgehog, le récepteur 
inhibiteur « Patched », le signal de traduction « Smoothened » et les facteurs de transcription 
de la famille « Gli ». Dans un foie sain, la voie Hedgehog est silencieuse mais est activée en 
réponse à la nécrose hépatique. Elle est indispensable à la réparation et à la régénération 
cellulaire mais si elle persiste dans sa forme active, elle induit de la fibrose hépatique en 
activant les cellules stellaires hépatiques (Machado and Diehl, 2018). Une inhibition 
pharmacologique de la voie Hedgehog par des inhibiteurs des « Smoothened » prévient de la 
nécrose cellulaire, de l’inflammation et de la fibrose dans un modèle murin de NASH (Hirsova 
et al., 2013). De la même façon, une délétion hépatocytaire-spécifique de « Smoothened » 
atténue l’inflammation hépatique de souris nourries avec un régime HFD (Kwon et al., 2016). 
De façon intéressante, l’amélioration de la nécrose cellulaire chez des patients atteints de 
NASH a été corrélée à une diminution du nombre d’hépatocytes Shh posotifs (Guy et al., 
2012).   
c. Polymorphismes génétiques et NAFLD 
Il existe une disparité ethnique dans la survenue de la NAFLD. En ce sens, les Africains et 
les Hispaniques ont, respectivement, la plus faible et la plus forte incidence de NAFLD 
(Browning and Horton, 2004; Browning et al., 2004a, 2004b; Caldwell et al., 2002; Clark et al., 
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2003). Nous savons aujourd’hui que certains polymorphismes sont impliqués dans la survenue 
de la NAFLD.  
Le plus connu d’entre eux est celui de Pnpla3 (« Patatin-like Phospholipase domain-
containing Protein 3 »). La forme de Pnpla3 liée au développement de la NAFLD (rs738409, 
I148M) est assez largement répandue dans les régions hispaniques et très peu chez les 
Africains. Pnpla3 code pour une enzyme qui affecte le métabolisme hépatique des lipides. Ce 
gène influence aussi l’activation des cellules stellaires, importantes dans la fibrogenèse 
(Romeo et al., 2008; Singal et al., 2014). La fonction exacte de l’enzyme PNPLA3 reste 
cependant encore incertaine. La surexpression de Pnpla3 a des effets contradictoires 
puisqu’elle est à l’origine d’une diminution de l’hydrolyse des triglycérides et d’une 
augmentation des enzymes régulant la lipogenèse de novo (Li et al., 2012). Au contraire, la 
délétion totale de ce gène n’induit pas de stéatose chez la souris (Basantani et al., 2011; Chen 
et al., 2010). En résumé, même si l’association entre PNPLA3 et NAFLD est aujourd’hui bien 
établie, les mécanismes sous-jacents le sont moins et requièrent d’autres études.  
Un autre gène, Tm6sf2 (« Transmembrane 6 superfamily 2 ») est aussi connu pour être 
impliqué dans le métabolisme lipidique et ses polymorphismes dans le développement de la 
NAFLD. Plusieurs recherches sont actuellement en cours sur la fonction exacte de l’enzyme 
TM6SF2 mais il semblerait qu’elle soit impliquée dans la distribution et la localisation lipidique 
hépatique. Le variant rare de ce gène est associé à un risque plus élevé de développer une 
NAFLD (rs58542926) mais un risque plus faible de développer des maladies cardiovasculaires 
(Mahdessian et al., 2014). A l’inverse, le variant la plus commun de ce gène confère les effets 
opposés, c’est-à-dire un risque plus important de maladies cardiovasculaires mais un risque 
mineur de NAFLD. 
d. Dimorphisme et NAFLD 
 Outre les polymorphismes, il existe également un dimorphisme sexuel dans 
l’apparition de la NAFLD. Il est connu que la NAFLD se développe prioritairement chez les 
hommes (Lonardo et al., 2006, 2015). En effet, des études cliniques et pré-cliniques montrent 
que les femmes en activité génitale et préménopausées sont protégées de différentes 
caractéristiques relatives à la NAFLD (Ballestri et al., 2017a; Durazzo et al., 2014; Lee et al., 
2016; Marinou et al., 2011). Avant la ménopause, les femmes présentent notamment une 
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meilleure capacité à diriger les acides gras hépatiques vers les voies cataboliques comme la 
cétogenèse plutôt que vers la formation de triglycérides et de VLDL (Marinou et al., 2011). Ce 
dimorphisme chez l’Homme est également retrouvé dans le modèle murin (Ballestri et al., 
2017b). Une autre étude démontre que la protection de souris femelles contre le 
développement de la NAFLD induite par un régime capable de provoquer une NASH 
(MCD,  Methionine and Choline Deficient) pourrait s’expliquer par un meilleur brunissement 
du tissu adipeux blanc (Lee et al., 2016).  
Ce dimorphisme sexuel s’explique majoritairement par la production massive 
d’œstrogènes chez les femmes, une hormone décrite comme protectrice vis-à-vis de la NAFLD 
et de la fibrose (Barton, 2013; Domingos et al., 2012; Lundholm et al., 2008; Pighon et al., 
2011; Spangenburg et al., 2012; Turola et al., 2015). Cependant, la plus grosse différence entre 
les hommes et les femmes réside dans la localisation adipocytaire des graisses. La graisse 
viscérale est une source majeure d’acides gras et de cytokines pour le foie et participe au 
développement de l’insulino-résistance et de la dyslipidémie (Mueller et al., 2015; Rodrigues 
et al., 2014). Elle se développe majoritairement chez les hommes et chez les femmes après la 
ménopause (Shen et al., 2009). A l’inverse, les œstrogènes favorisent le stockage préférentiel 
des graisses au niveau sous-cutané. Ceci explique pourquoi les femmes pré-ménopausées 
requièrent une adiposité supérieure pour le développement de troubles métaboliques 
similaires aux hommes (Regitz-Zagrosek et al., 2006). Ceci est conforté par une autre étude 
démontrant qu’après la ménopause, la distribution des graisses bascule vers une localisation 
viscérale (Kotani et al., 1994). Même si les femmes sont protégées contre le développement 
de la NAFLD, leur protection vis-à-vis de la NASH et de la fibrose est plus controversée (Daryani 
et al., 2010; Farrell and Larter, 2006b; Ratziu et al., 2000; Volzke et al., 2007). 
e. Rythme circadien et NAFLD 
L’horloge circadienne se définie par l’oscillation sur une période de 24h des processus 
biologiques (Bass and Lazar, 2016; Bass and Takahashi, 2010). Ces oscillations se font de 
manière autonome et sont essentielles à l’anticipation des mécanismes physiologiques et 
comportementaux liés aux cycles lumineux. Cependant, les organes possèdent également la 
possibilité d’osciller de façon autonome du SNC. Ces oscillations requièrent la mise en place 
d’une boucle de rétrocontrôle transcriptionnelle autonome composée d’activateurs 
transcriptionnels tels que CLOCK et BMAL1, permettant l’induction des gènes Per (Period) et 
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Cry (Cryptochrome), qui s’accumulent de façon rythmique et inhibent leur propre 
transcription (Takahashi et al., 2008). ROR et RevErb (α et β) (Reverse-Erb) renforcent cette 
boucle transcriptionnelle. De plus en plus de travaux suggèrent l’existence d’un lien étroit 
entre le rythme circadien et le métabolisme puisque de nombreux gènes dont l’expression est 
cyclique sont fondamentaux dans plusieurs aspects du métabolisme, notamment dans 
l’anticipation des changements métaboliques ayant lieu lors de la prise alimentaire et lors du 
jeûne (Panda, 2016). Ainsi, des dérégulations de la rythmicité biologique sont souvent 
associées à des troubles métaboliques. Des études épidémiologiques ont démontré que 
l’inversion journalière des habitudes de vie conduit à un gain de poids, une obésité et 
augmente le risque d’insulino-résistance et de diabète de type 2 (Bøggild et al., 1999; Wang 
et al., 2011). Le lien entre rythme circadien et métabolisme a été étudié à travers l’utilisation 
de modèles de souris invalidées pour des gènes de la machinerie circadienne. La première 
étude sur le sujet a été effectuée sur des souris déficientes pour Clock. Ces dernières 
développent une obésité, une hyperglycémie et une hyperlipidémie en réponse à un régime 
HFD (Turek et al., 2005). Au niveau hépatique, l’invalidation de Bmal1 conduit à un défaut 
d’expression des gènes impliqués dans l’homéostasie glucido-lipidique comme Glut2, G6pc, 
Pepck et Lpk, résultant en une hypoglycémie (Lamia et al., 2008). Ces résultats suggèrent que 
l’horloge hépatique joue un rôle important dans le maintien de la biodisponibilité du glucose 
au cours de la journée. De façon intéressante, il a été démontré récemment que RevErb-α est 
important dans la protection des souris contre l’hépatite en régulant l’activité circadienne de 
l’inflammasome NLRP3 (Pourcet et al., 2018). 
2. Origine des lipides dans la NAFLD 
La stéatose hépatique débute par un dépôt anormal de lipides dans les hépatocytes, 
notamment sous forme de triglycérides. Elle est le résultat d’un déséquilibre métabolique 
entre les entrées et les sorties d’acides gras au niveau du foie. Ce déséquilibre provient de 3 
sources principales : (i) l’arrivée massive d’acides gras exogènes via les chylomicrons 
plasmatiques à la suite d’une prise alimentaire excessive ; (ii) un afflux important d’acides gras 
libres (AGL) par la lipolyse adipocytaire. Cette dernière est augmentée en cas de diabète de 
type 2 et utilise les triglycérides du tissu adipeux pour produire des acides gras non estérifiés  
(AGNE) qui seront par la suite pris en charge par le foie ; (iii) une augmentation de la 
lipogenèse de novo à la suite d’une hyperglycémie, d’une hyperinsulinémie et d’une insulino-
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résistance adipocytaire (Lambert et al. 2014; Postic and Girard 2008). Ces différentes voies 
métaboliques seront détaillées par la suite et résumées dans la Figure 13. 
a. L’apport exogène via les chylomicrons 
L’apport exogène de lipides par l’alimentation constitue la source la plus faible d’acides 
gras au foie dans le contexte de la NAFLD. Il représente en effet environ 15% des apports 
d’acides gras dans la stéatose hépatique. Après un repas, environ un tiers des triglycérides 
ingérés sont relargués dans la circulation sanguine sous forme d’acides gras (Roust and Jensen, 
1993). Ceux-ci sont transportés dans des particules lipidiques comme les chylomicrons ou les 
LDL. La Lipoprotéine Lipase (LPL) permet l’hydrolyse des triglycérides en acides gras pour leur 
prise en charge par le foie et par d’autres organes systémiques. L’Insuline active la 
Lipoprotéine Lipase surtout au niveau des sites périphériques comme le muscle et le tissu 
adipeux. Les souris surexprimant la Lpl au niveau hépatique développent une stéatose et une 
insulino-résistance spécifique du foie (Kim et al., 2001). 
b. La lipolyse adipocytaire 
La lipolyse adipocytaire couvre à elle seule environ 59% des apports d’acides gras dans 
la stéatose hépatique. Elle est donc la voie privilégiée d’arrivée d’acides gras au foie (Donnelly 
et al. 2005). En accord avec ceci, les différents sujets atteints de NAFLD présentent une lipolyse 
accrue et des taux importants d’acides gras libres plasmatiques. Différentes études réalisées 
chez l’animal et chez l’Homme montrent que le tissu adipeux viscéral est une source 
importante d’acides gras libres pour le foie (Gastaldelli et al. 2007; Seppälä-Lindroos et al. 
2002). Cela est surtout dû à sa forte activité lipolytique ainsi qu’à sa proximité avec la veine 
porte. La quantité d’espèces lipidiques au niveau viscéral est donc fortement corrélée à celle 
du foie. Pour ces différentes raisons, l’accumulation d’acides gras au niveau viscéral est 
fortement associée avec le développement de la NAFLD (Engfeldt and Arner, 1988). Chez une 
personne saine, l’Insuline bloque l’activité de la LHS (Lipase Hormono-Sensible) qui catalyse la 
libération des AGNE à partir des triglycérides adipocytaires (Morigny et al., 2016). L’Insuline 
limite donc le flux d’acides gras au foie, ces derniers agissant comme des acteurs importants 
de la néoglucogenèse hépatique. Dans une situation d’insulino-résistance, l’insuline supprime 
de façon incomplète l’activité de la LHS ayant pour effet une libération accrue d’AGNE dans la 
circulation sanguine par la lipolyse (Morigny et al., 2016; Stefan et al., 2011) (Figure 14). 
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Les AGNE libérés par la lipolyse adipocytaire sont pris en charge par le foie via différents 
transporteurs membranaires. Il existe 4 familles principales de transporteurs : (i) La famille 
des « Fatty Acid Transporter Proteins » (FATPs) comprenant 6 membres dont FATP2 et FATP5 
sont fortement exprimés dans le foie et sont les 2 transporteurs privilégiés en contexte 
physiologique ; (ii) la famille des Cavéolines regroupant les Cavéolines 1, 2 et 3. Elles sont 
communément retrouvées dans des structures membranaires particulières nommées 
cavéoles, importantes dans le trafic des protéines et dans la formation des gouttelettes 
lipidiques (Fernandez et al. 2006) ;  (iii) les « Fatty Acid Translocases » (FAT)/CD36 qui sont des 
protéines transmembranaires qui accélèrent le passage des acides gras en facilitant leur 
diffusion (Petersen et al. 2005). Cette protéine est peu exprimée en situation physiologique 
mais son expression augmente dans un contexte d’obésité ; (iv) Les « Fatty Acid Binding 
Proteins » (FABPs), dont il existe 9 isoformes (FABP1 et FABP5 étant les plus exprimées au 
niveau hépatique), qui sont des protéines facilitant le transport intracellulaire des acides gras 
libres. Plusieurs études ont mis en évidence le rôle de ces différents transporteurs 
membranaires dans des conditions physiologiques ainsi que dans des situations 
pathologiques. Plus précisément, des délétions totales ou hépatocytaire-spécifiques de 
différentes isoformes de ces transporteurs  (FATP5, Cavéoline-1, FABP1) sont à l’origine d’une 
protection vis-à-vis de la stéatose hépatique induite par un régime riche en graisses (Musso 
et al. 2005; Nielsen et al. 2004; Tamura and Shimomura 2005). Cependant, il reste encore à 
vérifier la véracité de ces effets chez l’Homme. 
c. La lipogenèse de novo 
La lipogenèse de novo est aussi une source importante d’acides gras dans la stéatose 
hépatique. Alors que la contribution de la lipogenèse de novo durant le jeûne chez un sujet 
sain est dérisoire  (environ 5%), elle couvre environ 26% des apports d’acides gras hépatiques 
dans la NAFLD (Donnelly et al. 2005). La lipogenèse de novo est fortement activée en période 
de renutrition à la suite d’un jeûne prolongé lorsque les taux de glucose et d’Insuline sont très 
élevés. Comme vu précédemment, cette voie lipogénique est fortement régulée par l’Insuline 
par l’intermédiaire des facteurs de transcription mTORC1 et SREBP1-c. La régulation de 
SREBP1-c par l’Insuline et le fait que l’hyperactivation de SREBP1-c induise la stéatose 
hépatique suggère un rôle essentiel de celui-ci dans la pathogenèse de la NAFLD. En accord 
avec cette hypothèse, SREBP1-c est induit lors de la stéatose hépatique dans différents 
CHAPITRE II : Contrôle du métabolisme glucido-lipidique par l’Insuline 
80 
 
CHAPITRE II : Contrôle du métabolisme glucido-lipidique par l’Insuline 
81 
 
modèles génétiques et alimentaires d’obésité (Moon et al., 2012). Une délétion 
hépatocytaire-spécifique de Scap, la protéine de transport nucléaire des SREBPs, bloque 
l’activité des 3 isoformes de SREBPs et prévient la stéatose hépatique induite chez des souris 
ob/ob ou des souris nourries avec un régime HFD ou riche en sucrose. De façon intéressante, 
plusieurs travaux suggèrent que SREBP1-c puisse aussi réguler la signalisation à l’Insuline. IRS2 
est un médiateur central des effets de l’Insuline au niveau hépatique en contrôlant la 
sensibilité à l’Insuline et les SREBPs sont capables de diminuer l’expression d’Irs2. En 
conséquence, la voie PI3K/AKT en aval est également affectée, entraînant une diminution de 
la synthèse de glycogène (Ide et al., 2004).  
La lipogenèse de novo reste active en cas de diabète de type 2. Cela constitue un 
paradoxe central dans la pathogenèse de la NAFLD. Effectivement, dans le diabète de type 2, 
l’Insuline n’arrive plus à supprimer la production hépatique de glucose mais continue de 
stimuler la lipogenèse de novo, suggérant une insulino-résistance hépatique sélective (Figure 
14). Ce paradoxe résulte souvent en une hyperglycémie, une hyperlipidémie et une stéatose 
hépatique. De nombreux travaux s’intéressent à ce phénomène et essayent de comprendre 
les mécanismes moléculaires à l’origine d cette divergence entre le métabolisme du glucose 
et le métabolisme lipidique. Concernant la lipogenèse de novo, une étude émet la possibilité 
que la synthèse de triglycérides hépatiques puisse être entraînée par ses substrats, les acides 
gras, de façon indépendante aux modifications de la signalisation hépatique à l’Insuline 
(Vatner et al., 2015). Les auteurs ont testé cette hypothèse chez des rats sains, des rats nourris 
avec un régime HFD et des rats présentant un défaut de signalisation à l’Insuline dépendant 
de son récepteur chez lesquels des quantités variables d’Insuline et de lipides ont été 
administrées. Les résultats montrent que l’estérification des triglycérides est dépendante de 
la distribution hépatique en acides gras mais indépendante de la signalisation hépatique à 
l’Insuline. D’autres études récentes montrent, au contraire, que dans une situation d’insulino-
résistance systémique, la signalisation hépatique de l’Insuline n’est pas modifiée, permettant 
une régulation autonome au niveau hépatique de la lipogenèse de novo via mTORC1 et FOXO1 
(Cheng and White, 2012; Titchenell et al., 2015a, 2016). Les auteurs de ces travaux évoquent 
une régulation différentielle de la lipogenèse de novo et de la production hépatique de glucose 
et emettent l’hypothèse de l’existence d’une bifurcation de la cascade insulinémique en 
amont d’AKT par une voie parallèle inconnue agissant et mettant en jeu le tissu adipeux afin 
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d’inhiber la production hépatique de glucose. Cela pourrait expliquer ce paradoxe dans le 
diabète de type 2. 
d. L’intestin 
Plus récemment, il a été proposé que le développement de la NAFLD fasse également 
intervenir d’autres facteurs propres à l’intestin tels que la dysbiose et les défauts de 
perméabilité intestinale (Goodwin et al., 2013; Mouzaki and Allard, 2012; Williams et al., 
2011). Ainsi, la perméabilité intestinale est augmentée chez des patients atteints de NAFLD 
(Volynets et al., 2012) alors que des manipulations de la flore bactérienne sont associées à la 
survenue d’hépatopathies (Tarantino et al., 2010). Cela peut s’expliquer par la proximité de 
ces deux organes, notamment au stade embryonnaire où le foie se forme directement à partir 
de l’intestin. De plus, nous savons aujourd’hui que le tractus intestinal humain héberge plus 
de 3 millions de bactéries qui elles-mêmes contiennent collectivement environ 100 fois plus 
de gènes que ceux du génome humain (Eckburg et al., 2005). Etant donné cette imposante 
présence bactérienne, cela semble évident d’imaginer que l’activité des microorganismes 
influence le développement de maladies chez l’Homme (Balmer et al., 2014; Schnabl and 
Brenner, 2014) et plusieurs études montrent que les bactéries peuvent affecter le 
développement de la NAFLD. Par exemple, un changement de composition dans la population 
bactérienne, nommé dysbiose, a été associé à différents dommages hépatiques (Mouzaki et 
al., 2013; Zhu et al., 2013). La proportion entre différentes espèces bactériennes comme les 
bacteroïdes et les ruminococcus influence l’apparition de la NASH et de la fibrose (Boursier et 
al. 2016). Plus généralement, un surplus de bactéries pathogènes est impliqué dans la 
pathogenèse de la NAFLD (Mokhtari et al., 2017). Le mécanisme produisant cet effet le plus 
probable implique les LPS (« Lipopolysaccharides », également appelés endotoxines, qui sont 
des composants structuraux des membranes externes des bactéries. Ils sont composés d’un 
oligosaccharide et d’un lipide dont la nature hydrophobe permet son ancrage à la membrane 
externe des bactéries. De par leur structure, ils peuvent traverser la membrane pour se 
retrouver dans la lymphe. Arrivés au foie par la veine porte, ils se lient à leurs récepteurs 
spécifiques présents à la surface des cellules du système immunitaire et induisent une 
inflammation et une résistance à l’Insuline. En ce sens, les « mauvaises » bactéries sur-
représentées chez les personnes obèses ou atteintes de NAFLD (dysbiose), augmenteraient la 
libération d’endotoxines vers le foie (Brun et al., 2007; Jandhyala et al., 2015; Soares et al., 
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2010a). Les endotoxines bactériennes comme le LPS sont également reconnues par le 
récepteur TLR4 (Toll Like Receptor 4) au niveau des hépatocytes et participent à l’initiation la 
réponse immunologique (Soares et al., 2010a). De plus, la dysbiose est associée à une 
réduction de la synthèse de FIAF (Fasting-Induced Adipocyte Factor) dans l’entérocyte. Cela 
résulte en une augmentation de l’activité de la LPL et l’accumulation de TG dans le foie 
(Backhed et al., 2004; Bäckhed et al., 2007). 
La dysbiose est aussi impliquée dans le défaut de communication de différentes protéines 
(inflammasome) régulant la réponse inflammatoire aux infections et aux dommages 
cellulaires (Elinav et al., 2011; Lee et al., 2015a; Tsuchiya et al., 2013). Cet inflammasome 
s’assemble à une protéine adaptatrice nommée ASC (Apoptosis-Associated Speck-like protein) 
pour former un complexe multi-protéique. Celui-ci gouverne l’activation de la Caspase-1 et le 
clivage de cytokines pro-inflammatoires effectrices incluant les interleukines IL-1β et IL-18. 
Celles-ci ont été démontrées comme importantes dans l’apoptose (Elinav et al., 2011). En 
conséquence, un nombre plus important d’endotoxines arrivent au foie par la lymphe puis la 
veine porte (Wigg et al., 2001). Enfin, la dysbiose est à l’origine d’une augmentation de la 
proportion de bactéries produisant de l’éthanol. Même si le terme NAFLD contient « non 
alcoholic », la réalité de cette maladie est plus complexe et l’alcool produit par ces bactéries 
pourrait jouer un rôle dans les prémices de la NAFLD.  
Une expérience réalisée chez des souris a mis en évidence un rôle causal de la dysbiose 
sur le développement de la NAFLD (Le Roy et al., 2013). De façon originale, les auteurs ont 
transplanté les fèces contenant le microbiote de souris atteintes de NAFLD chez des souris 
saines. Les souris receveuses ont développé une NAFLD dissociée d’une obésité. De ce fait, le 
microbiote pourrait induire par lui-même la NAFLD et cette transmission pourrait se faire 
même en absence d’une obésité (Le Roy et al., 2013). 
Dans ce deuxième chapitre, nous avons vu que la voie de signalisation de l’Insuline 
assure le contrôle du métabolisme glucido-lipidique. Précisément, les différents médiateurs 
de la voie de signalisation de l’Insuline influencent la lipogenèse de novo, la néoglucogenèse, 
la synthèse de glycogène au niveau du foie. De ce fait, une dérégulation de cette voie de 
signalisation, appelée insulino-résistance est étroitement associée au développement 
d’hépatopathies métaboliques comme la stéatose hépatique. Afin d’étudier au mieux ces 
pathologies assez concomitantes, différents modèles alimentaires et génétiques sont 
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utilisés. Nous les détaillerons dans la Chapitre III. Nous présenterons aussi les différents 
traitements actuellement en étude pour le traitement de la NAFLD. 
  




CHAPITRE III : Thérapies ciblant les complications métaboliques de la 
NAFLD 
I. Modèles précliniques de NAFLD 
1. Les modèles alimentaires de NAFLD 
a. Influence de la composition en sucre et en graisses sur le développement de la NAFLD 
Depuis des décennies, les habitudes alimentaires ont évolué vers une nourriture plus 
grasse et plus sucrée (Brownell et al., 2009). Or, plusieurs études épidémiologiques 
démontrent un lien entre les hépatopathies métaboliques et ce type d’aliments (Malik et al., 
2010; Musso et al., 2003). Nous expliquerons ici comment la composition alimentaire peut 
influencer la survenue de pathologies métaboliques. Nous détaillerons aussi les différents 
régimes alimentaires utilisés chez les rongeurs permettant de mimer l’exposition humaine. 
Nous nous intéresserons plus précisément aux rôles respectifs ou combinés du sucre et des 
lipides dans le développement de la stéatose hépatique et celui du cholestérol dans la NASH. 
- Influence des acides gras 
Plusieurs études épidémiologiques ont démontré un lien étroit entre les hépatopathies 
métaboliques et la composition en graisses alimentaires. Une étude réalisée en 2003 montre 
que les patients atteints de NASH ont une alimentation riche en acides gras saturés (AGS) et 
en cholestérol mais pauvre en acides gras polyinsaturés (AGPI) et antioxydants (Musso et al., 
2003). De façon cohérente, une autre étude révèle que les patients atteints de stéatose et de 
NASH présentent un ratio AGPI/AGS plus faible comparé à des individus sains (Toshimitsu et 
al., 2007).  L’association entre le ratio d’acides gras et la sévérité des hépatopathies 
métaboliques fait intervenir plusieurs mécanismes. Plus particulièrement, le stress oxydatif 
associé à la NASH serait fortement corrélé au type d’acide gras alimentaire. En effet, une étude 
réalisée sur des patients atteints de NASH démontre une corrélation entre les AGS et un défaut 
du métabolisme du glutathion (Machado et al., 2008). Cela suggère un rôle pro-oxydant des 
AGS. Dans cette même étude, une corrélation entre les Acides Gras Mono-Insaturés (AGMI), 
les AGPI et la diminution du poids du foie a été observée, suggérant un rôle protecteur de ces 




Tableau 1 : Synthèse des modèles alimentaires de NAFLD 
MODELE REFERENCE REGIME PHENOTYPE REFERENCES 
  Obésité IR Stéatose NASH Fibrose  
 




A02082002B (RD) Perte de poids Non oui oui oui 
(Anstee et al., 2010; 
Larter et al., 2008; 
dela Peña et al., 2005; 
Schattenberg et al., 
2006) 
CD - Low methionine 
– HFD 60% 
D05010403 = CD-HFD (RD) 
A06071306 = HFD contrôle  
Perte de 
poids Non oui oui Non 
(Gomes et al., 2016; 
Kodama et al., 2009; 
Nakae, 1999) 
CD - Low methionin - 
HFD 45% 
D05010402 = CD-HFD (RD) 
A06071306 = HFD contrôle  Oui Non oui oui Non 
(Raubenheimer et al., 
2006; Wolf et al., 
2014) 
HFD 60% D12492 = HFD 60% (RD) D12450J = Contrôle (7% sucrose) Oui Oui Oui 
A long 
terme Non 
(Ito et al., 2007; 
Masuzaki et al., 2001; 
Razani et al., 2002) 
HFD 45% D12451 = HFD 45% (RD) D12450B = Contrôle  Oui Oui Oui 
A long 
terme Non 
(Dourmashkin et al., 
2005; Van Heek et al., 
1997; Hill et al., 1992) 
High Cholesterol & 
Cholate (régime 
athérogène) 
Le cholestérol et le cholate 
représentent respectivement 1% 
et 0.5% de l’apport calorique total  
Non hépatique Oui A long terme Non 
(Jeong et al., 2005; 
Matsuzawa et al., 
2007a) 
High Fructose 20-30% de fructose dans l’eau pendant plusieurs semaines Non Oui Oui Non Non 
(Spruss et al., 2009) + 
données non publiées 
HFD 60% + 20% 
glucose + fructose 
D12492 = HFD 60% (RD) + 20% 
glucose/fructose 
D12450J = Contrôle (7% sucrose) 
Oui Oui Oui A long terme Non Données non publiées 
Western Diet TD.88137 (42% de graisses) TD.05230 (12.6% de graisses) Oui Oui Oui Oui Oui 
(Plump et al., 1992) + 
Données non publiées 
Western Diet + 20% 
Glucose + Fructose 
TD.88137 (42% de graisses)  
+ 20% glucose/fructose 
TD.05230 (12.6% de graisses ) 
Oui Oui Oui Oui Oui 
(Asgharpour et al., 
2016; Charlton et al., 
2011b; Ganz et al., 
2015) + Données non 
publiées 
Régimes alimentaires couplés à des traitement chimiques 
HFD + STZ HFD + 200µg STZ Oui Oui Oui Oui Oui 
(Fujii et al., 2013; 
Skovsø, 2014; 
Srinivasan et al., 
2005) 
Western Diet + CCL4 
TD.120528 (21% graisses, 41% 
sucres, 1,25% cholestérol) + 20% 
glucose/fructose + 0,32µg/g 
CCL4 pendant 12 ou 24 semaines 
Oui Oui Oui Oui Oui (Tsuchida et al., 2018) 
CD – Low methionine 
+ CCL4 Régime CD + injection de CCL4 Non Oui Oui Oui Oui 
(De Minicis et al., 
2014) 
Régime alimentaire couplé à une condition de température particulière 
HFD + TN Régime HFD couplé à un élevage à 30°C Oui Oui Oui 
↗ TNF 
et IL-6 Non (Giles et al., 2017) 
RD : Research diet ; TD : Teklad diets (Envigo),  
HFD : “High fat diet” ; STZ : Streptozotocine ; CCL4 : Carbon tetrachloride ; IR : Insulino-résistance ; NASH : Nonalcoholic steatohepatitis ; CD : Choline deficient 
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 derniers. Plus précisément, les AGMI pourraint prévenir du développement de la 
NAFLD en améliorant le profil plasmatique en lipides, en réduisant l’accumulation ectopique 
de graisses et en diminuant l’expression de l’Adiponectine (Assy et al., 2009). Concernant les 
AGPI, ils permettent de réduire le poids du foie et l’accumulation de triglycérides et 
d’améliorer la sensibilité à l’Insuline et la stéatose hépatique induite par des régimes riches 
en graisses et en lard (Levy et al., 2004; Masterton et al., 2010; Storlien et al., 1987). Dans le 
même sens, deux études cliniques démontrent qu’une supplémentation chez les patients 
atteints de NAFLD ou de NASH avec des AGPI réduit les niveaux des différents biomarqueurs 
de souffrance hépatique (ALAT, ASAT et γ-GT) et la quantité de lipides hépatiques (Capanni et 
al., 2006; Tanaka et al., 2008).  
L’étroite corrélation entre la NAFLD et l’obésité a conduit au développement de 
régimes riches en graisses ou High Fat Diet (HFD) en anglais, calqués sur les habitudes 
alimentaires des pays occidentaux. Dans les régimes HFD expérimentaux, 45 à 75% de la ration 
calorique totale provient des graisses saturées (Ito et al., 2007; Jacobs et al., 2016; Lieber et 
al., 2004). Chez les rongeurs, les deux régimes HFD les plus courants sont ceux contenant 60% 
et 45% de calories sous forme de graisses saturées (Tableau 1). Leur utilisation entraîne une 
augmentation des acides gras libres circulants issus de la lipolyse adipocytaire ou directement 
de l’alimentation, et induit une accumulation de triglycérides dans le foie et un diabète de 
type 2 après 1 mois de régime (Van Herck et al., 2017). Cependant, l’apparition de formes plus 
graves telles que la NASH arrive bien plus tard, environ 19 semaines après. Le régime HFD 
murin réplique donc l’altération des paramètres métaboliques observés chez un individu 
atteint de stéatose. 
- Influence des sucres alimentaires 
Les sucres alimentaires, de type fructose et sucrose (saccharose en français, Glucose + 
Fructose) augmentent les risques d’obésité, de diabète de type 2, de syndrome métabolique, 
de stéatose hépatique et de maladies cardiovasculaires (MCV) (Maersk et al., 2012; Malik et 
al., 2010; Ouyang et al., 2008; Stanhope and Havel, 2009). Le fructose augmente tout 
particulièrement le stress oxydatif et l’insulino-résistance qui sont des facteurs de risque de la 
NASH (Abdelmalek et al., 2010). Une étude réalisée chez des enfants et adultes atteints de 
NAFLD démontre qu’une consommation quotidienne de fructose est associée à une 
augmentation du stade de fibrose. Cependant, et de façon surprenante, les adultes 
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consommant du fructose présentent un score de stéatose plus faible dans cette étude 
(Abdelmalek et al., 2010). Ceci peut éventuellement s’expliquer par la perte d’hépatocytes 
viables et fonctionnels en cas de fibrose. Chez la souris de fond génétique C3H/HouJ, l’ajout 
de 30% de fructose dans l’eau de boisson augmente significativement le taux de triglycérides 
hépatiques et la stéatose hépatique en seulement 8 semaines (Spruss et al., 2009). Le même 
groupe a démontré que le fructose provoque une augmentation de la population intestinale 
bactérienne amenant à une libération importante d’endotoxines dans la circulation sanguine 
et donc à une activation des cellules de Kupffer et de l’inflammation hépatique. De façon 
cohérente, un traitement combiné de fructose et d’antibiotiques ou un ajout de fructose à des 
souris invalidées pour Tlr4 au niveau systémique diminue la stéatose et l’inflammation 
(Bergheim et al., 2008; Spruss et al., 2009). Il a aussi été démontré que le fructose influence 
l’insulino-résistance par l’intermédiaire de l’enzyme F1P qui active la Kinase MKK7 
(Mitogenactivated Protein Kinase Kinase 7) entraînant la stimulation de MAPK8 (Mitogen-
Activated Protein Kinase 8) (Lim et al., 2010; Tetri et al., 2008). En somme, ces résultats 
montrent qu’un ajout de fructose dans des régimes stéatogènes intensifie la stéatose et 
entraîne des réponses pro-inflammatoires. 
Le fructose est un substrat hautement lipogénique (Dekker et al., 2010; Lim et al., 2010). 
La capacité du fructose à induire la lipogenèse de novo provient de sa métabolisation quasi 
exclusive par le foie et donc de sa capacité supérieure à produire des triglycérides par la 
lipogenèse de novo. Il potentialise son propre métabolisme via la sur-expression de la 
Fructokinase  (ou Ketohexokinase (KHK)) (Herman and Samuel 2016). Il a la capacité de 
contourner la première étape du circuit classique de la glycolyse catalysée par la 
Phosphofructokinase-1 (PFK-1) pour être pris en charge exclusivement par la KHK dans le foie. 
L’expression génique de Khk est augmentée chez les patients atteints de NAFLD alors qu’une 
diminution de son expression entraîne une atténuation de l’inflammation et de la stéatose 
hépatique chez des souris nourries avec un régime riche en graisses et en sucrose (Tsuchiya 
et al. 2013). Le fructose alimentaire pourrait aussi directement contribuer au développement 
de la fibrose hépatique comme démontré dans plusieurs modèles murins de NASH tels que 
les régimes riches en graisses, en cholestérol et/ou en sucrose (Charlton et al. 2011; Ishimoto 
et al. 2013; Kohli et al. 2010). 
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b. Les régimes alimentaires murins de NASH 
- La déficience en méthionine et choline (régime MCD) et régimes associés 
Le régime MCD a été le premier régime utilisé pour induire la NASH et la fibrose chez les 
rongeurs. Le régime MCD est riche en sucrose (environ 45%) mais déficient pour deux 
nutriments essentiels, la méthionine et la choline qui sont importants pour la β-oxydation 
hépatique et pour la production de VLDL (Anstee and Goldin, 2006) (Tableau 1). Cela résulte 
en une accumulation intra-hépatique de lipides et une diminution de la synthèse des VLDL. 
L’administration d’un régime MCD à différents modèles murins entraîne une perte de poids 
conséquente, supérieure à 40% en quelques jours seulement. Proportionnellement au poids 
total, le poids du foie et du tissu adipeux diminuent et les animaux développent une stéatose 
péricentrale et une inflammation associée à une nécrose. La fibrose induite par ce régime 
MCD dans les modèles murins est semblable à celle retrouvée chez l’Homme (George et al., 
2003; Rinella and Green, 2004). Cependant, sa sévérité va dépendre du sexe et des fonds 
génétiques murins testés. Les souris nourries avec un régime MCD présentent une 
augmentation de l’inflammation liée à la présence de macrophages au niveau hépatique, à 
l’activation de NFκB (Nuclear Factor κB) et à l’augmentation d’IL-6, de TGF-β et de TNF (Ip et 
al., 2004; Yu et al., 2006). De plus, le régime MCD induit des dommages cellulaires confirmés 
par l’augmentation des niveaux d’ALAT plasmatiques. Cependant, le problème majeur associé 
à l’utilisation de ce régime provient du profil métabolique opposé à celui retrouvé chez les 
individus atteints de NASH. Effectivement, il entraîne une réduction des taux de cholestérol 
et de triglycérides plasmatiques, des niveaux d’Insuline, de Leptine et de glucose sans aucune 
modification des taux d’Adiponectine, tandis que la sensibilité à l’Insuline n’est pas diminuée 
(Larter et al., 2008; Nagasawa et al., 2006). Ces observations vont dont à l’encontre de celles 
observées chez les individus obèses atteints de NAFLD et de NASH (George et al., 2003; 
Weltman et al., 1996a).  
Afin de se rapprocher davantage de l’histoire naturelle de la pathologie humaine de la 
NASH, d’autres régimes ont été développés comme, par exemple, les régimes HFD déficients 
en choline (CD-HFD) (Gomes et al., 2016; Kodama et al., 2009; Nakae, 1999; Raubenheimer et 
al., 2006; Wolf et al., 2014). Chronologiquement, c’est le CD-HFD avec 60% de calories sous 
forme de matières grasses qui a été tout d’abord développé. Il entraîne les mêmes symptômes 
que le régime MCD cette fois sans perte de poids (poids stable) mais nécessite une exposition 
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beaucoup plus longue de l’ordre de trois mois. Plus récemment, un autre CD-HFD a été 
développé. Il s’agit du CD-HFD avec 45% de calories sous forme de matières grasses. Celui-ci 
reproduit mieux la pathologie humaine puisqu’il entraîne une prise de poids associée à une 
augmentation des taux de triglycérides plasmatiques et hépatiques et une NASH 
(Raubenheimer et al., 2006). En résumé, le régime CD-HFD 45% est un modèle approprié pour 
l’étude de l’histologie avancée de la NASH et des mécanismes associés à la NASH et à la fibrose. 
Cependant, l’ensemble de ces régimes ne permettent pas véritablement de reproduire le 
spectre de pathologies associées au développement de la NAFLD chez l’homme. 
- Régime riche en cholestérol et en cholate (athérogène) 
 Initialement désigné comme régime pro-athérogène pour sa faculté à induire 
l’athérosclérose, le régime riche en cholestérol et en cholate, un acide biliaire, entraîne aussi 
des dommages hépatiques importants accompagnés d’une fibrose chez l’animal (Jeong et al., 
2005; Paigen et al., 1985). Chez la souris, le cholestérol et le cholate peuvent induire 
respectivement l’inflammation hépatique et l’expression de gènes impliqués dans le dépôt de 
collagène, caractéristique de la fibrose (Vergnes et al., 2003). Le cholestérol est aussi un 
facteur de risque important dans la progression de la NAFLD en NASH (Wouters et al., 2008). 
L’administration d’un régime riche en cholestérol (1,25%) et en cholate (0,5%) entraîne la 
formation progressive d’une stéatose, d’une inflammation et d’une fibrose après 6 à 24 
semaines de régime (Matsuzawa et al., 2007a). Notamment, le « ballooning » hépatocellulaire 
caractéristique de la NASH chez l’Homme, peut se développer au bout de 24 semaines de 
régime. L’ajout de matières grasses (60%) dans le régime accélère nettement ces 
complications histopathologiques avec un « ballooning » présent au bout de 12 semaines. En 
particulier, il entraîne une activation des cellules stellaires hépatiques et une augmentation 
du stress oxydatif. Finalement, l’ensemble de ces résultats montrent qu’une combinaison d’un 
régime HFD, d’une supplémentation en cholestérol et en cholate reproduit la 
physiopathologie de la NASH humaine. Cependant, les souris nourries avec ce régime 
présentent une insulino-résistance beaucoup moins sévère que celle induite par un régime 
HFD classique et une perte de poids associée à une diminution des niveaux de triglycérides 
(Matsuzawa et al., 2007b). 
- Le « Western diet » 
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 Le régime le plus ressemblant au mode d’alimentation actuel est le régime « Western 
Diet » (WD). C’est un régime riche en graisse (environ 40%), en cholestérol (environ 0,1 à 2%) 
avec plus ou moins de sucre sous forme de fructose et/ou de glucose (20 à 40%). Il a été testé 
dans plusieurs études sur des modèles murins (Asgharpour et al., 2016; Charlton et al., 2011b; 
Ganz et al., 2015). Comme précédemment énoncé, la consommation de fructose est 
nécessaire à la progression de la stéatose en fibrose en augmentant le stress oxydant, le 
nombre de macrophages, l’expression de TGFβ1 et le dépôt de collagène, caractéristique de 
la fibrose (Kohli et al., 2010). Cependant, le phénotype des souris nourries avec un régime WD 
simple, c’est-à-dire sans ajout de glucose/fructose dans l’eau de boisson, et celui des souris 
nourries avec un régime WDGF 4% (« Western diet glucose fructose 4% ») est sensiblement le 
même et est caractérisé par le développement d’une stéatose après 4 à 8 semaines, d’une 
NASH (16-24 semaines), d’une fibrose (16 semaines) et d’un hépatocarcinome s’il est prolongé 
51 semaines (Asgharpour et al., 2016). De façon surprenante, l’ajout de glucose fructose induit 
moins de fibrose en comparaison au WD classique (données non publiées).  
 En résumé, il existe aujourd’hui une multitude de régimes permettant d’induire le 
spectre des pathologies hépatiques d’origine non alcoolique. Malgré tout, le régime HFD 
(stéatose) et le régime Western diet avec ou sans glucose/fructose (fibrose et HCC) sont les 
plus représentatifs de l’exposition humaine. 
2. Les modèles génétiques murins 
 Outre l’utilisation de modèles alimentaires de NAFLD, des modèles de souris 
présentant spontanément une mutation génétique induisant une obésité et une insulino-
résistance ou génétiquement modifiées ont été également développés. Ils ont permis de 
comprendre les mécanismes et les acteurs moléculaires à l’origine du développement de la 
stéatose et de la NASH. Comme précédemment décrit, l’accumulation intra-hépatique de 
lipides dans la stéatose peut provenir d’une dérégulation de l’un ou plusieurs des 3 
mécanismes suivants : l’alimentation, la lipolyse adipocytaire et/ou la lipogenèse. Le rôle de 
plusieurs des acteurs moléculaires décrits à ce jour pour être impliqués dans ces voies et 
concourir au développement et/ou à la progression des NAFLD a été précédemment détaillés. 
Le phénotype métabolique des souris transgéniques présentant une sur-expression de 
certains d’entre eux ou une invalidation totale ou tissu-spécifique est détaillé de façon non 
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Tableau 2 : Synthèse des modèles génétiques de NAFLD 
MODELE PHENOTYPE REFERENCES 
 Obésité IR Stéatose NASH Fibrose  
Souris ob/ob Oui Oui Oui Non Protection (Leclercq et al., 2002; Trak-Smayra et al., 2011) 
Souris db/db Oui Oui Oui Non Non (Leclercq et al., 2002; Sahai et al., 2004; Yang et al., 1997) 
Souris Pparα KO total Oui Non Oui Non Non (Montagner et al., 2016) 
Souris Pparα LKO Non Non Oui Non Non (Montagner et al., 2016) 
Souris Pparγ LKO Non Amélioration Non Non Non (Morán-Salvador et al., 2011b) 
Souris Pten LKO Non Non Oui Oui Oui (Watanabe et al., 2007) 
Souris Acox LKO Non Non Oui Oui Non (Cook et al., 2001; London and George, 2007) 
Souris Fxr KO intestin-spécifique ? Non Oui Oui Oui (Zhu et al., 2011) 
Souris Abcb4 LKO  (Mdr2) ? Non Oui Oui Oui (Katzenellenbogen et al., 2007) 
Souris Mat1a KO Non Non Oui Oui Oui (London and George, 2007; Lu et 
al., 2001) 
Souris Kk-ay KO Oui Oui Oui Non Non (Schattenberg and Galle, 2010) 
Souris IR LKO Non hépatique Non Non Non (Michael et al., 2000) 
Souris Akt LKO Non hépatique protection Non Non (Cho et al., 2001; Garofalo et al., 2003; Lu et al., 2012) 
Souris Akt-Foxo DLKO Non Non Non Non Non (Titchenell et al., 2015a) 
Souris Akt LKO surexprimant mTORC1 Non Oui Non Non Non (Titchenell et al., 2015a) 
Souris Akt-Foxo DLKO surexprimant 
mTORC1 Non Non ↑ LDN Non Non (Titchenell et al., 2015a) 
Surexpression adipocytaire  
Srebp1-c Perte de poids Oui Non Non Non 
(Nakayama et al., 2007; 
Shimomura et al., 1999) 
Souris Chrebp KO total Protection Oui Non Non Non (Iizuka et al., 2004) 
Inhibition Chrebp hépatique Non Non Non Non Non (Dentin et al., 2006) 
Surexpression Chrebp hépatique ? Non Oui Non Non (Benhamed et al., 2012) 
Surexpression Chrebp hépatique + HFD ? ↑ sensibilité Diminue Non Non (Benhamed et al., 2012) 
Souris Sfrp5 KO Oui Non Oui Oui Non (Ouchi et al., 2010) 
Souris Bid KO (apoptose du TA) Non Non Non Non Non (Alkhouri et al., 2010) 
Souris Jnk1 KO Diminue Non Diminue Non Non (Hirosumi et al., 2002; Schattenberg et al., 2006) 
Surexpression de Pnpla3 dans le foie Oui Non Oui Non Non (He et al., 2010) 
Souris Il-6 et Tnf KO Diminue Non Diminue Non Non (Park et al., 2010) 
Souris Nemo LKO Oui Non Macro Oui Modérée (Wunderlich et al., 2008) 
Souris foz/foz (Alms1 KO) Oui Oui Oui Oui Non (Bell-Anderson et al., 2011) 
Souris Adiponectine KO  + HFD Oui Non Oui Oui Oui (Kamada et al., 2003; Tomita et al., 2008) 
Souris Fas KO adipocyte-spécifique Non Non Non Non Non (Wueest et al., 2010) 
Souris Lxr KO nourries + régime EFAD Non Non Non Non Non (Ducheix et al., 2013) 
Souris Er-α LKO + E2 = = Non Non Non (Zhu et al., 2013b) 
Souris Tlr4 KO à thermoneutralité Oui Oui Oui Non Non (Giles et al., 2017) 
KO : Knockout ; DKO : Double knockout ; LKO : Liver KO (KO foie-spécifique) ; DLKO : Double Liver KO ; IR : Insulino-résistance ; E2 : Œstrogène ; NASH : Nonalcoholic 
steatohepatitis ; NEMO : NFκB essential modulator ; TA : Tissu adipeux ; LDN : Lipogenèse de novo ; Macro : Macrovésiculaire ; PPAR : Peroxisome proliferative activated 
receptor ; PTEN ; Phosphatase and tensin homolog ; ACOX ; Acyl-coA oxydase ; FXR : Fanesoid X receptor ; Abcb4 ; ATP Binding Cassette Subfamily B Member 4 ; MAT1A : 
Methionine Adenosyltransferase 1A ; IR : Insulin receptor ; FOXO : Forkhead box protein ; mTORC1 : Mammalian target of rapamysin 1 ; SREBP : Sterol regulating element 
binding protein ; CHREBP : Carbohydrate response element binding protein ; SFRP5 : Secreted frizzled-related protein 5 ; JNK1 : Jun N-terminal kinase 1 ; Pnpla3 : Patatin-like 
phospholipase domain-containing protein 3 ; IL-6 : Interleukin-6 ; TNF-α : Tumor necrosis factor-α ; NF-κB essential modulator ; ALMS1 : Alstrom Syndrome Protein 1 ; FAS : 
Fatty acid synthase ; LXR : Liver X receptor ; ER-α : eostrogen receptor-α ; TLR4 : Toll-like receptor 4 
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exhaustive dans le Tableau 2. Nous détaillerons dans ce paragraphe uniquement les modèles 
murins spontanés de NAFLD. 
Les souris ob/ob sont déficientes en Leptine due à une mutation spontanée de son gène. 
La Leptine est une Adipokine produite par le tissu adipeux blanc qui exerce des effets 
anorexigènes au niveau de l’hypothalamus. En effet, elle induit une inhibition de la prise 
alimentaire et une augmentation de la dépense énergétique. Les souris ob/ob sont donc 
hyperphages, moins actives, obèses, insulino-résistantes et diabétiques (Bray et al., 1989). Ces 
souris développent spontanément une stéatose hépatique qui n’évolue que rarement en 
NASH. D’autres stimuli, tels qu’un régime MCD ou l’injection d’une faible dose de LPS, sont 
nécessaires pour induire la progression vers une stéatohépatite chez ces souris (Leclercq et 
al., 2002; Yang et al., 1997). En revanche, elles sont protégées contre la fibrose, ce qui a révélé 
le rôle essentiel de la Leptine dans le fibrogenèse hépatique (Ikejima et al., 2001; Leclercq et 
al., 2002). Cependant, la prévalence des mutations du gène de la Leptine chez l’Homme est 
faible et il n’existe pas d’étude démontrant l’existence d’une corrélation entre le niveau 
plasmatique de Leptine et la progression de la stéatose vers la NASH (Chalasani et al., 2003). 
Les souris db/db portent une mutation spontanée du gène codant pour le récepteur de la 
Leptine. Elles présentent des niveaux de Leptine normaux voire élevés mais sont donc 
résistantes aux effets de celle-ci. Tout comme les souris ob/ob, ces souris sont obèses, 
insulino-résistantes et diabétiques et développent une stéatose hépatique. Sous l’induction 
d’un second stress, tel qu’un régime MCD, elles sont capables de développer une NASH 
(Wortham et al., 2008), et, contrairement aux souris ob/ob, elles présentent également une 
fibrose (Sahai et al., 2004). 
II. Thérapies pharmacologiques contre la NAFLD 
 La prévalence de la NAFLD et de ses complications est en constante augmentation. 
Même si la perte de poids, l’exercice physique et l’amélioration de l’hygiène de vie sont les 
éléments de base pour le traitement de ces hépatopathies, ils sont pour les patients 
cliniquement difficiles à respecter et à maintenir dans le temps. De plus, la biopsie du foie est 
aujourd’hui la seule méthode capable de discriminer les différents stades de la NAFLD 
(Spengler and Loomba 2015). Cependant, son utilisation reste limitée du fait de son caractère 
invasif et de son coût élevé. De ce fait, le développement de thérapies innovantes est 





D’après (Konerman et al., 2018; Oseini and Sanyal, 2017; Ratziu, 2016; Rotman and Sanyal, 2017; Samuel and Shulman, 2018) 
Tableau 3 : synthèse des essais cliniques pour les thérapies de la NAFLD 
Thérapie Mécanisme/cible Statut Bénéfices démontrés Stéatose Stades avancés IR 
     
Thérapies ciblant le stress métabolique et la lipotoxicité     
      
Pioglitazone Agonistes PPARγ Phase III* Non NASH (chez diabétiques) Oui 
GW-501516 Agoniste PPARβ Arrêté Oui Non renseigné Oui 
Elafibranor Agoniste double PPARα/β Phase III Oui NASH + Fibrose (±) Oui 
Saroglitazar Agoniste double PPARα/γ Phase III* Oui NASH (chez diabétiques) Oui 
OCA Agoniste FXR Phase III Oui NASH + Fibrose Non 
WAY-362450 Agoniste FXR Chez l’animal Non NASH + Fibrose Non 
INT-767 Agoniste FXR Phase I Oui NASH Non 
BAR-502 Agoniste FXR Chez l’animal Oui NASH Oui 
GS-9674 Agoniste FXR Phase I Oui NASH Non 
KB-2115 Agoniste TR-β Chez l’animal Oui Non Non 
GC-1 Agoniste TR-β Chez l’animal Oui Non Non 
Liraglutide Analogue GLP1 Phase II* Oui NASH Oui 
Evogliptine Analogue GLP1 Phase III* Oui Non renseigné Oui 
Sitagliptine Analogue GLP1 Phase II* Oui NASH Oui 
Vidagliptine Analogue GLP-1 Phase III* Oui Non renseigné Oui 
BMS-986036 Analogue FGF21 Phase III Oui ↘ ASAT/ALAT ? 
NGM-282 Analogue FGF19 Phase II Oui NASH ? 
Aramchol Inhibiteur SCD1 Phase II Oui NASH Non 
ND-630 Inhibiteurs ACC Chez l’animal Oui Non renseigné Oui 
GS-0976 Inhibiteurs ACC Phase II Oui Fibrose ? 
NDI-010976 Inhibiteurs ACC Phase I Oui Non renseigné ? 
TVB-2640 Inhibiteur FAS Phase II Oui Non renseigné ? 
JTP-103237 Inhibiteur MGAT2 Chez l’animal Oui Non renseigné ? 
T863 Inhibiteur DGAT1 Chez l’animal Oui Non renseigné Oui 
JTT-553 Inhibiteur DGAT1 Chez l’animal Oui Non renseigné Oui 
Sevelamer Séquestrant acides biliaires Phase I* Oui NASH ? 
     
Thérapies ciblant l’inflammation, l’apoptose et la fibrose     
      
Vitamine E Antioxydant Phase III Non NASH Non 
Cystaemine Antioxydant Phase III Non ↘ ALAT mais pas NASH Non 
GS-4997 Inhibiteurs ASK1 Phase II Oui NASH + Fibrose ? 
Emricasan Inhibiteur des caspases Phase III ? NASH + Fibrose ? 
Cenicrivirox Antagoniste CCR2/CCR5 Phase III ? NASH (±) + Fibrose ? 
Pentoxifylline Inhibiteurs TNF-α Phase III Oui NASH + Fibrose (?) Non 
Amlexanox Inhibiteur IKKε Phase II* Oui ? Oui 
Simtuzumab Anticorps LOXL2 Phase II ? Fibrose ? 
GR-MD-02 Inhibiteur Galactine-3 Phase II ? Fibrose ? 
     
Thérapies ciblant l’intestin     
      
Chirurgie bariatrique ↑ sécrétion d’incrétines Disponible Oui NASH (±) + Fibrose (±) Oui 
Orlistat Inhibiteur lipase intestinale Phase III Oui NASH (±) Oui 
IMM-124e Colostrum bovin riche en IgG Phase II Oui ? Oui 
Solithromycin Antibiotique Phase II Non NASH Non 
Transplantation fécale Modulation du microbiote Disponible Oui Non renseigné Oui 
      
* Approuvé pour le traitement d’autres indications  
ACC, acétyl-CoA carboxylase ; GLP, Glucagon-like peptide ; FGF, Fibroblast growth factor ; FXR, Farnesoid X receptor, LOXL2, Lysyl oxidase-
like; PPAR, Peroxisome proliferator-activated receptor; SCD, Steroyl CoA desaturase ; TR-β : Thyroid receptor β ; FAS : Fatty acid synthase ; 
MGAT2 : Monoacylglycerol acyltransferase ; DGAT ; Diacylglycerol acyltransferase ; ASK 1 : Apoptosis signal-regulating kinase 1 ; CCR : C-
C chemokine receptor types 2 ; TNF-α : Tumor necrosis factor-α ; IKK : IκB kinase ; LOXL2 : Lysyl Oxidase Like 2 ; IgG : Immunoglobulin G ; 
OCA : Obeticholic acid ;  
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nécessaire afin de limiter la progression de ces atteintes hépatiques. Ces dernières années, de 
nombreuses recherches ont été menées afin de comprendre les mécanismes associés à la 
pathogenèse de la NASH et/ou du diabète. Il existe à l’heure actuelle plus de 200 essais 
cliniques basés sur des traitements d’origine multifactorielle qui sont actuellement en phase 
I, II ou III d’essais cliniques. Leurs modes d’action sont très diverses et ils seront classés dans 
ce chapitre en 4 groupes différents : un premier groupe inclut les traitements ciblant le stress 
métabolique basal déclenché par l’excès de graisses au niveau du foie ; le deuxième groupe 
englobe toutes les thérapies dont le but est de contrer l’inflammation et de prévenir la mort 
cellulaire ; le troisième groupe contient les agents anti-fibrotiques ; enfin, le dernier groupe 
tient compte de tous les traitements agissant au niveau de l’intestin pour bloquer l’absorption 
des graisses ou pour réguler l’inflammation. 
Sur la base de plusieurs données publiées, nous ferons ici la synthèse de tous les composés 
pharmacologiques actuellement en développement ou approuvés même si la liste de ces 
différents traitements évolue rapidement et que cela constitue un aperçu de la situation au 
moment présent (Bril and Cusi 2017; Rinella and Sanyal 2016; Rotman and Sanyal 2017; 
Samuel and Shulman 2018; Targher and Byrne 2017). Du fait de l’hétérogénéité des patients 
atteints de NASH et des mécanismes impliqués dans sa pathogenèse, une combinaison de 
plusieurs thérapies est souvent la meilleure solution pour éviter ou réverser la progression de 
la NASH. De plus, certains traitements ciblent plusieurs catégories d’effets. Nous verrons 
comment combiner plusieurs agents pharmacologiques et nous détaillerons aussi leurs 
mécanismes d’actions respectifs (Figure 15 et Tableau 3). 
1. Agents limitant le stress métabolique et la lipotoxicité 
a. Agonistes des récepteurs nucléaires PPARs, FXR et TR-β 
- PPARs 
Les agonistes synthétiques de PPARα appelés fibrates sont couramment utilisés pour 
traiter l‘hypertriglycéridémie. Cependant, ils n’ont pas montré de bénéfice majeur dans le 
traitement de la NAFLD (Fabbrini et al. 2010; Fernández-Miranda et al. 2008). Cela peut 
s’expliquer par la présence de PPARα dans d’autres organes cataboliques autres que le foie 
(Musso et al. 2010). PPARβ est exprimé de façon ubiquitaire mais présente une forte 
expression dans le foie, le muscle et les macrophages (Bojic and Huff 2013). Au niveau de ces 
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organes et cellules, l’activation de PPARβ régule l’homéostasie des lipides et l’inflammation. 
Spécifiquement, l’activation de PPARβ dans le foie stimule l’utilisation du glucose et inhibe sa 
production par la néoglucogenèse (Bojic and Huff 2013). Cela résulte en une amélioration de 
l’insulino-résistance et de l’hyperglycémie. Au niveau des macrophages, l’activation spécifique 
de PPARβ inhibe l’accumulation de triglycérides et l’inflammation (Bojic and Huff 2013). De 
plus, une étude réalisée sur des souris Ldlr-/- nourries avec un régime gras riche en cholestérol 
montre une amélioration de l’athérosclérose en réponse au GW1516, un agoniste synthétique 
spécifique de PPARβ (Bojic et al. 2014). Une étude clinique utilisant l’agoniste synthétique 
GW501516 de PPARβ a été réalisée sur des patients en léger surpoids (Risérus et al. 2008). 
Elle montre que l’agoniste réduit les taux intra-hépatiques de lipides, l’insulinémie à jeun et la 
concentration en LDL cholestérol sans augmenter le stress oxydatif. Les auteurs relient ces 
effets protecteurs à une augmentation de l’oxydation lipidique au niveau musculaire.  
De récentes avancées scientifiques ont permis le développement d’agonistes doubles 
pour PPARα et PPARβ. Ces agonistes α/β se sont montrés beaucoup plus efficaces dans le 
traitement des complications de la NAFLD. En effet, les effets bénéfiques combinés de PPARα 
sur l’oxydation des lipides et de PPARβ sur la lipogenèse de novo et l’inflammation permettent 
de les considérer ensemble comme de bons candidats pour le traitement de la NAFLD. 
Particulièrement, l’utilité clinique de l’Elafibranor (GFT505), actuellement en phase III pour le 
traitement de la NASH, a été prouvée dans plusieurs études. Dans une première étude, le 
GFT505 a permis d’améliorer la NASH et la fibrose induites de différentes manières (souris 
transgéniques pour l’Apolipoprotéine E2 nourries avec un régime riche en graisses et en sucre ; 
souris nourries avec un régime MCD et souris exposées au CCL4) (Staels et al. 2013). Plus 
précisément, le GFT505 améliore l’inflammation en diminuant l’expression génique d’Il-1β, 
Tnf-α et F4/80 et améliore la fibrose en diminuant l’expression des différents marqueurs 
fibrotiques comme TGF-β et Col1a2. De plus, l’utilisation d’un modèle de souris invalidées 
pour Pparα a permis de mettre en évidence l’importance de ce récepteur dans les effets 
protecteurs du GFT505 sur le développement de la NASH. Cependant, l’absence de Pparα ne 
lève pas totalement la protection des souris contre la NASH suggérant l’existence d’effets 
PPARα-indépendants (Hanf et al. 2014; Staels et al. 2013). Une étude clinique montre que chez 
l’Homme, le GFT505 améliore la sensibilité à l’insuline hépatique et périphérique (Cariou et 
al. 2013). Dans un deuxième temps, les résultats de la phase IIb de l’Elafibranor, obtenus à 
l’issue d’une étude randomisée en double aveugle contre placebo chez 276 patients atteints 
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de NASH sans fibrose (Ratziu et al. 2016), montrent qu’un traitement au GFT505 à une dose 
de 80 ou 120mg/jour pendant 52 semaines aboutie à une réduction de la stéatose, du 
« balooning » des hépatocytes et de l’inflammation lobulaire sans effet sur la fibrose, basé sur 
les recommandations de l’AASLD (Sanyal et al. 2015). Ces évolutions positives du 
« balooning » et de l’inflammation lobulaire en réponse au GFT505 sont également connues 
pour améliorer la fibrose (Anstee and Sanyal 2016). Actuellement en phase III d’essai clinique 
(NCT02704403), l’Elafibranor est testé dans une nouvelle étude visant à évaluer les effets d’un 
traitement de 72 semaines à une dose de 120mg/jour sur la résolution de la NASH sans 
dégrader la fibrose. 
Les effets thérapeutiques des agonistes de PPARα seraient en partie dus à son rôle 
dans l’induction de l’Hépatokine FGF21. Comme vu précédemment, FGF21 est largement 
induit par le jeûne de façon PPARα dépendante et régule la cétogenèse, la néoglucogenèse et 
la lipolyse adipocytaire. Des études menées chez les souris ont montré que l’administration 
de FGF21 exogène protège de l’insulino-résistance induite par un régime HFD en augmentant 
la dépense énergétique (Camporez et al., 2013; Xu et al., 2009). Ces effets seraient médiés par 
le système nerveux central (Owen et al., 2014). FGF21 supprime également la lipolyse 
adipocytaire, autre effet thérapeutique bénéfique potentiel (Montagner et al., 2016; Park et 
al., 2016). Chez l’Homme, les concentrations plasmatiques de FGF21 sont positivement 
associées à l’obésité et l’insulino-résistance (Zhang et al., 2008). La NAFLD est associée à une 
augmentation de l’activité de CREBH, qui augmente aussi l’expression de Fgf21 (Park et al., 
2016). L’augmentation de l’expression de Fgf21 peut également provenir du métabolisme du 
fructose (Dushay et al., 2015). Cette induction de FGF21 pourrait potentiellement limiter 
l’accumulation de lipides intra-hépatiques par l’inhibition de la lipolyse adipocytaire au cours 
de la NAFLD. Même si les concentrations de FGF21 augmentent en cas de NAFLD, des études 
précliniques sur des modèles de rongeurs suggèrent qu’une supplémentation 
pharmacologique peut être bénéfique. Plusieurs analogues ont été testés en clinique. Parmi 
eux, le BMS-986036 diminue l’accumulation de triglycérides hépatiques et les niveaux de 
transaminases mais augmente les niveaux d’Adiponectine sans effet secondaire (Sanyal et al., 
2017). Il est actuellement en phase III d’essai clinique. 
PPARγ, un autre membre de la famille des PPARs, est très exprimé dans le tissu adipeux 
où il contrôle la lipogenèse, le métabolisme du glucose et la différenciation adipocytaire. Les 
agonistes les plus connus de PPARγ sont les Thiazolidinediones (TZDs) comme la Pioglitazone. 
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Ils sont reconnus comme insulino-sensibilisateurs et sont couramment utilisés dans le 
traitement du diabète de type 2 (Sharma and Staels 2007). Les TZDs améliorent la résistance 
à l’insuline périphérique en agissant sur la fonction adipocytaire et sur la lipolyse (Maggs et al. 
1998; Mayerson et al. 2002; Sharma and Staels 2007). Ils diminuent aussi l’inflammation, 
augmentent la sécrétion d’Adiponectine, améliorent la clairance des VLDL et diminuent 
l’accumulation de lipides en période post-prandiale (Miles et al. 2003; Nagashima et al. 2005). 
Enfin, les TZDs empêchent l’accumulation de lipides dans le tissu adipeux viscéral 
exclusivement et améliore la résistance à l’Insuline au niveau hépatique et musculaire 
(Mayerson et al. 2002; Miyazaki et al. 2002; Mori et al. 1999; Tonelli et al. 2004). Plusieurs 
études ont également démontré des effets des TZDs, et notamment de la Pioglitazone sur la 
NASH (Belfort et al. 2006; Cusi et al. 2016; Promrat et al. 2004; Sanyal et al. 2010). Ces effets 
bénéfiques sont plus prononcés chez les patients atteints de diabète puisqu’un traitement à 
la Pioglitazone chez des patients atteints d’une NASH mais non diabétiques ne donne aucune 
amélioration significative (Sanyal et al. 2010), suggérant que son effet serait probablement lié 
à l’amélioration de la glycémie chez ces patients. 
En résumé, tous les isotypes des PPARs représentent des véritables cibles dans le 
traitement des hépatopathies métaboliques. Même si leur simple activation est parfois 
suffisante pour améliorer le statut hépatique des patients, de nouvelles pistes de recherche 
visent le développement d’agonistes doubles PPARα/β ou PPARα/γ. Parmi eux, l’Elafibranor a 
fait ses preuves et est aujourd’hui en phase III d’essai clinique. Concernant les agonistes 
PPARα/γ comme le Saroglitazar, ils se montrent efficaces dans le traitement du diabète et de 
l’hypertension mais les effets secondaires de ces agonistes limitent leur développement 
(Wright et al. 2014). 
- FXR 
FXR est un récepteur nucléaire largement exprimé dans le tractus gastrointestinal, le foie 
et les reins (Ma et al. 2006). C’est le régulateur principal de l’homéostasie des acides biliaires 
mais il joue également un rôle dans l’homéostasie glucido-lipidique incluant la 
néoglucogenèse et la lipogenèse de novo (Kliewer and Mangelsdorf 2015; Ma et al. 2006). Il 
est aujourd’hui connu que les patients atteints de NASH présentent des taux plasmatiques 
élevés d’acides biliaires. Parallèlement, l’accumulation d’acides biliaires hépatiques peut 
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conduire à la mort cellulaire, l’inflammation et la fibrose (Perez and Briz 2009; Puri et al. 2018). 
L’activation de FXR bloque l’expression de Cyp7a1, un gène codant pour l’enzyme limitante 
de la voie de synthèse des acides biliaires. L’activation de FXR au niveau intestinal est 
responsable de la production de FGF19 (« Fibroblast Growth Factor 19 »), une hormone 
importante qui cible le foie afin de diminuer la synthèse d’acides biliaires par Cyp7a1, 
d’augmenter leur export, de réduire la lipogenèse de novo et d’augmenter la β-oxydation 
lipidique (Degirolamo, Sabbà, and Moschetta 2016). En contrepartie, il possède également des 
effets prolifératifs au niveau hépatocytaire via le récepteur FGFR4, ce qui fait de lui un acteur 
potentiel de la tumorigenèse (Wu et al. 2010). Le variant recombinant de FGF19, le NGM-282, 
actuellement en phase II d’essai clinique, est intéressant car il conserve les effets bénéfiques 
de FGF19 et est dépourvu de ses effets pro-cancérigènes. Dans des modèles de souris atteintes 
de NASH, un traitement au NGM-282 pendant 3 semaines résulte en une diminution marquée 
de l’accumulation de lipides intra-hépatiques, des marqueurs histologiques de NASH et des 
taux plasmatiques d’ALAT (Luo et al. 2015). 
De façon intéressante, FXR est à lui seul est une véritable cible pharmacologique tissu-
spécifique qui agit au niveau intestinal, hépatique et adipocytaire. Il agit principalement par 
des changements de la balance énergétique. En effet, la capacité de certains acides biliaires à 
prévenir l’obésité et l’intolérance au glucose chez des souris obèses est dépendante de 
l’activation de la thermogenèse par FXR (Watanabe et al. 2006). De plus, un agoniste 
synthétique de FXR, le WAY-362450, est capable de prévenir l’inflammation et la fibrose chez 
des souris nourries avec un régime MCD (Zhang et al. 2009). Le plus connu des agonistes de 
FXR est l’Obeticholic acid (OCA). C’est un dérivé semi-synthétique de l’acide biliaire nommé 
« chenodeoxycholic acid » (CDCA). L’OCA a la capacité de diminuer la production endogène 
d’acides biliaires via FGF19/CYP7A1 et de réprimer SREBP1-c et, par conséquent, la lipogenèse 
de novo (Mudaliar et al. 2013). En plus de ses effets métaboliques, l’OCA possède également 
des effets anti-inflammatoires et anti-fibrotiques (Ali, Carey, and Lindor 2015; Fuchs 2012). 
Une étude clinique, l’étude FLINT pour « FXR Ligand Obeticholic Acid in NASH Treatment », a 
été basée sur l’administration durant 72 semaines d’OCA chez des patients atteints de NASH 
(Neuschwander-Tetri et al., 2015). Les résultats montrent que 45% des patients traités avec 
l’OCA présentent une amélioration significative de la NASH avec une perte de poids associée, 
contre 21% pour les patients traités avec le placebo. De façon intéressante, l’OCA présente 
également des effets bénéfiques sur la fibrose (35% d’amélioration chez les patients traités 
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contre 19% chez les placebo) (Neuschwander-Tetri et al. 2015). Cependant, l’OCA augmente 
la concentration plasmatique des LDL cholestérol au détriment des HDL cholestérol ainsi que 
l’insulinémie à jeun. Ces potentiels effets négatifs sont à confirmer. L’OCA est actuellement 
dans sa phase III d’essai clinique dans l’étude nommée REGENERATE. Son but est d’évaluer 
l’efficacité et la sûreté de l’OCA sur la NASH et la fibrose à long terme. Pour cela, 2000 patients 
atteints de NASH avec ou sans fibrose sont suivis pendant 18 mois afin d’évaluer la progression 
histologique de la cirrhose et le taux potentiel de survenue d’hépatocarcinomes. Un autre 
agoniste synthétique de FXR a été développé dans le but de pallier les effets négatifs de l’OCA. 
Il s’agit du BAR502 qui, à l’inverse des autres, n’agit pas comme un acide biliaire (Carino et al., 
2017). Utilisé chez la souris, cet agoniste réverse l’obésité, améliore la stéatose, 
l’inflammation et la tolérance au glucose induites pas un régime gras (Carino et al., 2017). 
D’autres agonistes ont été testés lors d’études cliniques comme le GS-9674 et le INT-767 et 
sont tous deux en phase I (Gege et al. 2014; McMahan et al. 2013). Dans un modèle animal, 
l’INT-767 améliore les caractéristiques de la NASH et module l’activation des monocytes 
(McMahan et al. 2013). FXR est donc la cible de nombreux agents pharmacologiques 
actuellement en essais cliniques dans le traitement de la NASH et de la fibrose. Ces agents 
peuvent se conjuguer ou non aux acides biliaires pour induire des effets bénéfiques sur la 
NASH. 
- TR-β 
Un autre mécanisme par lequel les acides biliaires peuvent influencer le métabolisme 
énergétique hépatique concerne l’activation du Récepteur aux Hormones Thyroïdiennes TRβ. 
L’activation de TRβ serait bénéfique d’un point de vue métabolique, notamment en réduisant 
les taux de Glucose et d’Insuline. Un activateur de TRβ, le KB-2115, s’est montré très efficace 
dans le traitement de l’hyperlipidémie (Ladenson et al., 2010). De plus, KB-2115 et GC-1, un 
autre agoniste spécifique de TRβ, préviennent tous deux de la stéatose hépatique chez des 
rats nourris avec un régime HFD et chez des souris ob/ob (Martagón et al., 2015; Vatner et al., 
2013). Malgré ces effets bénéfiques, aucun de ces agonistes n’améliore cependant l’insulino-
sensibilité (Vatner et al., 2013).  
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b. Agents limitant la synthèse lipidique 
L’accumulation hépatique de lipides est l’élément de base du développement de la 
NAFLD. En effet, la lipogenèse de novo, source importante de triglycérides hépatiques est 
augmentée au cours de la NASH (Lambert et al., 2014b) et participe grandement au 
développement de la stéatose et à la formation de molécules lipotoxiques  (Neuschwander-
Tetri, 2010). Il paraît donc nécessaire de cibler cette voie pour traiter la NAFLD et ses 
complications. De nombreux agents chimiques ciblent les enzymes de la lipogenèse de novo 
et notamment ACC, SCD1, MGAT et DGAT. Nous détaillerons ici l’ensemble de ces traitements 
et leurs mécanismes associés. 
- ACC 
L’Acétyl-coA Carboxylase catalyse l’étape première et limitante de la lipogenèse de 
novo (Savage et al. 2006). Elle permet la carboxylation de l’acétyl-coA en Malonyl-coA. ACC 
est une cible thérapeutique privilégiée puisqu’elle possède la capacité d’activer la lipogenèse 
de novo mais aussi d’inhiber la β-oxydation (Foster 2012; Tong and Harwood 2006). En effet, 
ACC2, l’une des deux isoformes d’ACC, inhibe CPT1 et diminue ainsi l’oxydation lipidique 
mitochondriale (Savage et al. 2006). De façon intéressante, les souris invalidées pour Acc2 
sont protégées de l’obésité et de l’accumulation intra-hépatique de lipides associées à une 
amélioration de la signalisation de l’Insuline (Abu-Elheiga et al. 2012). Cependant, ce 
phénotype n’est pas reproductible sur tous les fond génétiques murins (Hoehn et al. 2012). 
Les souris invalidées pour Acc1 quant à elles présentent une diminution des taux de lipides 
hépatiques sans modification du métabolisme glucidique (Mao et al., 2006). 
De nouvelles molécules inhibitrices des deux isoformes d’ACC ont été développées 
récemment et sont actuellement en différentes phases d’essais cliniques (Harwood et al., 
2003; Tong and Harwood, 2006). Elles agissent de manière différente dans cette inhibition 
d’ACC. En effet, elles peuvent rentrer en compétition avec l’acétyl-coA, le substrat d’ACC, 
inhiber la réaction de transfert du carboxyl ou inhiber l’activité Biotine-Carboxylase. 
L’inhibiteur pharmacologique d’ACC1 et 2, le ND-630, agit sur ce dernier mécanisme et 
augmente l’oxydation lipidique hépatique (Harriman et al. 2016). Chez les rats, ND-630 
diminue les taux hépatiques et plasmatiques de lipides et améliore leur profil glycémique 
lorsqu’ils sont nourris avec un régime riche en graisses et en sucres (Harriman et al. 2016). Le 
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NDI-010976, un inhibiteur allostérique des ACC, est actuellement en phase I d’essai clinique. 
Son utilisation chez des sujets obèses diminue de façon dose-dépendante la lipogenèse de 
novo et ce jusqu’à 98% (Westlin et al. 2016). Cela en fait un potentiel agent thérapeutique 
pour traiter la NAFLD. Deux autres inhibiteurs d’ACC sont actuellement en phase IIa. Il s’agit 
du GS-0976 et du PF-05221304. Des données préliminaires utilisant le GS-0976 à une dose de 
20mg montrent une amélioration du contenu en lipides hépatiques et des marqueurs de la 
fibrose. Une étude utilisant le GS-0976 est en cours chez des patients atteints de NASH afin de 
déterminer sa sûreté et son efficacité.  
Globalement, les inhibiteurs d’ACC sont de bons candidats pour le traitement de la 
NASH puisqu’ils agissent sur les deux facettes du métabolisme lipidique (synthèse et 
dégradation). Cependant, l’inhibition d’ACC peut conduire à une accumulation d’Acétyl-coA 
au niveau mitochondrial par l’inhibition de la lipogenèse et l’augmentation de l’oxydation 
lipidique. L’accumulation d’Acétyl-coA pourrait entraîner ensuite une hausse de la 
néoglucogenèse par une activation allostérique de la Pyruvate Carboxylase et ainsi contrer les 
effets bénéfiques de l’inhibition d’ACC dans l’amélioration de la sensibilité à l’insuline 
(Rachel J. Perry et al. 2015). 
- SCD1 
SCD1 est une enzyme clé dans la désaturation des acides gras. Elle rajoute une double 
liaison au stéarate (C18 :0) pour donner de l’oléate (C18 :1), un acide mono-insaturé présent 
abondamment dans le foie. Les souris invalidées pour Scd1 sont protégées de l’obésité et de 
l’intolérance au glucose induites par un régime gras (Ntambi et al. 2002). L’intérêt de cibler 
SCD1 dans le traitement de la NAFLD réside également dans sa capacité à augmenter la 
dépense énergétique. Plusieurs inhibiteurs de SCD1 sont actuellement en essai clinique. 
L’Aramchol est le plus connu d’entre eux (Safadi et al. 2014) et est actuellement en phase IIb. 
Cet agent peut se fixer aux lipides tels que l’acide arachidonique, mais aussi aux acides biliaires 
comme l’acide cholique et entraîne une surexpression de Abca1, transporteur reverse du 
cholestérol (Goldiner et al. 2006; Leikin-Frenkel et al. 2008, 2010). Il permet de diminuer le 
contenu en lipides hépatiques mais n’a aucun effet sur le poids ni sur la sensibilité à l’insuline. 
Dans une étude randomisée en double aveugle contre placebo, l’effet de l’Aramchol à 
300mg/jour ou 100mg/jour a été évalué sur des patients atteints de NASH ou de NAFLD (Safadi 
et al. 2014). Les résultats montrent une amélioration significative de la stéatose hépatique. 
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Ces résultats ont été confirmés par l’étude de phase IIb montrant une amélioration du 
contenu en triglycérides hépatiques après 52 semaines de traitement (400 ou 600mg/jour 
contre placebo). Ces résultats montrent aussi une amélioration de la NASH sans détérioration 
de la fibrose.  
Globalement, l’inhibition de SCD1 reste une stratégie intéressante pour traiter la 
NAFLD. De plus, elle pourrait également avoir un rôle dans la thérapie anti-cancéreuse en 
modifiant l’expression de certaines cytokines pro-inflammatoires (Brown and Rudel 2010). 
Cependant, d’autres études sont nécessaires pour la considérer en tant que tel.   
- MGAT et DGAT 
Il existe trois isoformes des Monoacylglycerol Acyltransferases (MGAT), nommées 
MGAT1, 2 et 3, permettant l’acylation de monoacylglycérol et pour former des diacylglycérols. 
Chez l’Homme, l’expression de MGAT3 est corrélée à la NAFLD et l’obésité alors que, chez la 
souris, l’expression hépatique de MGAT1 augmente après un régime riche en graisses.  
Les inhibiteurs pharmacologiques de MGAT2, comme le JTP-103237, ont montré des 
effets bénéfiques sur l’obésité et la stéatose induites par un régime riche en graisses (Okuma, 
Ohta, Tadaki, Hamada, et al. 2015; Okuma, Ohta, Tadaki, Ishigure, et al. 2015). Les auteurs 
expliquent que ces effets seraient dus à une diminution de la prise alimentaire. De façon 
intéressante, cette diminution de la prise alimentaire est corrélée à une augmentation de la 
production d’Incrétines, suggérant un rôle de MGAT2 au niveau central dans le contrôle de 
l’appétence et/ou de la satiété. A l’heure actuelle, l’utilité de cibler MGAT3 chez l’Homme n’a 
pu être testée puisqu’aucun agent ciblant cette isoforme n’a encore été approuvé. Seule une 
étude qui utilise le PF-06471553, un inhibiteur sélectif de MGAT3 a été publiée (Huard et al., 
2015). Cependant, aucun phénotype associé n’a été décrit.  
Les Diacylglycerol Acyltransferases (DGAT) sont impliquées dans la dernière réaction 
de la lipogenèse puisqu’elless permettent l’acylation du DG en TG. Les deux isoformes de 
DGAT sont largement exprimées dans le foie et le tissu adipeux même si DGAT1 est également 
très exprimée dans l’intestin. Les souris invalidées pour Dgat1 sont protégées de la stéatose 
hépatique et de l’insulino-résistance induites par un régime HFD. L’invalidation totale de 
Dgat2 quant à elle n’est pas viable. Cependant, une diminution hépatique et adipocytaire de 
l’expression de Dgat dans un modèle d’insulino-résistance (HFD) diminue les taux de DAG par 
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la lipogenèse inhibant ainsi l’activité de PKCε et l’insulino-résistance associée (Choi et al. 
2007). De façon inverse, une augmentation de son expression se traduit en une augmentation 
des taux de TG, DAG et des céramides aboutissant à une insulino-résistance (Jornayvaz et al. 
2011). Des études précliniques suggèrent que l’utilisation d’inhibiteurs de DGAT1, tels que le 
T863 ou le JTT-553, prévient le gain de poids, la stéatose et l’insulino-résistance (Cao et al., 
2011; Tomimoto et al., 2015).  
En résumé, la lipogenèse est une cible privilégiée dans le traitement de la NAFLD 
puisqu’elle est responsable, avec la lipolyse adipocytaire et la prise alimentaire, de 
l’accumulation de médiateurs lipotoxiques et de l’activation de plusieurs processus cellulaires 
déterminants dans la survenue de la NASH. L’intérêt thérapeutique de cibler cette voie 
lipogénique intéresse de nombreuses équipes de recherche et a permis le développement de 
plusieurs thérapies. En plus de la lipogenèse, le cholestérol joue un rôle important dans la 
pathogénicité de la NASH (Farrell and van Rooyen 2012; Puri et al. 2007). Etant donné l’étroite 
relation entre la NAFLD et le syndrome métabolique, beaucoup de patients atteints de NAFLD 
présentent également une dyslipidémie et des risques augmentés de maladies 
cardiovasculaires. L’utilisation de Statines est généralement bien appréciée des patients 
atteints de NAFLD (Pastori et al. 2015). Une analyse rétrospective a permis de corréler la prise 
médicamenteuse de Statines à une diminution du risque de NASH et de fibrose chez des 
patients atteints de stéatose (Dongiovanni et al. 2015). Globalement, les études cliniques 
utilisant les Statines sur des patients atteints de NAFLD sont rares mais montrent 
généralement des effets bénéfiques de ces derniers sur le contenu lipidique hépatique.  
- Thérapies basées sur les incrétines 
 
GLP1 (Glucagon Like Peptide 1) est une hormone intestinale, ou Incrétine, dérivée de 
la polyprotéine proglucagon qui est également un précurseur du Glucagon (Holst, 2007). GLP1 
est sécrété par les cellules L de l’intestin en réponse à la prise alimentaire et agit 
respectivement sur les cellules β et α du pancréas pour stimuler la sécrétion d’Insuline et 
inhiber celle de Glucagon. Au-delà du pancréas, GLP1 améliore la sensibilité périphérique à 
l’Insuline, augmente l’entrée de glucose et la synthèse de glycogène dans le foie, retarde la 
vidange gastrique et diminue l’appétit (Abu-Hamdah et al., 2009). De nombreux agonistes du 
récepteur à GLP1 sont aujourd’hui cliniquement approuvés dans le traitement du diabète de 
type 2. Parallèlement, la majorité d’entre eux conduisent à une perte de poids. Cependant, 
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seul le Liraglutide s’est montré efficace dans le traitement de la NASH (Armstrong et al., 2013, 
2016a). Un traitement de 26 semaines avec cet agoniste est associé à une diminution de 
l’activité plasmatique de l’ALAT, même si cela peut s’expliquer par les diminutions 
concomitantes du poids et d’HbA1c (Armstrong et al., 2016a). Dans une étude randomisée en 
double aveugle contre placebo, nommée « LEAN », les auteurs montrent une meilleure 
résolution de la NASH chez les patients traités avec l’agoniste de GLP1 à 1,8mg/jour pendant 
48 jours. Ces études montrent également une amélioration de la stéatose et du « ballooning » 
associé à la NASH mais aucune amélioration de l’inflammation et de la fibrose. Cependant, 
l’étude ne montre pas si l’amélioration des symptômes n’est pas due seulement à la perte de 
poids induite par le GLP1.  
Une approche alternative, visant à augmenter les effets endogènes de GLP1, est 
d’inhiber l’enzyme responsable de sa dégradation, DPP-4 (« Dipeptidyl Peptidase 4 »). 
Plusieurs inhibiteurs pharmacologiques de DPP-4 ont été développés et étudiés. Il s’agit de 
l’Evogliptine, la Sitagliptine et de la Vildagliptine. Etant donné l’utilisation préférentielle de ces 
molécules pour traiter le diabète, les études concernant leurs effets sur le NAFLD sont rares 
et souvent limitées aux patients diabétiques présentant une stéatose. Seule une étude,  
utilisant l’histologie comme support montre qu’un traitement avec 100mg/jour de Sitagliptine 
pendant 1 an est associé à une amélioration de l’activité plasmatique des enzymes hépatiques, 
des scores histologiques de stéatose et de « ballooning » (Yilmaz et al., 2012). Une diminution 
modeste du contenu lipidique hépatique par RMS (Résonance Magnétique Spectroscopique) 
a également été obtenue après 24 semaines de traitement avec la Sitagliptine et la 
Vildagilptine (Kato et al., 2015). Cependant, d’autres études plus récentes et de plus longue 
durée n’ont pas confirmé ces effets (Cui et al., 2016; Dohil et al., 2011; Fukuhara et al.). De ce 
fait, l’inhibition de DPP-4 semble plus efficace pour le traitement du diabète que pour le 
traitement de la NASH.  
Néanmoins, les mécanismes par lesquels les Incrétines améliorent la NAFLD et la NASH 
ne sont pas totalement clairs. La plupart des effets bénéfiques des Incrétines pourraient être 
attribués à la diminution de l’appétit, qui est probablement régulée au niveau du système 
nerveux central (SNC) via GLP1. L’action de GLP1 sur le SNC a d’autres effets. Elle permet 
d’augmenter la dépense énergétique, d’activer le tissu adipeux brun et de diminuer la 
synthèse de lipides au niveau du tissu adipeux blanc (Lockie et al., 2012; Sisley et al., 2014). 
Les analogues de GLP1 agissent aussi sur les diminutions respectives de la production 
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hépatique de glucose (Seghieri et al., 2013) et de la lipogenèse de novo (Armstrong et al., 
2016b). A l’heure actuelle, aucun récepteur de GLP1 au niveau des hépatocytes n’a été 
clairement décrit. De ce fait, l’action hépatique de GLP1 implique peut-être une modulation 
indirecte via l’activité neuronale et/ou hormonale au niveau du SNC (Jin and Weng, 2016). 
2. Thérapies ciblant l’inflammation et l’apoptose 
L’ensemble des traitements de la NASH et de la fibrose ciblant l’inflammation, l’apoptose 
et la mort cellulaire ainsi que leurs mécanismes d’action sont présentés Figure 16 et Tableau 
3. 
a. Antioxydants 
La vitamine E est l’antioxydant privilégié du traitement de la NASH. Il est actuellement 
en phase III d’essai clinique. La vitamine E est la combinaison de 8 différents tocophérols et 
tocotriénols avec l’α-tocophérol. L’α-tocophérol est le principe actif de la vitamine E puisqu’il 
possède une grande affinité avec la protéine de transfert du tocophérol permettant le 
transport de la vitamine E de l’intestin vers le foie (Kaempf-Rotzoll et al., 2003).  
L’étude PIVENS a permis de démontrer qu’une utilisation de la vitamine E (800UI/jour 
pendant 96 jours) améliore l’histologie de la NASH (43% contre 19% chez les placebo) et 
permet une résolution de la NASH chez 36% des sujets (Sanyal et al., 2010). Cette résolution 
est associée à une diminution du « ballooning » et de l’inflammation lobulaire. Cela démontre 
le pouvoir antioxydant de la vitamine E en diminuant le stress oxydant (Figure 16). Aucun effet 
sur la cirrhose n’a cependant été rapporté. Ces résultats ont été confirmés dans une nouvelle 
étude combinant les résultats des essais cliniques PIVENS et FLINT (Kowdley et al., 2015; 
Neuschwander-Tetri et al., 2015). L’exclusion des patients diabétiques et de ceux présentant 
une cirrhose constitue cependant une limite à cette étude. Une autre étude met l’accent sur 
les risques de mortalité associés la vitamine E. Effectivement, une large méta-analyse utilisant 
la vitamine E a démontré une augmentation du taux de mortalité (Miller et al., 2005). Mais, 
cela n’a pu être confirmé par d’autres méta-analyses (Abner et al., 2011).  
Un autre antioxydant utilisé dans le traitement de la NASH est la cystaemine 
(amiothiol). Il agit comme un balancier entre la production de ROS et de glutathion et permet 
de renforcer les stocks de glutathion au détriment des ROS. Cela fait de lui une cible 
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potentielle du traitement de la NASH. Un traitement de 24 semaines avec la cystaemine 
bitartrate améliore de façon significative les enzymes hépatiques sans effet sur l’IMC (Dohil et 
al., 2011). L’étude NIDDK de phase IIb réalisée pendant 1 an sur 169 enfants présentant une 
NASH diminue les taux d’ALAT mais ne présente aucun bénéfice histologique de résolution de 
la NASH (Schwimmer et al., 2016). 
b. Anti-apoptotiques 
Un composant majeur de la stéatohépatite est la souffrance hépatique et l’apoptose. 
Celle-ci est notamment médiée par le TNF-α (Feldstein and Gores, 2005; Syn et al., 2009). 
L’action du TNF-α passe par une cascade enzymatique d’activation des Caspases. L’inhibition 
de cette voie constitue donc une piste potentielle du traitement de la NASH. L’Emricasan est 
un inhibiteur non sélectif des Caspases qui a été démontré comme bloquant l’apoptose et 
l’activation de Caspases inflammatoires et diminuant l’hypertension (Barreyro et al., 2015). 
L’étude de phase IIa démontre qu’un traitement de 28 jours avec l’Emricasan diminue les taux 
d’ALAT et d’ASAT. Ces résultats ont été explorés dans l’étude de phase IIb (ENCORE-NF) 
réalisée chez des patients atteints de NASH et de fibrose mais sans cirrhose. La prise 
d’Emricasan (50mg/jour pendant 72 semaines) améliorerait la fibrose sans aggraver la 
stéatohépatite (https://clinicaltrials.gov/ct2/show/NCT03205345). 
La Pentoxyfilline pourrait être également adaptée pour le traitement de la NASH. Ses 
effets probables sur TNF-α sont à l’origine d’une diminution du stress oxydatif et, 
possiblement, de la fibrose. Son utilisation chez des patients atteints de NASH conduit à une 
amélioration des profils histologiques associés à la NASH. Les facteurs majeurs impliqués dans 
cette amélioration sont la diminution de la stéatose et de l’inflammation (Zein et al., 2011). 
Cependant la Pentoxyfilline n’a aucun effet sur la sensibilité à l’Insuline et sur le « ballooning » 
des hépatocytes. 
La kinase ASK1 (Apoptosis Signal-regulating Kinase 1), impliquée dans la régulation de 
l’apoptose et de la fibrose, fait l’objet de plusieurs recherches. ASK1 est une MAP3 Kinase qui 
peut être activée par TNF-α et le stress oxydatif via p38/JNK. Dans des modèles murins, ASK1 
a été démontrée comme impliquée dans l’insulino-résistance et la stéatose médiées par TNF-
α (Xiang et al., 2016). A l’opposé, son inhibition, par exemple par le GS-4997, améliore la 
stéatose et la fibrose induites par un régime riche en graisses, en cholestérol et en sucre 
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(Budas et al., 2016). Au niveau clinique, l’inhibition d’ASK1 par le GS-4997 s’est montrée 
bénéfique puisqu’elle réduit la fibrose associée à la NASH en seulement 6 mois (NCT 
02466516).  
Le Cenicrivirox est un double antagoniste du récepteur aux Chémokines CCR2/CCR5 (C-
C Chemokine Receptor type 2-5). Il a été montré comme jouant un rôle clé dans l’inflammation 
hépatique et la fibrose (Lefebvre et al., 2016a; Seki et al., 2009). Dans l’hépatocyte, les cellules 
de Kupffer sécrètent CCL2 (C-C Chemokine Ligand type 2) qui se fixe sur CCR2 pour initier la 
réponse inflammatoire. Ce processus implique la sécrétion de Cytokines pro-inflammatoires 
et d’Interleukines. Il active également des médiateurs pro-inflammatoires au niveau du tissu 
adipeux. Toutes ces espèces pro-inflammatoires concourent finalement à la stimulation des 
cellules stellaires hépatiques qui jouent un rôle important dans la fibrose (Lefebvre et al., 
2016b; Miura et al., 2012). Le Cenicrivirox a été évalué en phase II chez des patients atteints 
de NASH, de fibrose, de diabète et de syndrome métabolique (étude CENTAUR) à une dose de 
150mg pendant 2 ans. Les résultats montrent que le Cenicrivirox améliore la NASH et la fibrose 
chez 1 patient sur 2. Son effet sur la fibrose est actuellement testé en phase III sur des patients 
atteints de NASH avec une fibrose de stade avancé. 
3. Anti-fibrotiques 
La réduction de la fibrose retient une attention particulière puisqu’elle est associée aux 
complications majeures des hépatopathies métaboliques et notamment de la NASH. De façon 
générale, peu de thérapies sont aujourd’hui spécifiques de la fibrose qu’elle soit indépendante 
ou non d’une NASH.  
Le Simtuzumab est un anticorps dirigé contre LOXL2 (« Lysyl Oxidase-Like 2 »), une 
enzyme responsable de la réticulation des chaînes de Collagène présentes en grande quantité 
dans les régions fibrotiques du foie (Barry-Hamilton et al., 2010). Il est actuellement évalué en 
phase IIb pour déterminer s’il peut diminuer la présence de Collagène dans le foie chez des 
sujets atteints de NASH et de fibrose avancées (NCT 01672866) (Figure 15). 
La Galactine-3 est une protéine exprimée dans les cellules immunitaires et a été 
démontrée comme jouant un rôle dans la fibrogenèse. GR-MD-02 est un sucre fonctionnant 
comme un inhibiteur de la Galactine-3. Chez les rongeurs et en phase I d’essai clinique, GR-
MD-02 s’est montré efficace dans la diminution de la fibrose (Traber et al., 2013). Cette 
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molécule a été testée en phase IIa chez des patients atteints de NASH et de fibrose de stade 3 
mais a été redirigée vers une étude de phase IIb avant la fin de l’essai. Elle est actuellement 
étudiée chez des patients atteints de NASH, de cirrhose et d’hypertension. L’étude dure 52 
semaines et la molécule est donnée de façon bimensuelle 
(https://clinicaltrials.gov/ct2/show/NCT02462967).    
4. Thérapies ciblant l’intestin 
 La meilleure thérapie de lutte contre le développement de la NAFLD concerne le 
changement d’habitudes de vie grâce à une meilleure alimentation et/ou l’exercice physique 
(Petersen et al., 2005b). Mais celui-ci perdure difficilement. Pour cette raison, plusieurs 
thérapies ciblant l’intestin ont émergé. La première est la chirurgie bariatrique. Celle-ci est 
aujourd’hui largement répandue et validée. Une étude examinant l’histologie des foies avant 
et 1 an après un bypass gastrique (Roux-en-Y) montre une diminution marquée du poids 
(environ 30%) et des améliorations métaboliques. En particulier, cette opération entraîne une 
diminution d’environ 30% de la production endogène de Glucose, de 40% de la sécrétion de 
VLDL et d’une baisse d’environ 50% du renouvellement de palmitate. Même si cette étude ne 
montre pas de nette amélioration sur l’inflammation et la fibrose, une autre étude laissant 
plus d’intervalles entre les analyses a démontré un effet de la chirurgie bariatrique sur ces 2 
paramètres (Mattar et al., 2005). Plusieurs études montrent également un effet de la chirurgie 
bariatrique sur le diabète de type 2 (Golomb et al., 2015; Schauer et al., 2017).  
Outre la pratique de la chirurgie bariatrique, d’autres traitements médicamenteux ont vu 
le jour. L’Orlistat est un inhibiteur de Lipase gastrique diminuant l’absorption des lipides 
alimentaires (Figure 14). Il a été approuvé pour le traitement de l’obésité. Un traitement de 6 
mois avec l’Orlistat est associé à une diminution significative des taux d’ALAT et de lipides 
intra-hépatiques (Zelber–Sagi et al., 2006). Le microbiote est également une cible 
thérapeutique majeure puisqu’il est lui-même impliqué dans la pathogenèse de la NAFLD et 
de la NASH (Henao-Mejia et al., 2012). Comme vu précédemment, cela passe en partie par 
l’exposition hépatique de produits bactériens comme le LPS. IMM-124e est un extrait de 
colostrum bovin riche en IgG obtenu à partir de vaches immunisées contre le LPS. Dans un 
modèle de souris ob/ob, un traitement oral de IMM-124e est associé à une amélioration du 
contenu lipidique hépatique et de la sensibilité à l’insuline (Adar et al., 2012). Les auteurs 
relient ces effets à une réduction de la libération de LPS et d’autres produits bactériens de 
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l’intestin vers le foie entraînant ainsi une activation moins importante des cellules de Kupffer. 
La sensibilité à l’Insuline et la tolérance au glucose sont améliorées dans une étude de 30 jours 
réalisée sur 10 patients atteints de NASH et traités au IMM-124e (Ben Ya’acov et al., 2012). 
Actuellement en phase II, une étude évalue son effet potentiel sur une durée de 24 semaines 
chez des patients atteints de NASH (NCT02316717).  
Il existe également des antibiotiques comme le Solithromycine qui sont en phase clinique 
pour le traitement des infections bactériennes (Figure 15). Dans un modèle murin de NASH 
induite par la streptozotocine, l’utilisation de Solithromycine a démontré une réduction de 
l’inflammation et du ballooning hépatique sans effet sur le contenu lipidique du foie 
(Fernandes et al., 2014). Cependant, son mécanisme d’action n’est peut-être pas relié à 
l’activité antibactérienne de la Solithromycine puisqu’elle n’est pas active contre les bactéries 
Gram-négatives. Sur la base de ces résultats, une étude de phase II est en cours pour 
déterminer l’effet de cet antibiotique sur des patients atteints de NASH sans cirrhose pendant 
13 semaines (NCT02510599).  
La multiplicité des approches thérapeutiques ciblant la NASH reflète sa nature complexe et 
l’incertitude quant à sa pathogenèse. Cet état pathologique résulte en effet de la convergence 
de nombreuses anormalités métaboliques. Il est donc difficile de définir un traitement fiable, 
ciblant toutes les caractéristiques propres à la NASH. Malgré tout, l’acide obéticholique et 
l’Elafibranor se sont révélés les plus efficaces et seront probablement mis sur le marché dans 
les prochaines années. Cependant, toute vigilance doit être requise concernant leurs effets à 
long terme sur la progression « interne » de la maladie mais aussi sur la santé générale du 
receveur. Beaucoup de patients atteints de NASH présentent des pathologies associées. De ce 
fait, une thérapie ciblant la NASH ne doit pas aggraver d’autres comorbidités, notamment les 
maladies cardio-vasculaires. 
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a b s t r a c t
Non-alcoholic fatty liver disease (NAFLD) involves a panel of pathologies starting with hepatic steatosis
and continuing to irreversible and serious conditions like steatohepatitis (NASH) and hepatocarcinoma.
NAFLD is multifactorial in origin and corresponds to abnormal fat deposition in liver. Even if triglycerides
are mostly associated with these pathologies, other lipid moieties seem to be involved in the develop-
ment and severity of NAFLD. That is the case with sphingolipids and more particularly ceramides. In this
review, we explore the relationship between NAFLD and sphingolipid metabolism. After providing an
analysis of complex sphingolipid metabolism, we focus on the potential involvement of sphingolipids in
the different pathologies associated with NAFLD. An unbalanced ratio between ceramides and terminal
metabolic products in the liver and plasma promotes weight gain, inﬂammation, and insulin resistance.
In the etiology of NAFLD, some sphingolipid species such as ceramides may be potential biomarkers for
NAFLD. We review the clinical relevance of sphingolipids in liver diseases.
© 2018 Published by Elsevier B.V.
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1. Overview of sphingolipid metabolism
Sphingolipids form a complex class of bioactive lipids ubiqui-
tously found in many organisms. Compared to their glycerolipid
counterparts, called glycerophospholipids, sphingolipids are low in
abundance, accounting for less than 20% of glycerophospholipid
mass [1,2]. However, the glycosphingolipid class includes over
100,000 distinct species (Table 1) grouped into four subfamilies
(phosphosphingolipid, glycosphingolipids, sphingoid bases,
ceramides) and shares a common structure designated as the
sphingoid base [3] (Fig. 1). Since their description by Thudichum in
1884 as “Sphinx-like,” up to the 1980s, sphingolipids were
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considered only as structural membrane components [4]. Indeed,
they contribute to shape membranes and to the arrangement of
membrane lipid domains, known as “lipid rafts” [5,6]. These rafts
are involved in several mechanisms, including cell signaling,
secretion, and endocytosis [7]. Therefore, a growing body of evi-
dence shows that sphingolipids are bioactive lipids involved in
regulating major biological processes [8,9].
Sphingolipid de novo biosynthesis starts in the endoplasmic
reticulum with the condensation of serine and palmitoyl-CoA
catalyzed by serine palmitoyl transferase (SPT) [10]. The availabil-
ity of palmitic acid (C16:0) is rate-limiting for ceramide synthesis;
however, other long-chain fatty acids can be used such as stearate
(C18:0), arachidate (C20:0), and lignocerate (C24:0) [11]. The
resulting product, sphinganine, is acylated into dihydroceramide by
ceramide synthase (CerS). Then, dihydroceramide is desaturated by
DES1 (Delta 4-Desaturase, Sphingolipid 1), giving rise to ceramide,
the backbone of sphingolipid metabolism. A variety of CerS
generate different acyl-chain ceramides from C14 to C30 [12].
CerS2, which synthesizes long-chain ceramides, is the most
prominent CerS and is particularly expressed in liver [13]. Conse-
quently, C22:0 and C24:1 are the major ceramide species present in
healthy humans [14].
Ceramide biosynthesis can be considered as a metabolic hub
because it takes place at the crossroads of different anabolic and
catabolic pathways. After de novo synthesis in endoplasmic retic-
ulum, ceramides are either taken to the Golgi by vesicular transport
to be glycosylated into glucosylceramides (GluCer) or delivered by
ceramide transport protein (CERT). When ceramides reach the
Golgi, they are modiﬁed with a polar head to form sphingomyelin
(SM) [15] (Fig. 2). Distribution of SM and GluCer to the plasma
membrane occurs by vesicular transport. In the plasma membrane,
SM can be hydrolyzed into ceramide (the sphingomyelinase
(SMase) pathway) by neutral or acid SMase (Fig. 2). Next, ceramide
can be transformed by neutral ceramidase (CDase) into a bioactive
signaling molecule called sphingosine (Sph), which ﬁnally can be
phosphorylated into Sph-1-phosphate (S1P) by Sph kinase (SphK).
S1P represents one of the ﬁnal metabolic products of sphingolipid
metabolism and is a key bioactive sphingolipid involved in cell
survival, cell migration, and inﬂammation [16,17]. SM also can be
internalized with glycosphingolipids into the endocytic vesicle to
reach the lysosomal compartment. In the lysosome, SM is
Abbreviations list





DES1 Sphingolipid desaturase 1
GluCer Glucosylceramide
HFD High fat diet
HIF-2a hypoxia-inducible factor 2a
IRS-1 Insulin receptor substrate-1
LDL Low density lipoprotein
LPS Lipopolysaccharide
NAFLD Non alcoholic fatty liver disease
NASH Non alcoholic steatohepatitis
PKB Protein Kinase B










TNF-a Tumor necrosis factor-a
TGF1-b Transforming growth factor-1b
Table 1
Lipid classiﬁcation and abundance (adapted from Yetukuri et al., 2008) [224].
The lipid family is divided into 9 distinct groups: fatty acids, acyl-coA, mono-
acylglycerols, diacylglycerols, triacylglycerols, phospholipids, ceramide, glyco-
sphingolipids, and cholesterol. Glycosphingolipid is the most abundant.
Type of lipid Quantity of molecular species in class






Ceramide & Sphingomyelin >400
Glycosphingolipids >100000
Cholesterol & Cholesterol esters 41
Total ~180000
Fig. 1. General structure of sphingolipid species. All sphingolipids share a common
long-chain base, the sphingoid base (sphingosine) linked to a fatty acid by an amine
bond. The acyl chain length of a fatty acid depends on the sphingolipid species.
Distinction of the different sphingolipid entities (ceramides, sphingoid bases, glyco-
sphingolipids, phosphosphingolipids) is based on the type of substituent representing
the alcohol function of the amine bond. The simplest structure is ceramide with a
radical hydrogen. Sphingomyelin and glycosphingolipids are structurally more com-
plex with an addition of phosphocholine or a sugar, respectively.
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hydrolyzed into ceramide, which is further hydrolyzed by CDase to
form Sph. Then, Sph can be recycled in endoplasmic reticulum into
ceramide by the salvage pathway (Fig. 2), which represents 50%e
90% of total sphingolipid biosynthesis (depending on the cell life
stage) [18,19].
De novo synthesis of ceramide represents the best characterized
pathway. Several of the enzymes required for de novo ceramide
synthesis (e.g., CerS, Des1, SPT) are well-established pharmaco-
logical or genetic targets in metabolic diseases. For example, myr-
iocin, a SPT inhibitor, enhances whole body metabolism, protecting
against diabetes, atherosclerosis, and hepatic steatosis in different
animal models [20e22]. Using heterozygous Des1 null-mice
(Des1þ/"), Holland et al. demonstrated that reducing ceramide
synthesis is sufﬁcient to reverse insulin resistance in response to
dexamethasone [20]. Fumonisin is another well-known inhibitor of
de novo synthesis that acts in vivo as an insulin sensitizer [23]. This
molecule behaves as a competitive inhibitor of ceramide synthesis
because of its structural similarity to sphinganine and sphingosine,
two substrate for ceramide synthase [24,25]. However, it is also
hepatotoxic and promotes hepatocarcinoma [26,27]. The SMase
pathway involves the hydrolysis of a phosphocholine head group
from SM. Acid SMase deﬁciency is correlated with a wide range of
phenotypes including hepatomegaly, splenomegaly, and abnormal
neurological examinations [28,29]. Particularly, the absence of
SMase activity leads to type I Niemann-Pick syndrome, an
autosomal-recessive cholesterol-storage disease.
SM is the most abundant sphingolipid in mammalian cells
[30,31], mainly found in plasma membrane and lipoproteins,
especially low-density lipoproteins (LDLs) [1]. SM is more abundant
than ceramide. Therefore, small changes in SM concentrations are
sufﬁcient to signiﬁcantly inﬂuence ceramide abundance. Similarly,
ceramide concentration is highly correlated with Sph. Overall,
sphingolipid homeostasis is tightly regulated, and a slight change in
the level of one intermediate of sphingolipid metabolism may
signiﬁcantly affect the sphingolipidome with consequences for cell
structure and cell signaling.
2. Role of lipids in non-alcoholic fatty liver diseases
Non-alcoholic fatty liver disease (NAFLD) represents a major
chronic liver disease worldwide, characterized as progressive and
developing in different stages. The ﬁrst stage is hepatic steatosis
Fig. 2. Compartmentalization of sphingolipid metabolism. Ceramide represents a veritable hub in sphingolipid metabolism. Three metabolic pathways lead to ceramide syn-
thesis. First, a de novo pathway (1) in endoplasmic reticulum begins with the condensation of serine and palmitoyl-coA to form different sphingoid bases, which condense with
another fatty acid to form ceramide. Ceramide can be exported to the Golgi through vesicular transport or by CERT to form glucosylceramide or sphingomyelin, respectively. These
metabolites reach the plasma membrane by vesicular transport. Sphingomyelin can be hydrolyzed into ceramide through the sphingomyelinase pathway (2), which represents the
second metabolic pathway leading to ceramide synthesis. In plasma membrane, ceramide can produce other bioactive sphingolipids such as sphingosine and terminal product
sphingosine-1-phosphate. While sphingosine-1-phosphate is exported out of the cell, sphingosine can join endoplasmic reticulum to be recycled in ceramide by the salvage
pathway (3). Sphingosine can also be synthesized in the lysosome by successive reactions involving sphingomyelin and ceramide. Free sphingosine joins the endoplasmic reticulum
to re-create ceramide by salvage pathway.
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and is highly prevalent (15%e25% of the urban population) [32].
This stage is histologically described by an accumulation of tri-
acylglycerols (TAGs) in hepatocytes, which representsmore than 5%
of total liver weight in the absence of excessive alcohol consump-
tion [33]. Hepatic steatosis is a result of an imbalanced ratio be-
tween hepatic fatty acid supply and expenditure, caused by (i)
excess peripheral lipolysis, (ii) excess fatty acid lipolysis, and (iii)
defective fatty acid oxidation/lipoprotein secretion [34]. Despite
being benign and reversible at onset, hepatic steatosis can advance
into irreversible states such as steatohepatitis (NASH), cirrhosis,
and hepatocellular carcinoma [35e37]. Liver biopsy remains the
best method for conﬁrming the presence of NASH and more
advanced stages [38]. Obesity is established as a predisposing factor
for the development of hepatic steatosis, which has a prevalence
that is three times higher among obese people than in a general
urban population. In addition, 90% of morbidly obese individuals
have hepatic steatosis [39e41]. Advanced stages are characterized
by steatosis, lobular and portal inﬂammation, apoptosis, cell death,
and ﬁbrogenesis [37,42,43]. Lobular inﬂammation occurs as a few
inﬂammatory foci including lymphocytes, eosinophils, and neu-
trophils [44] and reﬂects the dysregulation of hepatic cytokine
expression. The global prevalence of NASH is approximately 3%e6%
[36,45].
In 1998, Day and colleagues described the “two-hit” models in
the occurrence of NAFLD and its progression into NASH [46]. The
ﬁrst hit consists of obesity-associated degeneration of the liver in
fatty liver linked to peripheral and hepatic insulin resistance [47].
Indeed, NAFLD is strongly associated with both hepatic and pe-
ripheral insulin resistance with a reduction in insulin sensitivity
and a defect in the ability of insulin to suppress endogenous glucose
production, a component of hepatic insulin resistance [48,49]. In
steatosis, accumulation of hepatic triglyceride is caused by
increasing calorie intake and de novo lipogenesis [34]. Insulin
resistance may enhance this process by increasing free fatty acid
delivery by adipose tissue lipolysis and by stimulation of anabolic
processes by hyperinsulinemia [50,51]. In NAFLD, lipids accumulate
in the liver mostly as TAG and cholesterol esters [34].
The second hit regroups several inter-related events such as
oxidative stress, hepatotoxicity caused by free fatty acids, hyper-
insulinemia, increased intrahepatic cholesterol, and increased cy-
tokines. This second step leads to inﬂammation and ﬁbrosis by
increasing lipid peroxidation due to additional sources of oxidative
stress [46]. Among these sources, Cyp2e1, which is increased in
patients and animal models of NASH, can liberate free radicals from
nitrosamines, aldehydes, and ketones [52,53]. Increasing free fatty
acids and ketones in NASH can potentially act as mediators of
Cyp2e1 [54].
The liver contains parenchymal and non-parenchymal cells,
including hepatocytes (the main liver cells), Kupffer cells (liver-
resident macrophages), stellar cells (involved in vitamin A meta-
bolism), and biliary epithelial cells (forming bile ducts), which
contribute to maintaining liver homeostasis. All of these cells are
targets of the hepatic lipotoxicity driving NAFLD progression.
Several studies have indicated that in hepatocytes, triglyceride
accumulation rather than saturated fatty acid accumulation is
protective against lipotoxicity and liver disease [55,56]. When
excess saturated fatty acids are poorly incorporated into hepatocyte
triglycerides, they induce lipotoxicity, resulting in hepatocellular
apoptosis and liver injuries [57,58]. Conversely, unsaturated fatty
acids are protective against lipotoxicity through promotion of tri-
glyceride accumulation in hepatocytes [57,59]. Genetic or phar-
macological inhibition of stearoyl-CoA desaturase-1, the enzyme
that converts saturated fatty acids to monounsaturated fatty acids,
leads to endoplasmic reticulum stress and hepatocellular apoptosis
[58,60]. All of this cellular damage contributes to liberation of
damage-associated molecular patterns (DAMPs). DAMPs are
recognized by Toll-like receptors (TLRs) localized on the surface of
Kupffer cells, the liver-resident macrophages responsible for pro-
ducing pro-inﬂammatory and pro-ﬁbrosis cytokines such as tumor
necrosis factor-a (TNF-a) and transforming growth factor-1b (TGF-
1b). TGF-1b in turn activates stellar cells, which play a key role in
the development of NASH and ﬁbrosis [61,62]. Therefore, speciﬁc
defects in hepatocyte lipid homeostasis distinguish simple hepatic
steatosis from NASH and contribute to promote inﬂammation.
As is well established, NAFLD is associated with numerous he-
patic changes in lipid composition [63]. For example, hepatic
cholesterol increases progressively during NAFLD and NASH.
Moreover, patients with NASH have less hepatic arachidonic acid
(20:4n-6) and TAG than healthy patients [64]. In plasma, a decrease
in polyunsaturated fatty acids characterizes progression from
normal to NAFLD to NASH status [63]. These effects are partially
attributed to the elongase ELOVL6, which is positively correlated
with severity of steatosis in NASH patients. In mice, Elovl6 depletion
protects against atherogenic dieteinduced hepatic steatosis and
inﬂammation [65], whereas overexpression leads to ﬁbrosis.
Several studies have focused on triglyceride accumulation as the
triggering factor in NAFLD and insulin resistance [34,66], although
triglyceride is not a signaling lipid. However, other lipid species act
as mediators of insulin signaling and may contribute to insulin
resistance and NAFLD [67]. Among these species, diacylglycerol and
sphingolipids, especially ceramides, are potentially good candidates
[68e71].
3. Sphingolipid as mediators of metabolic disorders
3.1. Sphingolipids in NAFLD
Sphingolipid levels contribute to the development of NAFLD in
multiple ways involving overweight, inﬂammation, insulin resis-
tance, and oxidative stress. Because a long-chain saturated fatty
acid (palmitoyl) constitutes a substrate for sphingolipid de novo
synthesis, saturated fatty acids may directly affect sphingolipid
levels [72,73]. Indeed, an oversupply of saturated fatty acids may
stimulate sphingoid base production and ceramide biosynthesis via
SPT and CerS [74]. Moreover, sphingolipids and glycerolipid meta-
bolic pathways share many common intermediates [75,76]. In
particular, lipidomic analyses show a strong correlation between
triglycerides and sphingolipid content in the liver. Liver represents
a central site for ceramide production and generally contains a far
higher quantity of sphingolipids, especially ceramide and sphin-
gomyelin, than all other tissues [10,77,78]. For this reason, liver is
prone to sphingolipotoxicity. As an example, hepatic ceramide and
sphingomyelin content are signiﬁcantly increased in liver of rats fed
with a high-fat diet (HFD) or in mice overexpressing acyl-
CoA:Diacylglycerol acyltransferase 2 in hepatocytes, two models
of hepatic steatosis [79,80]. Moreover, heterozygous CerS6
knockout mice (CerS6þ/") show increased b-oxidation and
decreased expression of CD36/FAT, resulting in reduced lipid
accumulation [81]. At the transcriptional level, NAFLD is associated
with increased expression of genes involved in the three different
pathways leading to ceramide synthesis (de novo synthesis,
sphingomyelin hydrolysis, and the salvage pathway) [70,79].
Apart from ceramides, other sphingolipid species contribute to
the development of NAFLD. In particular, dihydrosphingolipids
such as dihydroceramide and sphingomyelin species are critical in
the transition between steatosis and NASH [82e84]. Recently,
Kowalski et al. demonstrated that Sphk1 activity negatively corre-
lates with hepatic DAG and TAG accumulation in mice fed with a
high-fat, high-sucrose diet [85]. These authors also showed that
liver-speciﬁc overexpression of SphK1 largely decreases hepatic
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TAG but not DAG and ceramide levels inmice fedwith a low-fat diet
(9% energy as fat). The same phenotype is observed in mice over-
expressing Sphk2 with an improvement in HFD-induced hepatic
steatosis by activation of fatty acid oxidation [86].
SMase, which synthesizes ceramide from SM, especially through
the SMase pathway, seems also to be involved in NAFLD. Deletion of
SMase improves NAFLD progression by protecting against endo-
plasmic reticulum stress [87]. Deevska et al. demonstrated that
LDLr!/- mice lacking acid SMase are protected against diet
(enriched in saturated fat)-induced hepatic triglyceride accumula-
tion and insulin response disorders [88]. Last, it has been recently
shown that ceramide is stored as acylceramide in lipid droplets due
to the physical interaction among CerS, acyl-coA synthase, and
diacylglycerol acyltransferase at the interface between lipid droplet
and endoplasmic reticulum in the liver [89]. Ceramide storage in
acylceramide attenuates ceramide-induced apoptosis and is
potentially protective against NAFLD progression [89].
Effects on ceramide synthesis are not liver speciﬁc because other
organs such as skeletal muscle, adipose tissues, and heart respond
to HFD administration with increased ceramide content [90,91].
Therefore, sphingolipids have emerged as important players in
several diseases, including obesity and diabetes [73,92e94]. Both
rodent models and clinical populations with obesity present
increased ceramide levels in liver and in skeletal muscle [63,64]. In
contrast, inhibition or depletion of enzymes involved in ceramide
biosynthesis is cardioprotective, insulin sensitizing, and anti-
atherogenic [20,67,95e98], and ceramide content decreases after
weight loss associated with gastric bypass surgery [99] or lifestyle
modiﬁcations [100]. Moreover, HFD-associated weight gain is
suppressed or slowed by disruption of various enzymes involved in
sphingolipid metabolism, such as SPT, CerS, and SMS2
[81,101e103]. The mRNA expression of neutral and acid SMases and
sphingosine levels is increased in the adipose tissue of obese mice,
conﬁrming the involvement of ceramide in the pathophysiology of
obesity [104]. Manipulation of different ceramide synthases such as
CerS2, 5, and 6 has shown that acyl-chain composition rather than
level of ceramides is a major inducer of insulin resistance and/or
hepatic steatosis [81,105]. For example, long-chain C16:0 ceramide,
a product of CerS6, is involved in HFD-induced obesity and glucose
tolerance. In the liver, CerS6 acts as a negative regulator of b-
oxidation because liver-speciﬁc deletion of CerS6 increases hepatic
palmitate oxidation [81]. Moreover, inﬂammatory markers such as
TNF-a and interleukin-6, which are tightly associated with obesity
and NAFLD, are important drivers of ceramide production [106].
3.2. Sphingolipid and inﬂammation
The association between obesity and inﬂammation is widely
accepted, and inﬂammation is also a characteristic of NASH [107].
Obesity promotes inﬂammation of adipose tissue by activating
resident macrophages. This condition can progressively lead to
NAFLD. Inﬂammation leads to ceramide accumulation by a TLR-
dependent mechanism. TLRs are proteins mostly expressed in the
membrane of macrophages and dendritic cells but can be found in
hepatocytes, adipocytes, and muscle. They respond to diverse
molecules on microbial pathogens by secreting pro-inﬂammatory
cytokines and recruiting more immune cells. Lipopolysaccharide
(LPS), an endotoxin present on Gram-negative bacteria, is a good
ligand for isoform TLR4 [108]. Holland et al. demonstrated through
use of mice lacking functional TRL4 that ceramide biosynthesis in
insulin-sensitive liver, skeletal muscle, and hypothalamus is
increased by saturated (lard oil) but not unsaturated fatty acids (soy
oil) in a TLR4-dependent manner [106]. Moreover, another publi-
cation demonstrated that ceramide can amplify the inﬂammatory
response through a TLR4/LPS-independent mechanism. Indeed,
saturated fatty acids (particularly palmitic acid) can be metabolized
into ceramide that subsequently activates protein kinase C (PKC)z-
mediated signaling and results in ampliﬁcation of TLR4-induced
inﬂammation [109]. TNF-a and interleukin-1, pro-inﬂammatory
cytokines secreted in response to TLR4, increase cellular ceramide
content via sphingomyelin hydrolysis and de novo synthesis,
respectively [10]. The same effects have been found in levels of
transcripts encoding several enzymes involved in sphingolipid
metabolism, especially ceramide biosynthesis, such SPT or CerS
[106]. Of interest, ceramide may also activate pro-inﬂammatory
pathways in macrophages via TLR4 [109,110], supporting a model
in which ceramide can be both a cause and a result of macrophage-
mediated inﬂammation.
Another pathway that can explain the inﬂammatory role of
ceramides is the IkKb-NF-kB pathway. As has long been known,
ceramide promotes NF-kB activation [111,112]. Concomitantly, diet-
induced obese mice treated with IkKb sodium salicylate, an inhib-
itor of NF-kB, have no increase in ceramide biosynthesis [106].
Hepatic ceramides are exported out of the liver through LDL, which
subsequently increases cytokine production by activation of the
NF-kB pathway in a TLR4-dependent mechanism [113]. All these
results have been supported by clinical studies indicating that
circulating plasma ceramides correlate with systemic inﬂammation
[114].
To date, the liver has been considered the major contributor of
sphingolipid-induced liver damage. However, it is unclear where
sphingolipids ﬁt into the succession of events leading to NAFLD.
Even if it is largely proved that ceramide accumulation underlies
insulin resistance, for all other diseases, little is known about cer-
amide overproduction, such as the cause or consequence of these
pathologies. Recently, one clinical study suggested that increased
plasma LDL ceramides in obese individuals after liver export of
ceramides alters glucose metabolism in insulin-sensitive tissues
and induces macrophage inﬂammation [113].
3.3. Sphingolipid in lipid-induced insulin resistance
NAFLD is highly correlated with insulin resistance [115], and
manipulations that decrease intrahepatic triglycerides levels are
associated with an improvement or a reversion of insulin resistance
in humans and in animal models [116e118]. Moreover, insulin
resistance is correlated with inﬂammation. In particular, in both
humans and mice, insulin resistance precedes MCP-1eassociated
inﬂammation in adipose tissue [119]. In basal conditions, insulin
promotes glucose entrance by a glucose transporter (GLUT4)-
dependent mechanism.
Insulin signaling consists of a cascade of events leading to
glycogen synthesis and storage. In this pathway, Akt2/protein ki-
nase Bb (Akt/PKB), a serineethreonine kinase, acts as an important
intermediate. Mice lacking Akt/PKB become insulin resistant and
quickly develop diabetes [120e122]. Insulin resistance is the hall-
mark of type 2 diabetes, which precedes hyperglycemia, and is
deﬁned by a decreasing ability of cells to react to physiological
levels of insulin [123]. In the context of NAFLD, acute lipolysis in-
creases circulating free fatty acids that drive hepatic fat accumu-
lation and increasing gluconeogenesis, which contributes to the
insulin resistance [124]. However, other lipid moieties such as
ceramides are major contributing factors to insulin resistance
[67,97,106,125]. A recent lipidomic study revealed that ceramides
are strongly correlated with HOMA-IR or insulin suppression of
hepatic glucose production in obese patients without diabetes
[126,127].
Ceramide is a mediator of insulin resistance in liver [67,128,129],
muscle [90,91,130e133], adipose tissue [134], and brain [135,136].
In the liver and muscle, ceramide impairs glucose metabolism by
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limiting insulin-stimulated glucose uptake via Akt/PKB
[21,120,137,138] (Fig. 3). A small increase in endogenous ceramide is
sufﬁcient to inhibit Akt/PKB. Ceramide, but not glucosylated cer-
amide or Sph, modulates Akt/PKB through two distinct mecha-
nisms. First, ceramide directly activates PKCz [139], which
phosphorylates the Threonine34 residue within the pleckstrin ho-
molog domain of Akt/PKB and blocks its translocation to the plasma
membrane, which is required for its activation [140,141]. This in-
hibition necessitates an interaction between PKCz and Akt/PKB,
stabilized by ceramide, with caveolin within caveolin-enriched
microdomains (CEMs) [142,143]. These CEMs are rich in sphingo-
lipids (ceramides and sphingomyelin). Hence, Akt/PKB becomes
unable to participate in the hormonal activation of glucose trans-
port, leading to glycogen synthesis and storage. In cells lacking
CEM, ceramide cannot inhibit Akt/PKB through the PKCz-CEM
pathway but uses a second and alternative mechanism that is
phosphatase 2A (PP2A)-dependent [144] (Fig. 3). Usually, insulin
holds PP2A inactive by phosphorylation of Tyrosine307 located
within catalytic domain; however, ceramides have been shown to
activate PP2A by two putative mechanisms. Ceramide may directly
interact with PP2A [145] or may bind to SET, an inhibitor of PP2A,
leading to the release of PP2A from SET and the increase in PP2A
activity [146]. Consequently, PP2A blocks the phosphorylation of
Thr308 and/or Ser473 residues and translocation of Akt/PKB from the
cytoplasm to the plasma membrane [21,147]. Activation of PP2A is
mostly the result of long-chain saturated ceramide like C16:0
synthesized by CerS5 and/or CerS6 [148,149]. Of interest, pharma-
cological inhibition of PP2A in animals activates AKT but leads to
exacerbated hepatic insulin resistance, suggesting that activation of
PP2A is not sufﬁcient to induce hepatic insulin resistance [150].
A third hypothesis relates to the link between ceramides and
GLUT4 (Fig. 3). Ceramide may inhibit glucose signaling by forming
microdomains in phosphatidylcholine membranes [151], leading to
an alteration of plasma membrane ﬂuidity, avoiding the fusion of
GLUT4 into the plasma membrane [152]. Finally, it was recently
demonstrated that ceramide potentially disturbs insulin signaling
via activation of the Rheb/mTORC1/S6K pathway. This mechanism
involves alteration of TSC2 activation and translocation caused by
ceramides [153]. Moreover, ceramide can activate S6 kinase (S6K)
through inhibition of TSC2. Activation of S6K mediates negative
feedback on insulin receptor substrate-1 (IRS-1), which in turn
disturbs insulin signaling [154]. Ceramide effects on insulin
signaling strongly depend on their provenance (de novo synthesis,
SMase pathway, or salvage pathway) because de novo biosynthesis
of ceramide promotes insulin resistance.
The importance of ceramide in insulin resistance, diabetes, and
Fig. 3. Pathways involved in inhibition of insulin signaling by ceramide. Ceramide alters insulin signaling through four distinct pathways. i) Ceramide activates and stimulates
the activity of PKCz and protein phosphatase 2A (PP2A), which both inhibit the membrane translocation and activation of Akt/PKB (1). ii) Ceramide directly disturbs the fusion of
GLUT4 to the plasma membrane that blocks glucose entrance (2). iii) Ceramide phosphorylates and activates PKR through IKK, resulting in alteration of IRS1-dependent hepatic
insulin signaling (3). iv) Ceramide acts through the NLRP3 inﬂammasome pathway to inhibit IRS1/2 through interleukin (IL)-1b (4).
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subsequent progression in cardiovascular complications has been
emphasized by use of myriocin, an antifungal compound that in-
hibits SPT in rodent models of obesity [20,155,156]. Inhibition of
SPT or CerS, two critical enzymes in sphingolipid biosynthesis,
enhances insulin sensitivity in different models (cultured cells,
tissues, mice and rats) [20,102,152,157e160]. Nevertheless, the
involvement of ceramide in insulin resistance requires saturated
fats. Indeed, infusion of palmitate (C16:0) but not oleate (C18:1) is
essential for myriocin-induced prevention of skeletal muscle in-
sulin resistance [20]. Myriocin protects against glucose intolerance
when mice are fed a lard-based diet (60% fat calories) [156].
Moreover, treatment of cultured myotubes with inhibitors of CDase
or GluCer synthase exacerbates palmitate-induced insulin resis-
tance [161].
In hepatocytes and muscle, ceramide uses an alternative
pathway in modulation of insulin signaling that requires the
phosphorylation and activation of the double-stranded RNA-
dependent protein kinase (PKR) [162,163] (Fig. 3). PKR was ﬁrst
identiﬁed as a promoter of apoptosis in response to viral infection
[164,165]. Usually, insulin inhibits PKR activity by suppressing its
phosphorylation [163]. Yang et al. demonstrated in HepG2 cells that
ceramide can induce phosphorylation of the PKR Thr451 residue,
leading to its activation [166]. In an active form, PKR phosphory-
lates IRS1 at Ser312 in an IKK/JNK-dependent mechanism [167,168].
The phosphorylation of IRS1 blocks its activation and leads to an
alteration of hepatic insulin signaling [166,169]. PKR also can act on
IRS2 through Foxo1, a transcription factor involved in glucose ho-
meostasis and energy metabolism [169]. In fact, PKR can dephos-
phorylate and activate Foxo1 via PP2A. However, in the liver, the
ceramide mechanism of action in insulin signaling remains unclear.
Even if ceramides act through the PKR/JNK pathway to inactive
IRS1/2, no study has demonstrated an effect of ceramide on PP2A
and PKCz in the liver.
In addition to ceramides, its metabolites are also involved in the
development of insulin resistance. Examples are glucosylceramides
and gangliosides, which are complex sphingolipids composed of a
glycosphingolipid (ceramide and oligosaccharide) with one or
more sialic acids. The most involved ganglioside is GM3; exogenous
GM3 ganglioside interacts directly with IRS-1, the ﬁrst and limiting
step in the insulin signaling cascade to promote insulin resistance.
It inhibits tyrosine phosphorylation of IRS-1 and consequently re-
duces autophosphorylation of the insulin receptor [157,170]. Mice
lacking GM3 synthase are protected from HFD-induced insulin
resistance and glucose intolerance [171]. Moreover, inhibitors of
ceramide glucosyltransferase enhance insulin sensitivity and
glucose tolerance in different models of induced obesity [157,158].
Increasing evidence suggests that GM3 acts as an intermediary
between the inﬂammatory state and insulin resistance because
TNF-a induces GM3 accumulation in lipid rafts [170,172]. Another
metabolite called ceramide-1-phosphate, produced by phosphor-
ylation of ceramide through ceramide kinase, also contributes to
insulin resistance. Deletion of ceramide kinase enhances insulin
sensitivity of HFD-fed mice and decreases macrophage inﬁltration
in adipocytes [173]. S1P, which represents the terminal metabolic
product of sphingolipid turnover, exerts divergent effects on insulin
signaling depending on the tissue [174]. In hepatocytes, the
metabolization of palmitate into S1P impairs insulin signaling via
SIP2, one of the S1P receptors in human hepatocytes, and in the
liver of HFD-fed mice [175]. In muscle, the role of S1P seems to be
controversial. Several studies have demonstrated that increased
S1P levels contribute to muscle insulin resistance in response to
diet-induced obesity [176,177]. However, other studies indicate that
S1P positively regulates insulin signaling, especially in increasing
insulin-stimulated glucose uptake via SphK1 in diabetic mice [178].
Thus, ceramide and S1P have opposing effects on cell survival
and metabolism. While ceramide leads to cell death, insulin resis-
tance, and obesity, S1P leads to cell survival and nutrient uptake
[178e180]. All of these studies provide evidence that the different
sphingolipid species exert contrasting effects in the physiopa-
thology of NAFLD and insulin resistance. Ceramide and sphingo-
myelin represent a risk for the development of NAFLD, whereas
other terminal products of sphingolipid degradation like S1P are
considered protective.
4. Sphingolipid in organ cross-talk
4.1. Sphingolipid in adiposeeliver cross-talk
Obesity, insulin resistance, and inﬂammation that contribute
individually to metabolic syndrome represent three critical pre-
disposing factors for hepatic steatosis and its progression to more
serious hepatic disorders [68]. Hepatic steatosismainly results from
dysregulation between de novo lipogenesis and fatty acid catabo-
lism, leading to an increased inﬂux of free fatty acids in the liver
[181,182]. The increased ﬂow of free fatty acid to the liver consti-
tutes the most important cause of hepatic fat accumulation [34].
Liver fatty acids have distinct pathways: they can be converted into
TAG to be exported out of the liver within very low-density lipo-
protein or in other lipid moieties like diacylglycerols or sphingoli-
pids, or they can be oxidized by b-oxidation. During insulin
resistance, massive amounts of free fatty acid cross the liver and
accumulate in TAG or ceramides as a result of saturating export and
oxidative pathways [181].
Several ﬁndings point to inter-organ cross-talk in the manifes-
tation of hepatic steatosis. Particular proteins act as mediators be-
tween different tissues and contribute to maintaining whole body
homeostasis. For instance, the adipocyte-derived secretory factor
adiponectin is secreted by adipocytes and acts at peripheral sites,
including the liver [183]. In the liver and muscle, adiponectin binds
and activates AMPK (adenosine monophosphate-activated kinase)
leading to an increase in glucose harvest, lipolysis, and fatty acid
degradation and a decrease in gluconeogenesis [184,185]. Adipo-
nectin protects against obesity, insulin resistance, and apoptosis. All
of these effects involve modulation of sphingolipid ratios. Activa-
tion of the adipocyte-derived hormone adiponectin promotes cer-
amide degradation through conversion of ceramide into the
degradation product S1P by ceramidase [186]. These interactions
have been demonstrated by use of adiponectin-null mouse models,
in which adiponectin beneﬁcial functions (anti-inﬂammatory,
insulin-sensitivity) are associated with an increase in S1P levels.
Conversely, hepatocyte-speciﬁc overexpression of adiponectin re-
ceptors AdipoR1 and AdipoR2 decreases hepatic ceramide content
by activation of ceramidase [186]. The same authors also demon-
strated that hepatic ceramide content is reduced after administra-
tion of recombinant adiponectin to obese mice (ob/obmice or HFD-
fed mice) [186].
More recently, Holland et al. proposed that adiponectin-
associated beneﬁcial effects on whole body metabolism necessi-
tate interplay between FGF21/adiponectin and ceramide [187].
Fgf21 belongs to the ﬁbroblast growth factor (FGF) family and is
mainly produced by the liver. This hepatokine, induced by fasting,
exerts a spectrum of salutary effects on metabolism and is related
to insulin resistance [188]. For example, FGF21 attenuates blood
glucose levels and circulating lipid concentrations and reduces
body weight [189e191]. FGF21 affects ceramide metabolism
because overexpression of Fgf21 in mice leads to a decrease in
circulating ceramide concentrations [187]. Moreover, circulating
ceramide levels are signiﬁcantly lower in wild-type mice after 3
days of FGF21 treatment. These authors suggested a link among
adiponectin, ceramide, and FGF21, hypothesizing that the decrease
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in ceramide levels through the action of FGF21 constitutes the
biological trigger of adiponectin action.
Recently, interesting new insights were published on the
livereadipose tissue interaction in the development of hepatic
steatosis and insulin resistance [192]. These authors developed a
transgenic mouse that overexpresses acid ceramidase (responsible
for ceramide deacylation) in liver and adipose tissue, respectively.
Consequently, reduced production of ceramide within liver or ad-
ipose tissue reverses hepatic steatosis and improves insulin action
in response to HFD. Of interest, the acute reduction of ceramide in
adipocytes is more beneﬁcial against hepatic steatosis than direct
reduction in the liver [192]. Last, it was recently shown that whole
body inhibition of ceramide synthesis by myriocin or adipose
tissueespeciﬁc deletion of Sptlc (serine palmitoyltransferase), the
gene encoding the protein involved in the ﬁrst sphingolipid
biosynthesis reaction, inﬂuences adipose tissue biology and
browning, especially in subcutaneous adipose tissue [134]. These
authors demonstrated that reduction in adipose tissue sphingoli-
pids increases brown:white adipocyte ratio and enhances insulin
sensitivity through multiple adipokines [134]. All of these studies
highlight the key role of ectopic sphingolipid accumulation in liver-
related diseases. In particular, they highlight the importance of
sphingolipid balance between liver and adipose tissue in the
prevalence of hepatopathies.
4.2. Sphingolipid in guteliver cross-talk
Accumulating evidence suggests that gutmicrobiota contributes
to metabolic diseases such as obesity, insulin resistance, steatosis,
and NASH in preclinical models as well as in humans [193e199]. A
recent set of studies highlighted that ceramides play a role in the
dialogue between gut microbiota and the farnesoid X receptor
(FXR), which modulates metabolic diseases [125,200,201].
Different studies have reported that in mice, changes in the gut
microbiota may alter host bile acid homeostasis [202e204]. Bile
acids are signaling molecules that regulate energy homeostasis, at
least in part, by FXR-dependent transcriptional programs. Several
studies have shown that intestinal inhibition of this nuclear re-
ceptor is sufﬁcient to protect from HFD-induced steatosis
[201,204,205]. The mechanism underlying this protective effect
involves a reduction in intestinal ceramide synthesis by an anti-
biotic that alters bile acid homeostasis and thereby inhibits FXR
signaling in the intestine [201]. Alternatively, treatment with a
high-afﬁnity inhibitor of FXR reverses steatosis [205]. This reduc-
tion controls systemic responses such as reduced de novo lipo-
genesis in the liver and beige fat thermogenic activity [205].
In addition to FXR-dependent regulation of intestinal ceramide
synthesis, the hypoxia-inducible factor 2a (HIF-2a) has recently
been shown to control intestinal ceramide homeostasis [206]. HIF-
2a is an essential transcription factor in maintaining intestinal
homeostasis [207]; it regulates intestinal ceramide metabolism by
controlling the expression of the Neu3 gene, which encodes neur-
aminidase 3 [206]. The intestinal deletion of HIF-2a or its inhibition
has preventive and therapeutic effects on metabolic disorders
including steatosis [206,207].
Altogether, these recent ﬁndings highlight that intestinal
sphingolipid homeostasis might play a role in whole body energy
metabolism and NAFLD. Of interest, bacterial sphingolipid synthe-
sis is restricted to a small subset of phyla that includes several gut
commensal bacteria. Although the gut microbiota contributes to
ceramide homeostasis by inﬂuencing bile acid metabolism and
thereby FXR-dependent signaling, it would be interesting to know
whether gut microbiota sphingolipids can inﬂuence host
physiology.
5. Clinical relevance of sphingolipids
Liver biopsy is currently the sole method that can discriminate
different stages of NAFLD [38], but its use is limited because of its
invasiveness. Consequently, development of innovative strategies is
essential to limit NAFLD progression. An increasing number of
studies have considered sphingolipid as a potential target to treat
hepatopathies and insulin resistance because plasma sphingolipids
represent the most discriminatory lipid class in separating the
different encompassing stages of NAFLD: steatosis, NASH, and
cirrhosis [82]. Moreover, increasing evidence suggests that circu-
lating sphingolipids as well as cholesterol correlate with cardio-
vascular events [208e211].
Studies also are focusing increasingly on the importance of
quality rather than the quantity of ceramide in the development of
liver damage. In particular, several reports have shown that speciﬁc
ceramide and sphingomyelin species more prominently participate
in lipotoxicity and insulin resistance. In 2007, Ichi et al. demon-
strated that ceramide C16:0 and C18:0 increased signiﬁcantly in the
livers of carbon tetrachlorideetreated rats after 24 h [212].
Recently, two publications offered interesting insights involving
saturated long-chain ceramide C16:0 in NAFLD and its aggravation
into NASH [81,105]. On the one hand, reducing C16:0 ceramide
content in the liver of hepatic-speciﬁc Cers6 knockoutmice protects
against HFD-induced obesity and glucose intolerance (reduction in
body weight, serum leptin, adiposity). On the other hand, an in-
crease in CerS6 expression and subsequently C16:0 levels further to
haploinsufﬁciency of CerS2 makes mice more vulnerable to diet-
induced NASH.
More recently, Gosejacob and colleagues developed a new
mousemodel with a deletion of CerS5. These HFD-fedmice showed
improvement in all components of NAFLD (triglyceride accumula-
tion, insulin resistance, inﬂammation). These effects depend on
ceramide C16:0, and CerS5 is essential to maintaining ceramide
C16:0 homeostasis in liver, muscle, and epididymal adipose tissue.
This C16:0 ceramide is also considered a pro-inﬂammatory mole-
cule in the development of NASH, and lipotoxic extracellular vesi-
cles released in palmitate-treated mice are enriched in C16:0
ceramide [213]. These results are interesting because mice with
NASH have an increase in circulating extracellular vesicles [214].
The pro-inﬂammatory potential of C16:0 is ampliﬁed by co-
treatment with myristic acid (C14:0) [215]. Recently, Xia et al.
demonstrated that the amelioration of liver steatosis further to
liver-speciﬁc overexpression of acid ceramidase is associated with
depletion of C16:0 and C18:0 ceramide species in liver and serum
[192]. More generally, ceramides accumulate principally as C16:0
and C18:0 in liver under lipotoxic conditions [216]. In contrast,
ceramide C24:0 and C24:1 manifest anti-apoptotic functions
[217e219]. Overexpression of CerS2 in HeLa cells protects from
ionizing radiationeinduced apoptosis [218], while knockdown of
CerS2 in these cells promotes cisplatin-induced apoptosis [217]. All
of these results might be relevant clinically. Indeed, in patients with
metabolic NAFLD (associated with insulin resistance), liver biopsy
reveals signiﬁcantly more C16:0 and C18:0 ceramide than in con-
trols [129].
Metabolomics and lipidomics might become useful tools for the
identiﬁcation of circulating biomarkers to monitor NAFLD without
liver biopsies [63,83,211,220,221]. A recent study based on mass
spectrometry approaches highlights the importance of sphingoli-
pid metabolism in the transition between cirrhosis and hep-
atocarcinoma [222]. These authors showed that long-chain
ceramide (C16 to C24) and particularly C16-ceramide increase in
the serum of patients with hepatocarcinoma compared to patients
with cirrhosis [223]. Moreover, shotgun lipidomic analysis revealed
that dihydroceramides and especially long-chain dihydroceramide
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  C22:0 correlate with glucose tolerance and insulin secretion in pre-diabetic mice and in people with prediabetes [211], suggesting that
it could be considered as a putative biomarker for susceptibility to
developing type 2 diabetes.
6. Conclusions and perspectives
Non-alcoholic hepatic steatosis and its complications (NASH,
ﬁbrosis, hepatocarcinosis) are a major public health concern. The
prevalence of NAFLD in western countries is approximately 20%e
30%, and the prevalence of NASH is around 2%e3%. To limit the
progression of these pathologies, it is critical to identify novel tar-
gets and/or biomarkers for NAFLD treatment. Accumulating evi-
dence implicates hepatic sphingolipids in NAFLD. Whether
circulating sphingolipids might be relevant biomarkers for NAFLDs
remains an open question. In addition, enzymes involved in
sphingolipid metabolismmight represent novel therapeutic targets
because of their association with several pathologies linked to
NAFLD (insulin resistance, obesity, inﬂammation). Particularly,
distinct species like long-chain ceramides C16:0 and C18:0 are
important in the development of hepatic steatosis and NASH.
Further work is required to understand the role and relevance of
ceramides and more generally sphingolipids in the etiology of fatty
liver diseases.
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Le projet principal de ma thèse porte sur le rôle des céramides in vivo en situation 
physiologique et pathologique, notamment dans le développement d’atteintes hépatiques. 
Dans ce premier chapitre, nous avons utilisé une approche pharmacologique ciblant la 
synthèse de céramides. Nous avons étudié l’effet d’un inhibiteur de la voie de synthèse des 
céramides, la Fumonisine B1 (FB1) sur la toxicité hépatique et intestinale in vivo chez le porc. 
La FB1 est une mycotoxine produite par Fusarium verticillioides et se développe 
principalement sur le maïs. C’est un puissant inhibiteur de la céramide synthase, l’enzyme 
responsable de l’acylation des bases sphingoïdes permettant la synthèse de céramides et 
d’autres sphingolipides. Elle est responsable de plusieurs effets délétères chez l’animal et chez 
l’Homme. Notamment, elle entraîne une nephrotoxicité, une hépatotoxicité et un défaut de 
perméabilité intestinale. Plusieurs auteurs ont proposé un lien entre la toxicité de la FB1 et la 
perturbation du métabolisme des sphingolipides. Cependant, les mécanismes précis associés 
à cette toxicité sont encore inconnus. 
Le but de ce premier chapitre a été d’identifier in vivo les voies ciblées par la FB1. Pour cela 
nous avons réalisé une analyse sans a priori du transcriptome et du kinome de foies et de 
jéjunums de porcs traités avec 10mg/kg de FB1. Dans cette étude, nous avons mis en évidence 
2 voies majeures régulées par l’exposition à la FB1 et impliquées dans le métabolisme 
hépatique. La première concerne la signalisation dépendante de la voie PI3K/AKT/PP2A qui 
est largement influencée par les céramides. La seconde concerne la régulation de l’expression 


















































Comme nous l’avons démontré dans le chapitre I, les effets hépatotoxiques de la FB1 chez le 
porc sont corrélés à une altération de l’expression génique de plusieurs cibles de LXR. LXR est 
un récepteur nucléaire clé du métabolisme du cholestérol. Il est essentiel au transport reverse, 
à la dégradation et à l’excrétion du cholestérol. Pour cela, il active l’expression de ses gènes 
cibles tels que Abcg5, Abcg8 et Cyp7a1 impliqués dans l’excrétion biliaire au niveau du foie et 
de l’intestin. En l’absence de LXR, le cholestérol s’accumule au niveau hépatique et devient 
toxique pour la cellule.  
Dans ce contexte, nous nous sommes intéressés au rôle de LXR dans la détoxification de la 
FB1. Plus particulièrement, l’hypothèse que nous avons posée est que LXR pourrait limiter les 
effets toxiques de la FB1 en régulant sa biodisponibilité. Pour tester cette hypothèse, nous 
avons utilisé des souris WT (LXR+/+) ou déficientes pour les deux isoformes du récepteur LXR 
(LXR-/-). Ces souris ont été exposées durant 1 mois avec 10mg/kg de FB1. 
Nous avons montré que LXR est essentiel à la prévention des effets toxiques de la FB1. Son 
absence déclenche une élévation significative des transaminases plasmatiques associée à des 
lésions hépatiques marquées telles que l’inflammation, l’apoptose et la nécrose. Au niveau de 
l’expression génique, ces dommages sont associés à une induction des gènes pro-
inflammatoires et pro-fibrogéniques. Par ailleurs, nous observons également une 
augmentation de la phosphatase alcaline plasmatique et une dérégulation de l’expression des 
gènes impliqués dans la synthèse d’acides biliaires, suggérant une cholestase hépatique. Enfin, 
nous montrons que la FB1 s’accumule majoritairement dans le plasma des souris déficientes 
pour LXR.  
Nous avons mis en évidence que l’absence de LXR augmente la toxicité de la FB1. Nous 
proposons que la fragilité intestinale des souris LXR-/- et leur défaut d’élimination biliaire soit 
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Abstract
Fumonisin B1 (FB1), a congener of fumonisins produced by Fusarium species, is the most abundant and most toxicologically 
active fumonisin. FB1 causes severe mycotoxicosis in animals, including nephrotoxicity, hepatotoxicity, and disruption of 
the intestinal barrier. However, mechanisms associated with FB1 toxicity are still unclear. Preliminary studies have high-
lighted the role of liver X receptors (LXRs) during FB1 exposure. LXRs belong to the nuclear receptor family and control the 
expression of genes involved in cholesterol and lipid homeostasis. In this context, the toxicity of FB1 was compared in female 
wild-type  (LXR+/+) and  LXRα,β double knockout  (LXR−/−) mice in the absence or presence of FB1 (10 mg/kg body weight/
day) for 28 days. Exposure to FB1 supplemented in the mice’s drinking water resulted in more pronounced hepatotoxicity 
in  LXR−/− mice compared to  LXR+/+ mice, as indicated by hepatic transaminase levels (ALT, AST) and hepatic inflamma-
tory and fibrotic lesions. Next, the eﬀect of FB1 exposure on the liver transcriptome was investigated. FB1 exposure led to a 
specific transcriptional response in  LXR−/− mice that included altered cholesterol and bile acid homeostasis. ELISA showed 
that these eﬀects were associated with an elevated FB1 concentration in the plasma of  LXR−/− mice, suggesting that LXRs 
participate in intestinal absorption and/or clearance of the toxin. In summary, this study demonstrates an important role of 
LXRs in protecting the liver against FB1-induced toxicity, suggesting an alternative mechanism not related to the inhibition 
of sphingolipid synthesis for mycotoxin toxicity.
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Introduction
Fumonisin B1 (FB1) is the most abundant and most docu-
mented mycotoxin of the fumonisin family, which contains 
more than 30 species (Wan Norhas et al. 2009). FB1 is 
produced mainly by Fusarium verticillioides and Fusar-
ium proliferatum and mainly contaminates corn. As FB1 is 
nephrotoxic and hepatotoxic (Voss et al. 1995; Bondy et al. 
1997; Humphreys et al. 2001) and exhibits deleterious 
eﬀects on human and animal health, contamination levels 
are strictly regulated in food and feed [(Ec) No 1126/2007 
Commission Regulation 2007; (Ec) No 576/2006 Commis-
sion Recommendation 2006]. Other specific related clini-
cal diseases include leukoencephalomalacia, pulmonary 
edema, cardiac dysfunction (Haschek et al. 2001), carcino-
genesis (JECFA 2001), neural tube defects (Marasas et al. 
2004), and disruption of the intestines and immune system 
(Devriendt et al. 2009; Grenier et al. 2012).
Due to its structural similarity to sphingoid species, 
such as sphinganine (Sa) and sphingosine (So), FB1 rep-
resents an important competitive substrate for all ceramide 
synthases (Cers) involved in the formation of long-chain 
and very long-chain ceramides. Though FB1 decreases the 
quantity of ceramide and sphingomyelin species in tissues, 
it also increases the levels of Sa and sphingolipid terminal 
products, such as Sa 1-phosphate. Thus, the Sa/So ratio is 
used as a biomarker of exposure to FB1 in animals (Wang 
et al. 1991; Loiseau et al. 2007, 2015).
Several studies have reported a link between sphingolip-
ids and the metabolism of other lipids, such as sterols and 
fatty acids. In the white adipose tissue of rats, Cers4  has 
been identified as a potent target of modulators of endoge-
nous lipid metabolism, such as leptin (Bonzón-Kulichenko 
et al. 2009), insulin, or changes in phospholipid transfer 
protein activity (PLTPα) (Rosenthal et al. 2011; Stratford 
et al. 2001). Moreover, fatty acid elongase 1 (ELOVL1) 
activity, which is particularly involved in saturated and 
monounsaturated C20- and C22-CoA synthesis, is regu-
lated by CerS2, which is essential for the production of 
C24-sphingolipids (Ohno et al. 2010). Sphingomyelins 
have also been shown to be involved in the post-trans-
lational regulation of master regulators of fatty acid and 
cholesterol metabolism, called sterol regulatory element-
binding proteins (SREBPs), through inhibition of SREBP 
cleavage-activating protein (SCAP) (Scheek et al. 1997).
We recently reported that the kinome and transcrip-
tome profiles of piglets exposed to toxic levels of FB1 
revealed that most of the eﬀects of the mycotoxin were 
mediated by the regulation of ceramide levels, which in 
turn influence protein phosphatase 2 (PP2A) and the phos-
phoinositide 3-kinase (PI3K)/AKT signaling pathways 
(Régnier et al. 2017a). This disturbance induces inhibition 
of integrin-mediated cell-matrix adhesion, an inflamma-
tory response, and alters the expression of genes involved 
in cholesterol and fatty acid homeostasis. We identified at 
least four modulated genes (Abcg8, Scd1, Ldlr, and Fasn ) 
that are prototypical target genes regulated by the LXR 
nuclear receptors.
LXRs belong to the nuclear receptor superfamily, 
which comprises 48 members in humans and 49 in rodents 
(Gronemeyer et al. 2004). Two isoforms of LXR have been 
described:  LXRα (NR1H3) and  LXRβ (NR1H2) (Teboul 
et al. 1995). These nuclear receptors are involved in cho-
lesterol and fatty acid metabolism (Ducheix et al. 2013). 
 LXRα−/−,  LXRβ−/−, or  LXRα/β−/− mice have shown an accu-
mulation of cholesterol esters in the liver related to a defect 
in cholesterol excretion (Peet et al. 1998). In the intestine, 
LXRs limit cholesterol absorption by inducing the expres-
sion of ABC transporters G5 and G8 (Yu et al. 2005, 2003; 
Liqing) and facilitates cholesterol excretion in high-density 
lipoproteins (HDLs) by stimulating Abca1. In the liver, 
LXRs stimulate Abcg5  and Abcg8, which is necessary for 
the excretion of cholesterol in the bile duct, and Cyp7a1, 
which is responsible for the degradation of cholesterol into 
biliary acids.
The aim of the present study was to compare the tox-
icity of FB1 in wild-type  (LXR+/+) and  LXRα,β-deficient 
 (LXR−/−) mice. Our data indicate that LXRs control the 




Female LXRα,β−/− double-deficient  (LXR−/−) and 
LXRα,β+/+ mice  (LXR+/+) with a mixed C57BL6J/129SVJ 
genetic background were bred at INRA’s transgenic rodent 
facility at 22 ± 2 °C. Animals were 8 weeks old at the begin-
ning of the experiment and given free access to water and 
a basal diet (Harlan). Based on the literature, female mice 
were used in this study because of their higher sensitivity 
to FB1 compared to male mice (Bondy et al. 1997; Howard 
et al. 2001; Johnson and Sharma 2001). The experiments 
were carried out in accordance with the European Guide-
lines for the Care and Use of Animals for Research Purposes 
(accreditation number APAFIS#5917-2016070116429578).
Treatment with fumonisin B1
LXR−/− and  LXR+/+ mice were randomly divided into two 
groups of eight mice each. For the FB1-treated group, the 
drinking water was supplemented with fumonisin B1 (10 mg 
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were recorded weekly to adjust the quantity of FB1 in the 
water for changes in body weight and water consumption. At 
the end of the experiment, the mice were euthanized to col-
lect blood and tissue samples. The liver was removed, dis-
sected, snap-frozen in liquid nitrogen, and stored at − 80 °C 
until use.
Gene expression studies
Total RNA was extracted from the liver using  Trizol® rea-
gent (Amresco, USA). Gene expression profiles of six liver 
samples per group, randomly chosen, were obtained at the 
GeT-TriX facility (GénoToul, Génopole Toulouse Midi-
Pyrénées) using Agilent Sureprint G3 Mouse GE v2 micro-
arrays (8 × 60K, design 074809) following the manufactur-
er’s instructions. For each sample, cyanine-3 (Cy3) labeled 
cRNA was prepared from 200 ng of total RNA using the 
One-Color Quick Amp Labeling kit (Agilent Technologies, 
California) according to the manufacturer’s instructions, fol-
lowed by Agencourt RNAClean XP (Agencourt Bioscience 
Corporation, Massachusetts). Dye incorporation and cRNA 
yield were checked using a Dropsense™ 96 UV/VIS droplet 
reader (Trinean, Belgium). A total of 600 ng of Cy3-labeled 
cRNA was hybridized onto the microarray slides following 
the manufacturer’s instructions. Immediately after washing, 
the slides were scanned on an Agilent G2505C Microarray 
Scanner using Agilent Scan Control A.8.5.1 software and the 
fluorescence signal extracted using Agilent Feature Extrac-
tion software v10.10.1.1 with default parameters. Microarray 
data and experimental details are available in NCBI’s Gene 
Expression Omnibus (Edgar et al. 2002) and are accessible 
through GEO Series accession number GSE118072 (https 
://www.ncbi.nlm.nih.gov/geo/query /acc.cgi?acc=GSE11 
8072).
For real-time quantitative polymerase chain reaction 
(qPCR), total RNA samples (2 µg) were reverse-transcribed 
using the High-Capacity cDNA Reverse Transcription Kit 
(Applied Biosystems, California). Primers for Sybr Green 
assays are presented in Online Resource 1. Amplification 
reactions were performed on an ABI Prism 7300 Real-Time 
PCR System (Applied Biosystem). The qPCR data were nor-
malized to proteasome subunit beta type-6 (psmb6) mRNA 
levels and analyzed by LinRegPCR software.
Plasma analysis
Plasma levels of aspartate transaminase (AST), alanine 
transaminase (ALT), bilirubin, alkaline phosphatase, total 
cholesterol, LDL-cholesterol, and HDL-cholesterol were 
determined on a biochemical analyzer COBAS-MIRA+. 
Plasma FB1 concentrations were assayed using the 
Fumonisin ELISA Kit (Novakits, Nantes, France) follow-
ing the manufacturer’s instructions. The fumonisin ELISA 
(LOD = 2 µg/mL in plasma) uses antibodies raised in mouse 
against protein conjugated FB1. Plasmas were diluted by 
two in dilution buffer before ELISA assay. The optical 
density was measured at 450 nm and 590 nm using ELISA 
96-well plate reader (TECAN). The concentration of FB1 in 
the plasma samples (pg/ml) corresponding to the maximal 
absorbance of each extract was read from the calibration 
curve (R2 = 0.9998).
Biochemical assays
Total lipid extraction
Liver samples were homogenized in 1 ml of methanol/5 mM 
EGTA (2:1 v/v) with FastPrep-24™ (MP-Biomedicals, 
USA). Lipids corresponding to an equivalent of 2 mg of 
tissue were extracted according to Bligh and Dyer method 
(Bligh and Dyer 1959) in chloroform/methanol/water 
(2.5:2.5:2, v/v/v) in the presence of the internal standards. 
The solution was centrifuged at 1500 rpm for 3 min. The 
organic phase was collected and dried under nitrogen and 
then dissolved in an adequate eluent.
Neutral lipids
Neutral lipids were extracted as described above in the 
presence of including internal standards: 16 µg glyceryl-
trinonadecanoate, 6 µg stigmasterol, and 6 µg cholesteryl 
heptadecanoate (Sigma, Saint-Quentin-Fallavier, France). 
Total lipids were suspended in 160 µl of ethyl acetate and tri-
glycerides, free cholesterol, and cholesterol esters analyzed 
by gas–liquid chromatography on a focus Thermo Electron 
system using a Zebron-1 Phenomenex-fused silica capillary 
column (5 m, 0.32 mm i.d., 0.50 mm film thickness). The 
oven temperature was programmed from 200 to 350 °C at a 
rate of 5°C/min, and the carrier gas was hydrogen (0.5 bar), 
whereas the injector and detector temperatures were set at 
315 °C and 345 °C, respectively (Régnier et al. 2017b).
Ceramide, sphingomyelin, sphingosine, and sphinganine
Sphingolipids were extracted using the same protocol as 
neutral lipids using dichloromethane/water/methanol (2% 
acetic acid) (2.5:2:2.5, v/v/v) with the addition of internal 
standards: ceramide d18:1/15:0 (16 ng), sphingomyelin 
d18:1/12:0 (16 ng), sphingosine 17:0, and sphinganine 17:0. 
Sphingolipids and internal standards were analyzed by triple 
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Histology
Hematoxylin/eosin staining was performed on tissue 
sections (5 µm) from paraformaldehyde-fixed, paraﬃn-
embedded liver samples. Visualization was made possi-
ble using a Leica microscope DM4000 B equipped with a 
LEICA DFC450 C camera (Leica microsystems). Livers 
were examined by light microscopy. First, the 32 liver sec-
tions (1 slide per animal, 8 slides per group, and 4 groups) 
were full-blinded screened by 2 persons to determine the 
eﬀects present for each section. Inflammatory foci (corre-
sponding to a minimum of 5 inflammatory cells), apoptotic 
bodies, cell injury, and mitosis were counted in 10 distinct 
areas on the 200x field for each liver slice (corresponding 
to an average number of 600 cells) and were approved 
by an histopathologist (T.A.S). Values were presented as 
the mean of 10 fields/slice. Next, Sirius red staining was 
performed on tissue sections (5 µm) from formalin-fixed, 
paraﬃn-embedded liver pieces and collagen fibers stained 
red.
Statistical analysis
For transcriptomic, histologic, and biochemical analyses, 
statistical analyses were performed using Graphpad Prism 
for Windows (version 7.00, Graphpad software). The data 
were expressed as mean ± SEM. Diﬀerential eﬀects were 
analyzed by two-way analysis of variance (ANOVA) fol-
lowed by appropriate post-hoc tests (Sidak). A p value 
< 0.05 was considered significant.
Microarray data were analyzed using R (“R: a language 
and environment for statistical computing” 2008) and Bio-
conductor packages (http://www.bioco nduct or.org, v 3.0) 
(Gentleman et al. 2004) as described in GEO accession 
GSE118072. Raw data (median signal intensity) were fil-
tered, log2 transformed, corrected for batch eﬀects (microar-
ray washing bath and labeling serials), and normalized using 
the quantile method (Bolstad et al. 2003) A model was fit-
ted using the limma lmFit function (Smyth 2004). Pair-wise 
comparisons between biological conditions were applied 
using specific contrasts to extract simple genotype and treat-
ment eﬀects, but also interaction terms genotype:treatment. 
A correction for multiple testing was applied using the 
Benjamini–Hochberg procedure (Benjamini and Hochberg 
1995) to control the false discovery rate (FDR). Hierarchi-
cal clustering was applied to the samples and diﬀerentially 
expressed probes using the 1-Pearson correlation coeﬃcient 
as distance and Ward’s criterion for agglomeration. The 
clustering results are illustrated as a heatmap of expression 
signals. Enrichment of Gene Ontology (GO) Biological Pro-
cesses was performed using the GOC API included on the 
string-db.org website (Szklarczyk et al. 2015).
Results
Physiological follow-up during FB1 exposure
Exposure to FB1 for 28 days had no eﬀect on the body 
weight of the mice regardless of the genotype  (LXR+/+ or 
 LXR−/−), whereas significant eﬀects of genotype on body 
weight were observed (Fig. 1a). Similarly, no change in 
food and water intake was observed during the experiment. 
However, an increase in body weight and water intake 
was observed in  LXR−/− mice compared to  LXR+/+ mice 
Fig. 1  Physiological follow-up during FB1 exposure.  LXR+/+ or 
 LXR−/− mice were exposed to FB1 at 10 mg/kg bw/day for 28 days. a 
Body weight was followed every week over the 28 days. b Daily food 
and water intake. c Liver and spleen weight relative to body weight 
after 28 days of exposure. Data are presented as mean ± SEM (n = 8/
group). T, significant treatment eﬀect; G, significant genotype eﬀect; 
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(Fig. 1b). Though body weight remained unchanged, FB1 
exposure led to decreased liver weight and increased spleen 
weight (Fig. 1c).
FB1 alters sphingolipid homeostasis in  LXR+/+ 
and  LXR−/− mice
FB1 is a known pharmacological inhibitor of ceramide syn-
thesis. The role of LXRs in the FB1-induced alteration of 
sphingolipid metabolism was investigated and several liver 
sphingolipids, such as ceramides, sphingomyelins, sphinga-
nine, and sphingosine, measured in mice.
In both mouse strains, the sphingoid bases Sa and So were 
increased during FB1 exposure. Nevertheless, the increase 
in the Sa/So ratio was slightly greater in the LXR −/− mice 
than the  LXR+/+ mice (Fig. 2a).
Upon FB1 exposure, ceramide levels were decreased by 
59% and 71% in the livers of  LXR+/+ and  LXR−/− mice, 
respectively (Fig. 2b). Levels were significantly lower 
in  LXR−/− mice than in  LXR+/+ mice, but FB1 exposure 
had the same eﬀect in both  LXR+/+ and  LXR−/− mice (no 
Fig. 2  FB1 alters sphingolipid homeostasis in  LXR+/+ and  LXR−/− 
mice.  LXR+/+ or  LXR−/− mice were exposed to FB1 at 10 mg/kg bw/
day for 28 days. a Sphinganine and sphingosine levels in liver sam-
ples and the sphinganine (Sa)/sphingosine (So) ratio. b Ceramide and 
sphingomyelin levels in liver samples. c Relative mRNA expression 
of CerS2 and Smpd1 in liver samples quantified by qPCR. d Hepatic 
quantity of d18:1 ceramide species. e Hepatic quantity of d18:1 
sphingomyelin species. Data are presented as mean ± SEM (n = 8/
group). T significant treatment eﬀect; G significant genotype eﬀect; 
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significant genotype/treatment interaction). When each 
ceramide species was measured, a decrease was observed 
in FB1-exposed mice regardless of genotype  (LXR−/− or 
 LXR+/+) (Fig. 2d).
Similarly, FB1 exposure led to a decreased level of sphin-
gomyelin in the liver in both  LXR+/+ and  LXR−/− mice 
(Fig. 2b). Analyzing the eﬀect of both genotype and treat-
ment on each sphingomyelin species, a significant decrease 
in SM(d18:1/16:0), SM(d18:1/16:1), and SM(d18:1/22:1) 
and an increase in SM(d18:1/24:0) and SM(d18:1/24:1) 
were observed among FB1-treated mice. Moreover, a 
significant genotype eﬀect was observed with a decrease 
in SM(d18:1/22:0) and an increase in SM(d18:1/24:1) 
(Fig. 2e). These results clearly show that FB1-associated 
inhibition of ceramide synthesis is not dependent on the 
LXR.
LXRs control the plasma FB1 concentration
LXRs regulate cholesterol eﬄux from enterocytes and their 
absence alter the eﬃciency of the tight junctions, resulting 
in an increase in plasma levels of cholesterol. We previously 
showed that LXR pathway is activated by FB1 (Régnier et al. 
2017a, b). To test if LXRs also participate to the modulation 
of plasma levels of FB1, plasma FB1 concentrations were 
measured in treated and untreated  LXR+/+ and  LXR−/− mice. 
We observed that  LXR−/− mice treated with FB1 contained 
significantly higher concentrations of toxin compared to 
 LXR+/+ (Fig. 3). Even though we previously showed that 
sphingolipid inhibition by FB1 occurs independent of LXR, 
this result shows that LXR-dependent activity controls the 
bioavailability of FB1.
Eﬀect of FB1 exposure on the hepatic gene 
expression profile
To investigate the changes in gene expression associated 
with the increase in plasma levels of FB1 combined with the 
absence of the LXR nuclear receptor, a microarray analysis 
was performed on the livers of  LXR+/+ and  LXR−/− mice 
in the presence and absence of FB1 exposure. The statis-
tical analysis identified thousands of genes regulated in 
response to FB1 in each mouse strain or diﬀerentially regu-
lated between strains. The heatmap illustrated in Fig. 4a is 
generated by the selection of the top 2000 most significantly 
diﬀerentially expressed probes for each contrast (based on 
adjusted p value; FDR ≤ 5%) corresponding to 4825 probes 
overall.
Four main clusters showing specific gene expression pro-
files according to experimental conditions have been identi-
fied from the hierarchical clustering of probes. Two of them 
(clusters 2 and 4) illustrate a genotype eﬀect and the last two 
(clusters 1 and 3) reflect an eﬀect of FB1 exposure.
Clusters 2 and 4 represent genes induced and repressed, 
respectively, in the absence of LXR, but not dependent on 
FB1 exposure (Fig. 4a). The biological function analysis 
of cluster 2 revealed that LXR deficiency induces cytokine 
receptor interaction and catalytic activities, such as the char-
acteristic gene Cyp2b10. In line with the role of LXR in 
lipid metabolism, biological function analyses of cluster 4 
revealed that LXR deficiency influences the PPAR signaling 
pathway, pyruvate, and fatty acid metabolism. A representa-
tive LXR target gene is sterol regulatory element-binding 
transcription factor 1-c (Srebp1-c). Its expression is signifi-
cantly decreased in the absence of LXR, regardless of treat-
ment (Fig. 4b).
Clusters 1 and 3 represent a panel of genes whose expres-
sion is sensitive to FB1 (Fig. 4a). Biological function analy-
sis of cluster 1 revealed that the main FB1-activated path-
ways are focal adhesion, PI3K-AKT signaling pathways, 
proteoglycans in cancers, ECM-receptor interaction, and 
chronic myeloid leukemia (Fig. 4b and Online Resource 
2). Using qPCR, we measured the expression of a fibrosis 
reference gene, collagen, type I, alpha 1 (Col1a1), a rep-
resentative gene of cluster 1. Col1a1 was induced only in 
 LXR−/− mice treated with FB1 (Fig. 4b). In contrast, FB1 
reduced the expression of genes included in cluster 3 and 
involved in metabolic pathways, amino acid degradation, 
amino acid metabolism, drug metabolism, and bile secretion 
Fig. 3  LXR controls the plasma FB1 concentration. Plasma levels 
of fumonisin B1 in  LXR+/+ and  LXR−/− mice. Data are presented as 
mean ± SEM (n = 8/group). T significant treatment eﬀect; G signifi-
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(Fig. 4b and Online Resource 3). For example, expression 
of UDP glucuronosyltransferase 2 family, polypeptide B1 
(Ugt2b1), involved in drug metabolism and bile secretion 
is significantly decreased in  LXR−/− mice treated with FB1.
LXR deficiency influences the hepatic gene 
expression profile in response to FB1
A Venn diagram was used to highlight LXR-dependent 
changes during FB1 treatment (Fig. 5a). Among the sig-
nificant DEGs related to FB1, 40 were specific to  LXR+/+ 
mice (34 upregulated genes and 6 downregulated genes) 
and 6056 were specific to  LXR−/− mice (3026 upregu-
lated and 3020 downregulated). Thus, LXR deficiency 
reveals a broad range of FB1-sensitive genes (Fig. 5a). 
The 40 genes with the highest changes due to FB1 expo-
sure in hepatic gene expression of  LXR−/− mice (blue bars 
Fig. 5b, c) diﬀered from those observed in  LXR+/+ mice 
(red bars Fig. 5b, c). Most of these genes are involved in 
inflammation, fibrogenesis, and carcinogenesis, includ-
ing Cd63 antigen, Col1a1, Col3a1, chemokine (C-X-C 
motif) ligand 14 (Cxcl14), and Ras-related protein RAB7 
(Rab7b) (Fig.  5b). Conversely, the 40 genes reduced 
by FB1 in  LXR−/− mice were largely involved in bile 
Fig. 4  FB1 exposure leads to 
specific changes in the hepatic 
gene expression profile.  LXR+/+ 
or  LXR−/− mice were exposed 
to FB1 at 10 mg/kg bw/day 
for 28 days. Gene expres-
sion profiles were analyzed in 
liver samples from  LXR+/+ 
or  LXR−/− mice exposed to 
CTRL or FB1 (n = 6/group) 
using Agilent microarrays. The 
top 2000 most significantly 
regulated probes (FDR ≤ 5%), 
based on adjusted p value, 
were selected for each contrast 
(5 contrasts and 4825 probes 
overall). a The gene expres-
sion profiles of 4825 probes are 
illustrated as a heatmap. Red 
and green indicate values above 
and below the mean averaged 
centered and scaled expression 
values (Z score), respectively. 
Black indicates values close 
to the mean. According to the 
probe clustering (left panel), 
four gene clusters exhibited 
specific gene expression 
profiles, which are described 
on the right of the Heatmap. b 
Enriched Gene Ontology (GO) 
functions (p ≤ 0.01) in each 
cluster and relative mRNA 
expression by qPCR of a gene 
that is characteristic of each 
cluster. qPCR data are presented 
as mean ± SEM (n = 8/group). 
T significant treatment eﬀect; 
G significant genotype eﬀect; 
TxG significant interaction with 
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secretion and drug metabolism (Fig. 5c). Measuring the 
expression of some genes by qPCR revealed that Col1a1, 
Elovl7 (involved in the elongation of very long-chain fatty 
acids protein 7), and Smpd3 (neutral sphingomyelinase) 
are largely upregulated in response to FB1 in the absence 
of LXR, whereas, steroid 7-alpha-hydroxylase (Cyp7b1), 
transmembrane 7 superfamily member 2 (Tm7sf2), and 
ATP-binding cassette subfamily G member 8 (Abcg8), 
involved in lipid and bile acid metabolism were down-
regulated by FB1 (Fig. 5d).
Fig. 5  LXR deficiency influences the hepatic gene expression pro-
file in response to FB1. a Venn diagram comparing diﬀerentially 
expressed genes (FDR ≤ 1%) in response to FB1 exposure in  LXR+/+ 
and  LXR−/− mice. Upregulated genes and downregulating genes 
are represented in bold and regular font, respectively. b, c Bar plot 
representations of the Fold Change (in Log2) of the relative gene 
expression in response to FB1 exposure, for the top 40 most signifi-
cant (FDR ≤ 1%) upregulated (b) or downregulated (c) gene expres-
sion in LXR-/- mice (blue bars) and in LXR+/+ mice (red bars). d 
Relative gene expression of Col1a1, Smpd3, Elovl7, Cyp7b1, Tm7sf2, 
and Abcg8 in liver samples quantified by qPCR. Data are presented 
as mean ± SEM (n = 8/group). T significant treatment eﬀect; G sig-
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LXR deficiency alters liver biochemistry in response 
to FB1
As many genes are modulated by FB1 exposure in 
 LXR−/− mice, plasma biochemistry analysis was performed 
to investigate the metabolic consequences of the toxin. As 
shown in Fig. 6a, exposure to FB1 was associated with a 
greater increase in plasma alanine amino transferase (ALT), 
aspartate amino transferase (AST), and alkaline phosphatase 
(ALP) in  LXR−/− mice than  LXR+/+ mice (4-, 3-, and two-
fold, respectively). In addition, FB1 treatment increased 
plasma bilirubin levels three- and twofold in  LXR+/+ and 
 LXR−/− mice, respectively.
FB1 exposure also induced a significant increase 
in plasma levels of HDL, LDL, and total cholesterol in 
 LXR−/− mice, but did not modulate the plasma level of 
these lipoproteins in  LXR+/+ mice (Fig. 6b). Because the 
accumulation of cholesterol can be hepatotoxic, we inves-
tigated the eﬀect of FB1 on liver cholesterol. As expected, 
an accumulation of hepatic cholesterol and cholesterol 
esters was observed in LXR-deficient mice compared to 
wild-type mice (Fig. 6c); however, exposure to FB1 did 
not have significant eﬀects on the levels of these metabo-
lites. Interestingly, hepatic triglyceride levels were reduced 
in  LXR−/− mice and further decreased by FB1 (Fig. 6c).
Fig. 6  LXR deficiency alters liver biochemistry in response to FB1. 
 LXR+/+ or  LXR−/− mice were exposed to FB1 at 10 mg/kg bw/day 
for 28 days. a Plasma ALT, AST, ALP, and bilirubin levels. b Plasma 
cholesterol (HDL, LDL, and total). c Hepatic cholesterol, esterified 
cholesterol (EC), and triglyceride (TG) levels. Data are presented as 
mean ± SEM (n = 8/group). T significant treatment eﬀect; G signifi-
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LXR deficiency enhances liver injury in response 
to FB1
The severity of liver lesions associated with altered plasma 
biochemistry were assessed on hematoxylin and eosin 
and Sirius red stained tissues. Livers from  LXR+/+ mice 
exposed to FB1 exhibited a small increase in histologi-
cal lesions, particularly those associated with apoptosis, 
inflammatory foci, and mitosis. Nevertheless, diﬀerences 
from the unexposed  LXR+/+ mice were not significant. In 
comparison, livers from unexposed  LXR−/− mice exhibited 
macrophage infiltration and tissue fibrosis (Fig. 7a). The 
histopathological changes in the liver of  LXR−/−-treated 
mice with FB1, in comparison with control group, are 
characterized by obvious increase in degenerative changes 
and apoptotic cells in comparison with control group.
Discussion
The aim of this study was to question the role of the 
nuclear LXRs in the toxicity of mycotoxin FB1. Modula-
tion of the LXR pathway by FB1 in the liver of piglets was 
described in a previous study using untargeted (transcrip-
tomic and phospho-proteomic) approaches (Régnier et al. 
2017a, b). In the current study, the role of LXRs in FB1 
toxicity was assessed using  LXR+/+ and  LXR−/− mice. 
Though we observed no eﬀect of LXRs on the inhibition 
of ceramide synthesis, we demonstrated that LXRs protect 
against FB1-induced liver damage.
First, we demonstrated that exposure to the toxin does 
not aﬀect body weight or food and water consumption by 
the mice (Fig. 1), unlike what has been observed in other 
animal species, such as pigs (Marin et al. 2006; Régnier 
et al. 2017a, b). Interestingly, though the body weights of 
mice remained unchanged, FB1 exposure decreased liver 
weight while increasing the spleen weight. These physi-
ological changes are in accordance with previous results 
from our lab and other, revealing that FB1 alters hepatic 
lipogenesis and immune responses (Devriendt et al. 2009; 
Régnier et al. 2017a, b).
In  LXR+/+ and  LXR−/− mice, FB1 exposure signifi-
cantly decreased total ceramide content, including 10 dif-
ferent ceramide species. These results are consistent with 
the transcriptomic analyses of the expression of ceramide 
synthase 2 (Cers2) and sphingomyelin phosphodiester-
ase 1 (Smpd1), two enzymes involved in sphingolipid 
metabolism that are significantly inhibited by FB1 expo-
sure, regardless of the presence of LXRs; the ceramide-
inhibition rate was the same regardless of genotype. The 
decrease in ceramide due to the inhibition of ceramide 
synthase resulted in an increase in sphinganine and sphin-
gosine levels as described in several other studies (Loi-
seau et al. 2015; Masching et al. 2016; Riedel et al. 2016; 
Régnier et al. 2017a). Notably, exposure to FB1 induced 
a rapid elevation in sphinganine, leading to a higher Sa/
So ratio (Burel et al. 2013; Loiseau et al. 2007), whereas 
the increase in sphingosine levels only occurred at a later 
stage concomitantly with the alterations in the liver tissue 
(Wang et al. 1991). In the present study, we observed that 
a similar degree of ceramide reduction was achieved in 
both genotypes even though diﬀerent FB1 plasma levels 
were observed. These results implied that FB1 inhibits 
ceramide synthesis more potently in  LXR+/+ mice, unless 
if the eﬀect of FB1 on ceramide metabolism is already 
maximal in  LXR+/+ mice at the dose used in the present 
study. Although FB1 is poorly absorbed in the intestine 
and the majority of FB1 is excreted into the bile, the pre-
sent study shows higher levels of FB1 in the plasma of 
 LXR−/− mice. We postulate that LXRs contribute directly 
Fig. 7  LXR deficiency enhances liver injury in response to FB1. 
 LXR+/+ or  LXR−/− mice were exposed to FB1 at 10 mg/kg bw/day 
for 28 days. a Representative hematoxylin and eosin or Sirius red 
staining of liver sections. Scale bars, 100 µm. b Histological scoring 
of apoptosis, inflammatory foci, mitosis, and necrosis in 10 distinct 
areas from  LXR+/+ and  LXR−/− mice exposed or not exposed to FB1. 
Field 200X. Data are presented as mean ± SEM (n = 8/group). T sig-
nificant treatment eﬀect; G significant genotype eﬀect; TxG signifi-
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to the bioavailability of FB1 by inhibiting its absorption in 
the intestine and/or increasing bile degradation in the liver.
The  LXR−/− mouse model associated with the develop-
ment of liver diseases provided an opportunity to investigate 
the eﬀects of FB1 exposure. Beaven et al. demonstrated that 
 LXR−/− mice are susceptible to liver fibrosis in diﬀerent 
experimental models, whereas FB1 is also associated with 
the induction of liver fibrosis and injury (Voss et al. 1995; 
Howard et al. 2002). To investigate the specific liver damage 
induced by FB1 in  LXR−/− mice, microarray analysis of the 
hepatic transcriptome was performed. Until now, only a few 
transcriptional pathways modulated by FB1 exposure have 
been characterized. Recently, we observed that exposure of 
pigs to FB1 for 1 month activates the AKT/PTEN pathway 
and decreases lipid metabolism. In the present study, both of 
these pathways were modulated by FB1, but these changes 
occurred specifically in the  LXR−/− mice, suggesting that 
pigs are more sensitive to FB1 than mice and that LXR is 
critical in protecting mice against FB1-associated damages.
The modulation of the transcriptome by FB1 was more 
pronounced in  LXR−/− mice than in  LXR+/+ mice, and the 
induction of characteristic genes of fibrosis, such as Col1a1, 
Col3a1, or Anxa2 , became evident (Asselah et al. 2005; 
Yang et al. 2017). Overall, the main regulatory pathways 
increased by FB1 in  LXR−/− mice involved carcinogenesis, 
actin regulation, and inflammation, confirming the critical 
role of LXRs in avoiding FB1 hepatotoxicity. Conversely, 
bile acid degradation appears as one of the most significative 
pathway downregulated by FB1 in  LXR−/− mice, suggesting 
that excretion of FB1 from the liver is impaired in absence 
of LXR.
To investigate hepatotoxicity in  LXR−/− mice exposed to 
FB1, biochemical parameters were measured. An increase 
in plasma levels of AST, ALT, and alkaline phosphatase was 
observed in response to FB1 only in  LXR−/− mice. These 
enzymes are predominantly expressed in hepatocytes, and 
the large increase in their plasma levels is associated with 
hepatocyte injury and necrosis (Scheig 1996; Schmidt and 
Schmidt 1993). These results underlined the hepatotoxic 
eﬀects of FB1 in absence of LXRs in mice. These findings 
have also been observed in high-dose FB1 exposure stud-
ies (National Toxicology Program 2001). Consistent with 
this point, histological analysis showed a specific increase 
in inflammation foci, necrosis, mitosis and fibrosis in 
 LXR−/− mice exposed to FB1.Alongside, we showed that the 
absence of LXRs increased plasma levels of FB1, suggest-
ing that exacerbated toxicity in LXR knockout mice is most 
likely attributed to the higher toxin levels in these animals.
In addition, FB1-treated  LXR−/− mice exhibited elevated 
levels of plasma HDL-cholesterol, LDL-cholesterol, and 
total cholesterol characteristic of FB1-induced hepatotoxic-
ity (Howard et al. 2002; Voss et al. 1995). Thus, we postulate 
that the absence of LXRs disrupts cholesterol metabolism 
and increases the bioavailability of FB1 via the intestine. 
A possible mechanism that can explain the role of LXRs 
in modulating the effects of FB1-toxicity may involve 
LPCAT3. LPCAT3 is a phospholipid remodeling enzyme 
under LXR control that modulates intestinal fatty acid and 
cholesterol absorption (Rong et al. 2013; Wang et al. 2016).
Overall, this study suggests that, in the absence of LXRs, 
FB1 accumulates in plasma and organs potentially through a 
defect in intestinal absorption and/or bile acid degradation. 
Therefore, LXRs act, at least in part, as regulators of the 
bioavailability of FB1. Thus, in the absence of LXRs, FB1 
accumulates in the plasma and liver and induces deleterious 
eﬀects, such as fibrosis and liver injury.
Conclusion
Our results show that LXRs are critical to preventing toxic 
eﬀects associated with FB1 exposure. Previous studies sug-
gested that sphingolipids act as mediators of FB1 toxicity 
(Benlasher et al. 2012; Merrill et al. 1996; Riley et al. 2001) 
because these metabolites are involved in inflammatory pro-
cesses and liver pathologies (Holland et al. 2011; Raichur 
et al. 2014; Turpin et al. 2014). Here, we highlight the key 
role of LXR in regulating FB1 bioavailability regardless 
of ceramide metabolism. LXR deficiency does not further 
enhance the inhibition of sphingolipid synthesis (ceramide, 
sphinganine, sphingosine, and sphingomyelin) by FB1, 
but has severe consequences on FB1-induced toxicity in 
the liver. This demonstrates that FB1 hepatotoxicity is not 
related solely to the inhibition of sphingolipid synthesis.
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Dans les deux précédents chapitres, nous avons mis en évidence les effets hépatiques 
marqués d’un inhibiteur pharmacologique de la synthèse des céramides, la FB1. Un deuxième 
volet de ma thèse a consisté à étudier la régulation du métabolisme des sphingolipides par 
une approche physiologique et génétique.  
Dans un premier temps, nous avons voulu évaluer l’influence de la prise alimentaire et du 
jeûne sur le métabolisme des sphingolipides au niveau hépatique. Pour cela, nous avons utilisé 
les souris déficientes au niveau hépatocytaire pour PPARα, un récepteur nucléaire essentiel 
au catabolisme des acides gras et à la cétogenèse lors du jeûne. L’utilisation du modèle Pparα 
hépatocyte-spécifique combiné à des approches transcriptomiques et lipidomiques nous a 
permis de déterminer la contribution hépatocytaire de PPARα au contrôle du métabolisme 
des lipides en réponse au jeûne.  
Par une analyse détaillée du lipidome et du transcriptome de ces souris, nous avons démontré 
le rôle essentiel de PPARα dans le remodelage des phospholipides en réponse au jeûne. A 
l’inverse, nous montrons une contribution négligeable de PPARα hépatocytaire dans le 
contrôle du métabolisme des sphingolipides au cours du jeûne. 
Plus largement, nous avons aussi étudié l’éventail des réponses transcriptionnelles 
dépendantes de PPARα hépatocytaire au cours du jeûne. Nous avons ainsi mis en évidence de 
nouveaux gènes dont l’expression est sensible à PPARα. Ainsi, la GTPase Rab30 et le marqueur 
d’hépatite Krt23 sont induits par le jeûne de façon PPARα-dépendante. Au contraire, la 




















































Supplementary Table Legends 
Supplementary Table 1. Oligonucleotide sequences for the real time qPCR. 
Oligonucleotides (Sigma Aldrich) were designed with Primer Express 2.0 software (Applied 
Biosystems). Couples of primers have a Tm of 60°C, show no amplification with genomic DNA, 
and the derivative from each dissociation curve of amplicons from cDNA exhibits a single 
specific peak. 
 
Supplementary Table 3. KEGG pathway enrichment analysis of the 1000 genes most up-
regulated in fasted vs fed Pparαhep-/- mice compared to fasted vs fed Pparαhep+/+ mice (cluster 
1). 
 
Supplementary Table 4. KEGG pathway enrichment analysis of the 897 genes most down-
regulated in fasted vs fed Pparαhep-/- mice compared to fasted vs fed Pparαhep+/+ mice (cluster 
5). 
 
Supplementary Table 5. KEGG pathway enrichment analysis of the 1000 genes most up-
regulated in fasted vs fed Pparαhep+/+- mice compared to fasted vs fed Pparαhep-/- mice (cluster 
3). 
 
Supplementary Figure Legends 
Supplementary Figure 1: Effect of PPAR deletion on circulating glucose and ketone bodies 
over a 24hours fast. 
Wild-type (Pparhep+/+) and hepatocyte-specific knockout (Pparhep-/-) mice were fed ad libitum 
or fasted for 24 hours. (A) Design of primers used for Ppar mRNA quantification (B) hepatic 
mRNA level (n=6 per group) (C) Plasma glucose and ketone bodies (ketonemia) during fasting 
(n=12). Data shown as mean ± SEM. * significant genotype effect, # significant fasted effect. * 




Supplementary Figure 2: Heatmap integrating lipidomic and transcriptomic data. 
A block sPLS-DA model was constructed on the trasncriptomic data (31355 probes signal) and 
lipidomic data (93 lipids abundance) of 22 samples. The choice of optimal number of variables 
to be selected was made using the result of 10 iterations of M-fold cross validations (5 folds). 
The final block sPLS-DA model was constructed selecting respectively 20, 40 and 40 variables 
on the first 3 components of transcriptomic data block, and 20, 5 and 8 on the first 3 
components of lipidomic data block. The correlations between variables selected from the 
two blocks (transcripts and lipids) on the components 1 and 2 are illustrated on a clustered 
image map (heatmap) of the multi-omic signature expression for each sample. Red and blue 






Supplementary Table 1 : Oligonucleotide sequences for real-time PCR  
    
Gene NCBI Refseq Forward primer (5'-3') Reverse primer (5'-3') 
 
   
Acox1 NM_015729 CAGACCCTGAAGAAATCATGTGG CAGGAACATGCCCAAGTGAAG 
    
Agpat9 NM_172715 TTACCCTCGGCCTTCGGATTAT TGAATTCGTAATGTGGCCCACTC 
    
Chka NM_013490 AGGCCTTCGCGAGGACC CAACGCTGGCTATGGAGTCTG 
    
Chkb NM_007692 CTTGGAACAGTACCTCCCAAGC CCCGACAACACTGGGTCC 
    
Cxcl-10 NM_021274 TGCCGTCATTTTCTGCCTC GGCCCGTCATCGATATGG 
    
Cyp4a10 NM_010011 TCCAGCAGTTCCCATCACCT TTGCTTCCCCAGAACCATCT 
    
Cyp7a1 NM_007824 AGCAACTAAACAACCTGCCAGTACTA GCCGCAGAGCCTCCTTG 
    
Ehhadh NM_023737 CGTCTCCTCGGTTGGTGTTC ATTATCTTCTTTGCAGTATCTAGCTGCTT 
  
  
Fgf21 NM_020013 AAAGCCTCTAGGTTTCTTTGCCA CCTCAGGATCAAAGTGAGGCG 
    
Fsp27 NM_178373 AGGCCCTGTCGTGTTAGCAC CATGATGCCTTTGCGAACCT 
    
Gpat NM_008149 AGACGAAGCCTTCCGACGA TGGACATGATAGCGCAGGACT 
    
Hmgcs2 NM_008256 TGCAGGAAACTTCGCTCACA AAATAGACCTCCAGGGCAAGGA 
    
Hmox1 NM_002133 CAGAAGGGTCAGGTGTCCAGAG CGTGTAGATATGGTACAAGGAAGCC 
    
Kdsr NM_027534 CACCAGACACCGACACGC GCAAATAGCTGTGGTCTCTGAGATAA 
    
Krt23 NM_033373 AAGTTGAGGGCCTCCGAAAG CACTCGGCAAGTGATTCTCCT 
    
Mfsd2a NM_029662 TCTGCATTAGCAAGTCCTCCTG GCACAAACCAGATGAGGAAGTAAG 
    
Mogat1 NM_026713 TGCCCTATCGGAAGCTGATCTA CAGAGTCTGCTGAACAGGGATG 
    
Plin5 NM_025874 CGCTCCATGAGTCAAGCCA CTCAGCTGCCAGGACTGCTA 
 
   
Ppara NM_011144 GTACCACTACGGAGTTC GAATAGTTCGCCGAAAG 
 
   
Rab30 NM_029494 GCTGCCTTCCTGAGTGGTTG GCTCTCTGCTGGGAGACCT 
 
   
Smpd3 NM_018667 CCAATGGGTGCAGCTTCG AACAATTCTTTGGTCCTGAGGTG 
 
   






Supplementary Table 2 : Gene ontology analysis of cluster 1 
 
KEGG Pathways 
Pathway ID Pathway description Count in gene set False discovery rate 
05168 Herpes simplex infection 29 3,47e-08 
04010 MAPK signaling pathway 32 8,67e-08 
05162 Measles 21 2,2e-06 
05164 Influenza A 22 1,38e-05 
04064 NF-kappa B signaling pathway 15 4,41e-05 
05169 Epstein-Barr virus infection 21 0,000528 
05166 HTLV-I infection 25 0,000544 
05200 Pathways in cancer 28 0,000571 
04380 Osteoclast differenciation 15 0,00113 
04623 Cytosolic DNA-sensing pathway 10 0,00177 
04668 TNF signaling pathway 13 0,00374 
04622 RIG-I-like receptor signaling pathway 10 0,00378 
04621 NOD-like receptor signaling pathway 9 0,00424 
05160 Hepatitis C 14 0,00745 








Supplementary Table 3 : Gene ontology analysis of cluster 5 
 
KEGG Pathways 
Pathway ID Pathway description Count in gene set False discovery rate 
01100 Metabolic pathways 90 1,25e-12 
03010 Ribosome 17 3,28e-05 
00630 Glyoxylate and dicarboxylate metabolism 7 0,000669 
05010 Alzheimer disease 17 0,000756 
05016 Huntington disease 17 0,00153 
00190 Oxidative phosphorylation 14 0,00192 
05012 Parkinson disease 14 0,00373 
00730 Thiamine metabolism 3 0,00391 
00260 Glycine, serine and threonine metabolism 7 0,00492 






Supplementary Table 4 : Gene ontology analysis of cluster 3 
KEGG Pathways 
Pathway ID Pathway description Count in gene set 
False discovery 
rate 
01100 Metabolic pathways 137 1,83e-24 
04146 Peroxisome 30 7,3e-19 
00071 Fatty acid degradation 21 1,24e-15 
00280 Valine, leucine and isoleucine degradation 21 1,36e-14 
03320 PPAR signaling pathway 24 3,21e-13 
03050 Proteasome 17 2,27e-11 
01120 Microbial metabolism in diverse environments 29 3,55e-09 
01212 Fatty acid metabolism 16 3,55e-09 
00640 Propanoate metabolism 13 3,57e-09 
00650 Butanoate metabolism 11 7,96e-08 
00770 Pantothenate and CoA biosynthesis 9 8,54e-08 
01200 Carbon metabolism 20 3,95e-07 
01040 Biosynthesis of unsaturated fatty acids 10 6,29e-07 
00561 Glycerolipid metabolism 14 8,11e-07 
00410 Beta-Alanine metabolism 10 5,88e-06 
00062 Fatty acid elongation 8 6,52e-05 
00310 Lysine degradation 10 0,000699 
00380 Tryptophan degradation 9 0,00113 
00564 Glycerophospholipid metabolism 13 0,00137 
00020 Citrate cycle (TCA cycle) 7 0,00339 
0620 Pyruvate metabolism 8 0,00409 

















Par une approche physiologique, nous avons vu que PPARα hépatocytaire participe 
peu au remodelage des sphingolipides lors du jeûne. Dans ce chapitre, nous avons étudié la 
contribution hépatique et extra-hépatique de PPARα au contrôle du métabolisme lors de 
l’obésité. Pour cela, nous avons utilisé des souris transgéniques déficientes pour PPARα 
(Pparα-/-), présentant une délétion hépatocytaire du récepteur (Pparαhep-/-) et des souris de 
type sauvage. Ces souris ont reçu un régime HFD pendant 12 semaines afin d’induire une 
stéatose hépatique associée à l’obésité. 
Premièrement, nous montrons que l’absence hépatocytaire et totale de PPARα 
dissocient l’obésité du diabète. De plus, les souris Pparα-/- et Pparαhep-/- présentent une 
inflammation associée à l’obésité. Dans ce contexte, nous montrons que l’absence totale de 
PPARα, plutôt que son invalidation hépatocytaire, contribue fortement au remodelage du 
transcriptome et du métabolome en réponse au régime hyperlipidique. En particulier, le 
métabolisme des lipides hépatiques ne dépend pas uniquement de l’absence d’activité 
hépatocytaire du récepteur. Cependant, nous confirmons que l’absence hépatique et totale 
de Pparα influence le métabolisme des acides gras et des phospholipides. Nous mettons aussi 
en évidence un effet majeur de la délétion totale de Pparα sur le sphingolipidome au cours de 
l’obésité associée à la stéatose hépatique. En effet, la quantité et l’abondance des céramides 
d18 :1 à longues chaînes tels que C16 :0, C18 :0 et C18 :1, et très longues chaînes tel que 
C26 :1, augmentent spécifiquement dans le foie de souris Pparα-/- nourries d’un régime HFD.  
Plus largement, nous avons mis en évidence la contribution extra-hépatique dépendante de 
PPARα dans la régulation du métabolisme des sphingolipides au cours de l’obésité. Sur la base 
des découvertes récentes (Heaver et al., 2018; Jiang et al., 2015a; Meikle and Summers, 2017), 
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Objectives: Peroxisome proliferator activated receptor D (PPARα) acts as a fatty acid sensor 
to orchestrate the transcription of genes coding for rate-limiting enzymes required for lipid 
oxidation in hepatocytes. Mice only lacking Pparα in hepatocytes spontaneously develop 
steatosis without obesity in aging. Altough steatosis is a benign condition it can develop into 
non alcoholic steatohepatitis (NASH), which may progress to irreversible damage, such as 
fibrosis and hepatocarcinoma. While NASH appears as a major public health concern 
worldwide, it remains an unmet medical need. Several drugs are being tested in clinical 
trials, including pharmacological agonists for the different PPAR isotypes. In current study, 
we investigated the role of hepatocyte PPARα in a preclinical model of steatosis. 
Methods/Results: We have investigated the role of hepatocyte PPARD in a preclinical model 
of steatosis using High Fat Diet (HFD) feeding as a model of obesity in C57BL/6J male Wild-
Type mice (WT), in whole-body (PparD-/-) mice and in mice lacking PparD in hepatocyte 
(PparDhep-/-). We provide evidence that PparD deletion in hepatocytes promotes NASH in 
mice fed an HFD. This enhanced NASH susceptibility occurs without development of glucose 
intolerance. Moreover, our data reveal that non-hepatocytic PPARα activity predominantly 
contributes to the metabolic response to HFD.  
Conclusion: Taken together, our data support hepatocyte PPARα as being essential to the 
prevention of steatosis progression to NASH and that extra-hepatocyte PPARα activity 













































































x  Pparα deletion in hepatocytes promotes steatosis and inflammation in HFD-induced 
obesity 
 
x Hepatocyte-specific deletion of Pparα dissociates NAFLD from glucose intolerance in 
HFD-induced obesity 
 


















































































Non alcoholic fatty liver disease (NAFLD) has become a major public health concern 
worldwide [1]. NAFLD ranges from benign steatosis to non alcoholic steatohepatitis (NASH), 
which may progress to irreversible damage, such as fibrosis or hepatocarcinoma. The 
hallmark of NAFLD is an elevated level of neutral lipids, which accumulate as lipid droplets in 
hepatocytes [2]. Although the aetiology of the disease is not fully understood, it is strongly 
associated with obesity and type 2 diabetes (T2D). In human NAFLD, the fatty acids that 
accumulate in hepatocytes originate mostly from adipose tissue lipolysis and hepatic de 
novo lipogenesis [3]. In T2D, adipose tissue insulin resistance promotes lipolysis, whereas 
hyperglycaemia combined with hyperinsulinemia sustains hepatic de novo lipogenesis [4]. 
Given the burden of the NAFLD epidemic, identifying molecular players that can be 
targeted is a rather important issue [5,6]. Moreover, finding drugs that may be used to treat 
NASH and its progression to irreversible liver disease is a so far unmet medical need to be 
solved [7,8]. Among drugs currently being tested in clinical trials are a number of molecules 
that activate the peroxisome proliferator activated receptors (PPARs) [7,9]. Three PPAR 
isotypes are known (α, β/G, and γ), and they are members of the nuclear receptor family, 
which act as fatty acid sensors that orchestrate transcription in response to a variety of 
endogenous ligands [9], such as fatty acids [10], fatty acid derivatives [11] and phospholipids 
[12]. Once activated by the binding of these lipids, PPARs may either induce or repress the 
expression of their specific target genes. PPARs are influential regulators of genes involved in 
metabolism in different tissues [13]. Therefore, several pharmacological agonists have been 
developed, tested on preclinical models of NAFLD [14,15], and are currently being either 
used or tested in clinical trials for the treatment of metabolic diseases [9], and especially 
NAFLD [15].   
PPARα is the most abundant PPAR isotype in the healthy liver [16] and in hepatocytes, 
PPARα regulates the expression of thousands of genes and contributes to the remarkable 
metabolic flexibility of the liver [17–20]. PPARα is particularly active during suckling [21–23] 
and fasting [18,19,24–27], two conditions in which fatty acids are a preferred source of 
energy for the organism. PPARα is also expressed in many other tissues, including skeletal 








































































deletion of Pparα renders mice susceptible for many metabolic defects including obesity 
[36], steatosis [36,37], and NASH [38,39], but not diabetes [40,41]. We have showed recently 
that a hepatocyte-specific deletion of Pparα induces spontaneous steatosis in aging mice 
and blunts fasting-induced ketogenesis [18,19]. Moreover PPARα is required for the 
expression of fibroblast growth factor 21 (FGF21) [42,43], a liver-derived hormone with 
many endocrine [44] and hepatoprotective effects [45,46].  
In the present study, we evaluated the importance of hepatocyte PPARα in steatosis 
associated with diet-induced obesity. We provide evidence that in mice fed with a high fat 
diet (HFD), Pparα deletion in hepatocytes is sufficient to promote NAFLD. In addition, 
analysis of the hepatic transcriptome, lipidome, and metabolome, demonstrated that 
extrahepatic PPARα activity significantly contributes to metabolic homeostasis in response 









































































2. Material and Methods 
2.1. Mice 
In vivo studies were conducted under the EU guidelines for the use and care of 
laboratory animals and they were approved by an independent ethics committee.  
Pparαhep-/- animals were created at INRA’s rodent facility (Toulouse, France) by 
mating the floxed-Pparα mouse strain with C57BL/6J albumin-Cre transgenic mice (a gift 
from Prof. Didier Trono, EPFL, Lausanne, Switzerland) to obtain albumin-
Cre+/−Pparαflox/flox mice (i.e., Pparαhep-/- mice). The Pparα deletion was confirmed with 
PCR and HotStar Taq DNA Polymerase (5 U/μl, Qiagen) using the following primers: forward: 
5′- AAAGCAGCCAGCTCTGTGTTGAGC-3′ and reverse, 5′-TAGGTACCGTGGACTCAGAGCTAG-3′. 
The amplification conditions were as follows: 95°C for 15 min, followed by 35 cycles of 94°C 
for min, 65°C for 1 min, and 72°C for 1 min, and a final cycle of 72°C for 10 min. This reaction 
produced 450-bp, 915-bp, and 1070-bp fragments, which represented the Pparα sequence 
with an exon 4 deletion, the wild-type allele, and the floxed allele, respectively. The albumin-
Cre allele was detected by PCR using the following primer pairs: CreU, 5′-
AGGTGTAGAGAAGGCACTTAG-3′ and CreD, 5′- CTAATCGCCATCTTCCAGCAGG-3′; G2lox7F, 5′-
CCAATCCCTTGGTTCATGGTTGC- 3′ and G2lox7R, 5′-CGTAAGGCCCAAGGAAGTCCTGC-3′). 
Pparα-deficient C57BL/6J mice (Pparα-/-) were bred at INRA’s transgenic rodent 
facility. Age-matched C57BL/6J (provided by Charles River) were acclimated to the local 
animal facility conditions prior to the experiment. Mouse housing was controlled for 
temperature and light (12-h light/12-h dark). All mice were placed in a ventilated cabinet at 
the specific temperature of 30°C (thermoneutrality) throughout the experiment. All animals 
used in these experiments were male mice.  
2.2. Diet  
WT, Pparα-/- and Pparαhep-/- mice were fed a standard diet (Safe 04 U8220G10R) until 
8 weeks old, when the mice were fed a high fat diet (D12492, Research Diet) or chow diet 
(D12450J, Research Diet) for 12 weeks (until 20 weeks old). Experimental groups were 
designed as follows: WT CTRL, 8 mice; WT HFD, 8 mice; Pparαhep-/- CTRL, 10 mice; Pparαhep-/- 








































































2.3. Oral glucose tolerance test 
Mice were fasted for 6 h and received an oral (2g/kg body weight) glucose load. 
Blood glucose was measured at the tail vein using an AccuCheck Performa glucometer 
(Roche Diagnostics) at -15, 0, 15, 30, 45, 60, 90, and 120 minutes. 
2.4. Blood and tissue samples 
Prior to sacrifice, blood was collected in EDTA-coated tubes (BD Microtainer, K2E 
tubes) from the submandibular vein. All mice were killed in a fed state. Plasma was collected 
by centrifugation (1500xg, 10min, 4°C) and stored at -80°C. Following killing by cervical 
dislocation, the organs were removed, weighted, dissected and used for histological analysis 
or snap-frozen in liquid nitrogen and stored at -80°C.   
2.5. Gene expression 
Total cellular RNA was extracted with Tri reagent (Molecular Research Center). Total 
RNA samples (2µg) were reverse-transcribed with the High-capacity cDNA Reverse 
Transcription Kit (Applied Biosystems) for real-time quantitative polymerase chain reaction 
(qPCR) analyses. The primers for Sybr Green assays are presented in Supplementary Table 1. 
Amplifications were performed on a Stratagene Mx3005P (Agilent Technology). The qPCR 
data were normalized to the level of the TATA-box binding protein (TBP) messenger RNA 
(mRNA) and analysed by LinRegPCR. Transcriptome profiles were determined by the Agilent 
SurePrint G3 Mouse GE v2 8x60K (Design 074809) according to the manufacturer’s 
instructions. Gene Ontology (GO) analysis of the KEGG categories was realized using string 
database and consists of an enrichment of biologically and functionally interacting proteins 
with a p-value ≤0.01. Microarray data and all experimental details are available in the Gene 
Expression Omnibus (GEO) database (accession GSE123354). 
2.6. Histology 
Formalin-fixed, paraffin-embedded liver tissue was sliced into 3-μm sections and 
stained with haematoxylin and eosin for histopathological analysis. The staining was 
visualized with a Leica microscope DM4000 B equipped with a Leica DFC450 C camera. The 
histological features were grouped into two categories: steatosis and inflammation. The 








































































steatosis score depending on the percentage of liver cells containing fat: Grade 0, no 
hepatocytes involved in any section; grade 1, 1% to 25% of hepatocytes involved; grade 2, 
26% to 50% of hepatocytes involved; grade 3, 51% to 75% of hepatocytes involved and grade 
4, 76% to 100% of hepatocytes involved. For the inflammation score, inflammatory foci were 
counted into 10 distinct areas at 200x for each liver slice. Values represent the mean of 10 
fields/liver slice.   
2.7. Biochemical analysis 
Aspartate transaminase (AST), alanine transaminase (ALT), total cholesterol, LDL and 
HDL cholesterols were determined from plasma samples using a COBASMIRA+ biochemical 
analyser (Anexplo facility). 
2.8. Analysis of liver neutral lipids 
Tissue samples were homogenized in methanol/5 mM EGTA (2:1, v/v), and lipids 
(corresponding to an equivalent of 2 mg tissue) extracted according to the Bligh–Dyer 
method [48], with chloroform/methanol/water (2.5:2.5:2 v/v/v), in the presence of the 
following internal standards: glyceryl trinonadecanoate, stigmasterol, and cholesteryl 
heptadecanoate (Sigma). Triglycerides, free cholesterol, and cholesterol esters were 
analysed by gas-liquid chromatography on a Focus Thermo Electron system equipped with a 
Zebron- 1 Phenomenex fused-silica capillary column (5 m, 0.25mm i.d., 0.25 mm film 
thickness). The oven temperature was programmed to increase from 200 to 350°C at 
5°C/min, and the carrier gas was hydrogen (0.5 bar). The injector and detector temperatures 
were 315°C and 345°C, respectively. 
2.9. Liver fatty acid analysis 
To measure all hepatic fatty acid methyl ester (FAME) molecular species, lipids that 
corresponded to an equivalent of 1 mg of liver were extracted in the presence of the internal 
standard, glyceryl triheptadecanoate (2 μg) [49]. The lipid extract was transmethylated with 
1 ml BF3 in methanol (14% solution; Sigma) and 1 ml heptane for 60 min at 80°C, and 
evaporated to dryness. The FAMEs were extracted with heptane/water (2:1). The organic 
phase was evaporated to dryness and dissolved in 50 μl ethyl acetate. A sample (1 μl) of 








































































with Famewax RESTEK fused silica capillary columns, 30-m×0.32-mm i.d., 0.25-μm film 
thickness). The oven temperature was programmed to increase from 110°C to 220°C at a 
rate of 2°C/min, and the carrier gas was hydrogen (7.25 psi). The injector and detector 
temperatures were 225°C and 245°C, respectively. 
2.10. Liver phospholipid and sphingolipid analysis 
2.10.1 Chemicals and reagents 
The liquid chromatography solvent, acetonitrile, was HPLC-grade and purchased from 
Acros Organics. Ammonium formate (>99%) was supplied by Sigma Aldrich. Synthetic lipid 
standards (Cer d18:1/18:0, Cer d18:1/15:0, PE 12:0/12:0, PE 16:0/16:0, PC 13:0/13:0, PC 
16:0/16:0, SM d18:1/18:0, SM d18:1/12:0) were purchased from Avanti Polar Lipids. 
2.10.2 Lipid extraction 
Lipids were extracted from the liver (1 mg) as described by Bligh and Dyer in 
dichloromethane / methanol (2% acetic acid) / water (2.5:2.5:2 v/v/v). Internal standards 
were added (Cer d18:1/15:0, 16 ng; PE 12:0/12:0, 180 ng; PC 13:0/13:0, 16 ng; SM 
d18:1/12:0, 16 ng ; PI 16:0/17:0, 30 ng; PS 12:0/12:0, 156.25 ng). The solution was 
centrifuged at 1500 rpm for 3 min. The organic phase was collected and dried under azote, 
then dissolved in 50 μl MeOH. Sample solutions were analysed using an Agilent 1290 UPLC 
system coupled to a G6460 triple quadripole spectrometer (Agilent Technologies). 
MassHunter software was used for data acquisition and analysis. A Kinetex HILIC column 
(Phenomenex, 50x4.6 mm, 2.6 μm) was used for LC separations. The column temperature 
was maintained at 40°C. Mobile phase A was acetonitrile and B was 10 mM ammonium 
formate in water at pH 3.2. The gradient was as follows: from 10% to 30% B in 10 min, 100% 
B from 10 to 12 min, and then back to 10% B at 13 min for 1 min to re-equilibrate prior to 
the next injection. The flow rate of the mobile phase was 0.3 ml/min, and the injection 
volume was 5μl. An electrospray source was employed in positive (for Cer, PE, PC, and SM 
analysis) or negative ion mode (for PI and PS analysis). The collision gas was nitrogen. Needle 
voltage was set at +4000 V. Several scan modes were used. First, to obtain the naturally 
different masses of different species, we analysed cell lipid extracts with a precursor ion scan 








































































neutral loss scan at 141 and 87 m/z for PE and PS, respectively. The collision energy 
optimums for Cer, PE, PC, SM, PI, and PS were 25 eV, 20 eV, 30 eV, 25 eV, 45 eV, and 22 eV, 
respectively. The corresponding SRM transitions were used to quantify different 
phospholipid species for each class. Two MRM acquisitions were necessary, due to 
important differences between phospholipid classes. Data were treated with QqQ 
Quantitative (vB.05.00) and Qualitative analysis software (vB.04.00). 
2.11. Metabolomic analyses by 1H nuclear magnetic resonance (NMR) spectroscopy 
1H NMR spectroscopy was performed on aqueous liver extracts prepared from liver 
samples (50–75 mg) homogenized in chloroform/methanol/NaCl 0.9% (2/1/0.6) containing 
0.1% butyl hydroxytoluene and centrifuged at 5000xg for 10 min. The supernatant was 
collected, lyophilized, and reconstituted in 600 μl of D2O containing 0.25 mM TSP [3-
(trimethylsilyl)propionic-(2,2,3,3-d4) acid sodium salt] as a chemical shift reference at 0 ppm. 
All 1H NMR spectra were obtained on a Bruker DRX-600 Avance NMR spectrometer 
operating at 600.13 MHz for 1H resonance frequency using an inverse detection 5 mm 1H-
13C-15N cryoprobe attached to a CryoPlatform (the preamplifier cooling unit). The 1H NMR 
spectra were acquired at 300 K with a 1D NOESY-presat sequence (relaxation delay – 90°-t-
90°-tm-90°-acquisition). A total of 128 transients were acquired into a spectrum with 20 
ppm width, 32 k data points, a relaxation delay of 2.0 s, and a mixing delay of 100 ms. All 1H 
spectra were zero-filled to 64 k points and subjected to 0.3 Hz exponential line broadening 
before Fourier transformation. The spectra were phase and baseline corrected and 
referenced to TSP (1H, d 0.0 ppm) using Bruker Topspin 2.1 software (Bruker GmbH, 
Karlsruhe, Germany). Multivariate analysis of metabolomic data was performed. 
2.12. Statistical analysis 
Data were analysed using R (http://www.r-project.org). Differential effects were 
assessed on log2 transformed data by performing analyses of variance, followed by an 
ANOVA test with a pooled variance estimate. p-values from ANOVA tests were adjusted with 
the Benjamini-Hochberg correction. p<0.05 was considered significant. Hierarchical 
clustering of gene expression data and lipid quantification data was performed with R 
packages, Geneplotter and Marray (https://www.bioconductor.org/). Ward’s algorithm, 








































































represented on the heat maps had adjusted p-values <0.05 for one or more comparisons 
performed with an analysis of variance. 
3. Results 
3.1.  Hepatic and total Pparα deficiencies dissociate HFD-induced obesity and fatty liver 
from glucose intolerance 
Male mice from different genotypes, namely wild-type (WT), germline PPARα-null 
(Pparα-/-) and hepatocyte-specific PPARα-null (Pparαhep-/-), were fed a low-fat diet (10% fat, 
CTRL) or a HFD (60% fat) at 8 weeks of age for 12 weeks at thermoneutrality (30°C). At the 
beginning of the experiment, the Pparα-/- mice were already significantly heavier than the 
WT and Pparαhep-/- mice (Figure 1A,B). All mice, independently of the genotype became 
overweight and gained approximately 15g in response to HFD consumption (Figure 1A). 
Moreover, unlike WT and Pparαhep-/- mice, Pparα-/- mice on CTRL diet also gained significant 
body weight. Therefore, Pparα-/- mice became more overweight than Pparαhep-/- and WT 
mice at thermoneutrality. In CTRL mice, oral glucose tolerance (OGTT) tested after 10 weeks 
of HFD feeding was similar regardless of the genotype (Figure 1C and D). In the HFD-fed 
groups, WT mice became glucose intolerant whereas Pparαhep-/- and Pparα-/- mice were 
protected against this intolerance (Figure 1C and D). These results are consistent with fasted 
glucose levels that increased in response to HFD only in WT mice, but not in Pparαhep-/- or 
Pparα-/- mice (Figure 1E). Therefore, HFD feeding leads to fasting hyperglycaemia and 
glucose intolerance in WT mice, but not in Pparαhep-/- and Pparα-/- mice. 
Different biochemical analyses were performed in plasma from fed animals (Figure 
1F). Cholesterol, LDL-cholesterol, and HDL-cholesterol tended to increase in response to HFD 
diet in all three genotypes. However, we found that levels of the 3 lipid parameters were 
higher in the plasma of Pparαhep-/- mice than plasma from Pparα-/- mice. Triglycerides were 
elevated in Pparα-/- mice fed the CTRL diet and the HFD diet. Triglycerides were elevated in 
response to HFD only in Pparαhep-/- mice, but were lower in HFD-fed Pparα-/- mice compared 
to control diet-fed Pparα-/- mice. Taken together, our results show that both hepatocyte-
specific and whole-body deletions of Pparα promote obesity dissociated from glucose 








































































3.2.  Hepatic and total Pparα deficiencies promote liver steatosis, inflammation, and 
injury in HFD-induced obesity 
Next, we performed histological analysis in order to investigate whether the lack of 
PparD either globally or liver specific was associated with changes in liver integrity (Figure 
2A). First, we observed that Pparαhep-/- and Pparα-/- mice developed steatosis upon CTRL diet 
feeding. In HFD, steatosis in Pparαhep-/- and Pparα-/- mice was much more severe than for WT 
mice, which is in agreement with their respective liver weight (Figure 2B). To better 
characterize liver injury, steatosis and inflammation scoring were performed (Figure 2C and 
E). The steatosis score revealed that Pparαhep-/- and Pparα-/- mice fed a HFD exhibited 
increasing lipid droplet deposition in the liver compared to WT mice (Figure 2C), which is 
confirmed by measurement of triglyceride liver content (Figure 2D). Inflammation scoring 
revealed that HFD did not significantly increase hepatic inflammation in WT mice (Figure 2E), 
contrarily to both Pparα-/- and Pparαhep-/- mice. In agreement with increased inflammation, 
plasma markers of liver injury (ALT and AST) were significantly increased in HFD fed Pparα-/- 
and Pparαhep-/- mice (Figure 2F). 
3.3.  Gene expression profile in WT, Pparαhep-/-, and Pparα-/- mice in response to HFD-
induced obesity 
Next, we evaluated the hepatic transcriptome expression pattern in response to HFD 
using microarrays. Overall, we identified a total of 8115 differentially expressed probes 
(corresponding to 7173 genes) sensitive to HFD feeding in at least one of the three 
genotypes (based on adjusted p-value; FDR<5%). Hierarchical clustering of probes 
highlighted 12 clusters showing specific gene expression profiles according to the 
experimental conditions (Figure 3A). Four of them (clusters 1, 2, 3 and 4) showed a typical 
transcriptomic pattern in PparD-/- mice compared to PparDhep-/- and WT mice regardless of 
diet. Interestingly, the liver transcriptome was also influenced by HFD in a genotype-specific 
manner (Figure 3A). The microarray analysis was validated by qPCR measurements of 
different genes (Figure 3B). The expression of Vnn1, encoding a liver-enriched oxidative 
stress sensor involved in the regulation of multiple metabolic pathways, was identified as an 
HFD-responsive gene specific to the WT mice. The expression of Fmo3, which produced 








































































/- mice. The expression of collagen Col1a1 is largely increased by HFD in the absence of 
hepatocyte-specific or whole-body PparDand not in WT mice. Lastly, Ppar-γ2 was identified 
as an HFD-responsive gene common to the three mouse genotypes. Significant overlaps 
occur between differentially expressed genes (DEGs) in the three genotypes (Figure 3C). 
Interestingly, only 387 DEGs were sensitive to HFD in all 3 genotypes at p<0.05, 232 at 
p<0.03 and 95 at p<0.01, mostly involved in metabolic regulations (Figure 3C and 
Supplementary Figure 1). This represents between 3 and 5% of all HFD-sensitive genes for 
which HFD regulation is strictly independent from hepatocyte or whole-body PPARD, 
therefore illustrating the critical role of the nuclear receptor in the liver response to a 
hyperlipidic diet.  
3.4. PPARα-dependent changes in hepatic gene expression profiles in response to HFD 
induced obesity 
A large group of DEGs include 922 genes significantly up-regulated and 857 
significantly down-regulated by HFD feeding only in WT mice (Figure 4A). Examples of these 
genes include well-established PPARα targets, such as Cyp4a14, Acot3, Acot2, and Fitm1 
(Figure 4B), and eight categories of genes involved in metabolism (Figure 4C) with up-
regulated expression in response to a HFD only in WT mice. However, we also identified four 
KEGG categories down-regulated in response to HFD specifically in WT mice. These 
categories relate to RNA transport, ribosome activity and protein processing (Figure 4D). The 
venn diagram (Figure 3C) also reveals a large group of DEGs modulated only in PparDhep-/- 
mice fed a HFD compared to CTRL diet which encompassed 630 and 865 significantly up or 
down-regulated genes, respectively (Supplementary Figure 2). Figure 3C also defines a third 
large group of DEGs including 1143 and 1257 genes significantly up-regulated and down-
regulated, respectively, by HFD feeding only in Pparα-/- mice (Supplementary Figure 3). This 
suggests that the hepato-specific and whole-body deletions of Pparα have distinct and 
specific consequences in the hepatic response to HFD-induced obesity. 
3.5.  Hepatocyte PPARα prevents liver inflammatory gene expression in response to 
HFD  
Next, we questioned whether deletion of Pparα in hepatocytes only or in the whole-








































































including 337 and 349 genes significantly up-regulated or down-regulated, respectively, by 
HFD feeding in both Pparα-/- and Pparαhep-/- mice (Figure 5A). Gene category analysis did not 
reveal any functions related to the 349 down-regulated genes by HFD feeding in Pparα-/- or 
Pparαhep-/- mice. However, gene category analysis highlighted the functions related to the 
337 genes significantly up-regulated by HFD feeding in both Pparα-/- and Pparαhep-/- mice 
(Figure 5B), suggesting that these genes are negatively regulated by PPARD Most of these 
categories relate to the inflammatory process, including the NF-kappa B, TNF, and TLR 
signalling pathways. We selected the genes directly related to these pathways using the 
KEGG database and the gene database network (Supplementary Figure 4) and confirmed a 
marked up-regulation of genes belonging to NF-kappa B, TNF, and TLR in the hepatocyte-
specific or whole-body absence of Pparα (Figure 5C), in accordance with inflammatory 
markers measured (Figure 2E). 
3.6. Metabolic and lipidomic profiling of PPARα-dependent regulation of hepatic 
homeostasis in response to HFD 
We performed unbiased hepatic metabolomic profiling of aqueous metabolites using 
proton nuclear magnetic resonance (1H-NMR).  We used a projection to latent structures for 
discriminant analysis (PLS-DA) to investigate whether there was a separation between 
experimental groups of observations. A valid and robust PLS-DA model was obtained that 
discriminated HFD-fed Pparα-/- mice from all other groups (Supplementary Figure 5), further 
supporting the role of non-hepatocytic PPARα activity in hepatic homeostasis in response to 
HFD. 
We also performed a targeted analysis of 75 lipid species including neutral lipids 
(cholesterol, cholesterol esters, and triglycerides), phospholipids, and sphingolipids. The 
relative abundance of each species in the livers of WT, Pparα-/-, and Pparαhep-/- mice fed with 
either of the two diets (CTRL and HFD) was evaluated to determine the contribution of 
hepatocyte and whole body PPARα activity to hepatic lipid homeostasis. The results are 
presented as a heatmap with hierarchical clustering (Figure 6A), in which we observed that 
the samples first clustered according to the diet, demonstrating that HFD-feeding was the 
main discriminating factor for hepatic lipid content. We identified four main clusters of lipids 








































































such as the ceramides d18:1/C18:1, d18:1/C18:0, and d18:1/C26:0 (Figure 6B), exhibit 
increased relative abundance in HFD-fed Pparα-/- mice, suggesting that extra-hepatocytic 
PPARD contributes predominantly to lipid remodelling during HFD-feeding. Cluster 1 also 
contains linoleic acid (C18:2n-6), which exhibits increased abundance in HFD-fed Pparα-/- 
mice, but also in HFD-fed Pparαhep-/- mice. Lipids in cluster 2, such as the phospholipids 
PC36:3, PC28:6, PE38:4, and triglyceride TG C57 (Figure 6C), are less abundant in HFD Pparα-
/- mice. Lipids in cluster 3, such as the palmitoleic acid (C16:1n-7) and PE32:1 (Figure 6D), are 
less abundant in HFD mice from the three genotypes. Lipids in cluster 4 (Figure 6E), such as 
the polyunsaturated fatty acids C20:4n-6 and C22:5n-3 are more abundant in WT mice from 
the CTRL diet group and reduced in the livers of mice fed a HFD.  
Overall, this lipidomic profiling highlights that the hepatic lipidome depends both on 
the genotype and diet. Therefore, both hepatic Pparα and whole body Pparα deletions result 
in a specific lipidomic response to HFD feeding. However, whole body Pparα deficiency has a 











































































NAFLD is the hepatic manifestation of the obesity epidemic and represents a major 
public health issue worldwide [50]. NAFLD ranges from benign steatosis to NASH and may 
promote liver fibrosis and cancer. Therefore, there is a great interest in drugs that could be 
used to cure NAFLD or reverse NASH before it promotes irreversible damage [7]. PPARα, and 
other PPAR isotypes represent targets currently being tested in clinical trials [9,51,52]. 
PPARα is a ligand-activated nuclear receptor that plays a key role in the regulation of 
metabolic homeostasis by modulating the expression of rate-limiting enzymes involved in 
fatty acid degradation [17–19]. Preclinical studies in Pparα null mice have shown that PPARα 
protects from steatosis [18,53] and NASH. Moreover, several clinical lines of evidence 
indicate that PPARα is also influential in human NASH [54]. 
Most studies performed in vivo in Pparα null mice have suggested that the mechanisms 
by which PPARα protects from steatosis and NASH involve its ability to transactivate genes 
required for fatty acid catabolism and to repress a number of inflammatory genes [38,39]. 
Because PPARα is expressed in many cell types and tissues with high fatty acid oxidation 
activity [28–30,33], it is interesting to define in vivo the specific contribution of hepatocytic 
PPARα in preventing NAFLD.  
When fed a regular diet, Pparα-/- mice are steatotic and overweight as previously 
reported [25,37]. When fed a HFD, they become even more steatotic and develop further 
liver inflammation and NASH injury [38,39]. Importantly, although Pparα-null mice develop 
steatosis, they do not exhibit reduced glucose tolerance compared to WT mice [41]. The 
data we obtained in Pparαhep-/- mice fed a HFD indicate that the deletion of Pparα in 
hepatocytes is sufficient to promote steatosis and marked signs of fibrosis and inflammation. 
As in Pparα-null mice, despite enhanced steatosis compared to HFD-fed WT mice, HFD-fed 
Pparαhep-/- mice do not exhibit enhanced glucose intolerance. Therefore, hepatocyte-specific 
Pparα deletion promotes steatosis and liver inflammation. Interestingly, it also dissociates 
steatosis from glucose intolerance as observed in Pparα-/- mice [40,41]. 
The mechanisms involved in the susceptibility to steatosis and protection from glucose 
intolerance likely involve the well-established role of PPARα in the control of fatty acid 








































































promotes NASH likely involve lipotoxic fat accumulation, including linoleic acid (C18:2n-6), 
which was recently identified as promoting NAFLD etiology in vivo [55]. Moreover, we 
extend previous observations and confirm the role of hepatocyte PPARα in repressing the 
expression of inflammatory genes, such as those involved in the NF-kappa B pathway 
[56,57]. 
This study not only shows a specific effect of hepatocyte PPARα activity, but also 
identifies several roles of non-hepatocytic PPARα. First, we confirmed our previous 
observations that, unlike Pparαhep-/- mice, Pparα-/- mice gain weight when fed a regular diet 
[18]. Moreover, because the current observations were made at thermoneutrality, this 
weight gain is not likely due to defective PPARα expression and activity in the brown adipose 
tissue. In addition, by combining different large or medium scale analyses of the liver 
transcriptome and metabolome, we showed that the response to HFD was different in 
Pparα-/- mice compared to Pparαhep-/- mice, showing that extra-hepatocyte PPARD mediates 
at least a part of the adaptive response to HFD. These data are in agreement with a recent 
study providing evidence that extrahepatic PPARD such as in skeletal muscle and heart, may 
contribute to whole-body fatty acid homeostasis [58]. 
Taken together, our data demonstrate that hepatocyte-specific deletion of Pparα 
promotes steatosis and NASH in HFD-induced obesity and provide further pre-clinical 
evidence that hepatocyte PPARα is a relevant direct target in NAFLD. Our data also suggest 
that extra-hepatic PPARα plays a major homeostatic role in the control of the metabolic 
response to HFD. Further research is required to investigate in which organ, other than liver, 
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Figure 1. Hepatic and total Pparα deficiency does not promote glucose intolerance in HFD- 
induced obesity. WT, Pparαhep-/-, and Pparα-/- mice were fed a control diet (CTRL) or a HFD 
for 12 weeks at 30°C (thermoneutrality). (A) Body weight gain determined every week during 
the experiment. (B) Body weight at the end of the experiment. (C) Blood glucose measured 
during the oral glucose tolerance test (2g/kg of body weight). (D) Area under the curve 
obtained after the oral glucose tolerance test. (E) Quantification of fasted glycaemia. (F) 
Plasma cholesterol (total, HDL, and LDL) and triglyceride levels. Data represent mean ± SEM. 
#, significant diet effect and *, significant genotype effect. # or * p≤0.05; ## or ** p≤0.01; ### 
or *** p≤0.001.  
Figure 2. Hepatic and total Pparα deficiencies promote liver steatosis and inflammation in 
HFD induced obesity. WT, Pparαhep-/-, and Pparα-/- mice were fed a control diet (CTRL) or a 
HFD for 12 weeks at 30°C (thermoneutrality). (A) Representative pictures of Haematoxylin 
and Eosin staining of liver sections. Scale bars, 100µm. (B) Liver weight as a percentage of 
body weight. (C) Histological scoring of steatosis. (D) Quantification of hepatic triglycerides 
(E) Histological scoring of inflammation foci in 10 distinct areas at 200X. (F) Plasma ALT and 
AST. Data represent mean ± SEM. #, significant diet effect and *, significant genotype effect. 
# or * p≤0.05; ## or ** p≤0.01; ### or *** p≤0.001. 
Figure 3. Analysis of the liver transcriptome in WT, Pparαhep-/-, and Pparα-/- mice in 
response to HFD. WT, Pparαhep-/-, and Pparα-/- mice were fed a control diet (CTRL) or a HFD 
for 12 weeks at 30°C (thermoneutrality). A transcriptomic analysis performed with liver 
samples from WT, Pparαhep-/- , and Pparα-/- exposed or not exposed to HFD (n=8 mice/group) 
revealed 8860 differentially regulated probes (FDR<5%). (A) Heat map of microarray 
expression data from 7173 regulated genes. Red and green indicate values above and below 
the mean averaged centred and scaled expression values (Z-score), respectively. Black 
indicates values close to the mean. According to the probe clustering (left panel), 12 gene 
clusters exhibited specific gene expression profiles. (B) Relative hepatic expression of Vnn1, 
Fmo3, Col1a1 and Pparγ2 quantified by qPCR. Data represent mean ± SEM. #, significant diet 
effect and *, significant genotype effect. # or * p≤0.05; ## or ** p≤0.01; ### or *** p≤0.001.  
(C) Venn diagrams comparing the number (top) and the percentage (down) of genes 
significantly regulated under HFD in the livers of WT, Pparαhep-/-, and Pparα-/- mice at 
adjusted p-value<0.05, <0.03 and <0.01, respectively.  
Figure 4. PPARα-dependent changes in hepatic gene expression profiles in response to 
HFD. WT, Pparαhep-/-, and Pparα-/- mice were fed a control diet (CTRL) or a HFD for 12 weeks 
at 30°C (thermoneutrality). (A) Venn diagram presenting the number of hepatic genes over-
expressed (bold) and down-regulated (regular) in response to HFD in WT, Pparαhep-/-, Pparα-/- 
mice (FDR<5%) (B) Grey bars represent the top 15 specifically induced and repressed genes 
between WT exposed to CTRL diet and WT exposed to HFD. Red and blue bars represent the 
profile in Pparαhep-/- and Pparα-/- mice, respectively. (C) Gene Ontology (GO) enrichment 
analysis (p≤0.01) of KEGG categories based on functional interactions specifically down-
regulated in WT mice fed a HFD using the String database. (D) Gene Ontology (GO) 
enrichment analysis (adjusted p-value; p≤0.01) of KEGG categories (based on functionally 








































































Figure 5. Hepatocyte PPARα prevents liver inflammatory gene expression in response to 
HFD. WT, Pparαhep-/-, and Pparα-/- mice were fed a control diet (CTRL) or a HFD for 12 weeks 
at 30°C (thermoneutrality). (A) Venn diagram highlighting the number of hepatic genes over-
expressed (bold) and down-regulated (regular) in response to HFD specifically in both 
Pparαhep-/- and Pparα-/- mice (FDR<5%). (B) Gene Ontology (GO) enrichment analysis 
(adjusted p≤0.01) of KEGG categories specifically up-regulated in Pparαhep-/- and Pparα-/- 
mice fed a HFD. (C) Gene expression profile of genes identified as being ninvolved in NF-
kappa B, TNF and TLR signalling pathways in KEGG. 
Figure 6. PPARα-dependent regulation of hepatic lipid homeostasis in response to HFD. 
WT, Pparαhep-/-, and Pparα-/- mice were fed a control diet (CTRL) or a HFD for 12 weeks at 
30°C (thermoneutrality). (A) Heat map of data from hepatic lipid profiling in WT, Pparαhep-/-, 
and Pparα-/- mice exposed to HFD. Hierarchical clustering is also shown and defines four 
main lipid clusters. Representation of characteristic lipid species defining cluster 1 (B), 2 (C), 
3 (D), and 4 (E). Data represent mean ± SEM. Data represent mean ± SEM. #, significant diet 
effect and *, significant genotype effect. # or * p≤0.05; ## or ** p≤0.01; ### or *** p≤0.001.  
Cer: ceramide; SM: sphingomyelin; TG: triglyceride; PC: phosphatidyl choline; PE: 
phosphatidyl ethanolamine; CE: cholesterol ester. 
Supplementary Table 1. Oligonucleotide sequences for real-time qPCR. Oligonucleotides 
(Sigma-Aldrich) were designed in Primer Express 2.0 software (Applied Biosystems). Couples 
of primers have a Tm of 60°C, exhibit no amplification with genomic DNA, and the derivative 
from each dissociation curve of amplicons from cDNA exhibits a single specific peak. 
Supplementary Figure 1. Common changes in the hepatic gene expression profiles of WT, 
Pparαhep-/-, Pparα-/- mice in response to HFD. (A) Venn diagram presenting the number of 
overlapping hepatic genes up-regulated (bold) and down-regulated (regular) in response to 
HFD in WT, Pparαhep-/-, and Pparα-/- mice (adjusted p≤0.05) (B) Grey bars represent the top 
15 induced and repressed genes specifically in WT mice exposed to CTRL diet vs HFD. Red 
and blue bars represent the HFD-induced responses in Pparαhep-/- and Pparα-/-, respectively. 
(C) Analysis of KEGG categories up-regulated in WT, Pparαhep-/- and Pparα-/- mice fed a HFD 
vs. CTRL diet (p≤0.01). (D) Analysis of KEGG categories down-regulated in WT, Pparαhep-/- and 
Pparα-/- mice fed a HFD (p≤0.01). 
Supplementary Figure 2. Specific changes in liver gene expression profiles in Pparαhep-/- 
mice fed a HFD. (A) Venn diagram presenting the number of hepatic genes up-regulated 
(bold) and down-regulated (regular) in response to HFD in WT, Pparαhep-/- and Pparα-/- mice 
(adjusted p-value; p≤0.05) (B) Red bars represent the top 15 induced and repressed genes in 
Pparαhep-/- mice fed a HFD vs CTRL diet. Grey bars represent the gene expression profile in 
WT mice and blue bars the gene expression profile in Pparα-/- mice (C) Analysis of KEGG 
categories specifically down-regulated in Pparαhep-/- mice fed a HFD (p≤0.01). 
Supplementary Figure 3. Specific changes in liver gene expression profiles in Pparα-/- mice 
fed a HFD. (A) Venn diagram presenting the number of hepatic genes up-regulated (bold) 
and down-regulated (regular) in response to HFD in WT, Pparαhep-/- and Pparα-/- mice 
(adjusted p≤0.05). (B) Blue bars represent the top 15 induced and repressed genes in Pparα-
/- mice fed a HFD vs. CTRL diet. Grey bars represent the gene expression profile in WT mice 
and red the gene expression profile in Pparαhep-/- mice (C) Analysis of KEGG categories 








































































Supplementary Figure 4. Identification of genes related to NF-kappa B, TNF, and TLR 
signalling pathways. The predicted gene‐gene interaction network (Search Tool for the 
Retrieval of Interacting Genes/StringV10) among genes significantly induced in Pparαhep-/-, 
Pparα-/- mice (adjusted p≤0.05) fed a HFD. Genes coloured in red, blue, and green belong to 
the GO categories “NF-kappa B signalling pathway”, “TNF signaling pathway”, and “TLR 
signalling pathway”. 
Supplementary Figure 5. Liver metabolome discriminates whole-body Pparα deletion from 
hepatocyte-specific PPARα deletion in mice fed a HFD. Two-dimensional PLS-DA score plot 
of liver extract integrated 1H-NMR spectra. Each dot represents an observation (animal), 
















































Supplementary Table 1 
        
Gene NCBI Refseq Forward primer (5'-3') Reverse primer (5'-3')   
Col1a1 NM_007742 GGCTCCTGCTCCTCTTAGGG TCGGGTTTCCACGTCTCAC 
Fmo3 NM_008030 AAGAAAGGAAGACAAAGAAAAGGCA AGCTCCAATGATGGCCACTT 
Ppar-γ2 NM_011146 GATGCACTGCCTATGAGCACTT GAATGGCATCTCTGTGTCAACC 





































Dans cette partie, nous avons étudié la régulation du métabolisme dans un contexte 
de protection de la stéatose hépatique et de diminution de la lipogenèse de novo. Pour cela, 
nous avons eu recours à des souris invalidées au niveau hépatocytaire pour la sous-unité 
catalytique de la PI3Kinase alpha (PI3Kα), p110α (p110αhep-/-). Nous avons utilisé plusieurs 
approches complémentaires de biologie des systèmes afin d’identifier les voies métaboliques 
régulées par p110α in vivo. Parmi ces voies, aucune régulation significative du métabolisme 
des sphingolipides n’a été identifiée. 
Cependant, nous avons confirmé que l’absence hépatocytaire de p110α entraîne une 
intolérance au glucose et une résistance à l’insuline dissociées de la stéatose hépatique au 
cours de l’obésité induite par un régime HFD. Conformément au rôle de la PI3Kα dans la 
signalisation à l’Insuline, nous avons montré que la voie de signalisation dépendante de cette 
hormone est altérée en absence de p110α à l’état nourri. De façon intéressante, nous 
montrons que cela dépend d’une réduction partielle, d’environ 50%, de la production de 
PI(3,4,5)P3 in vivo.  
En période de prise alimentaire, l’absence de p110α n’a pas d’effet sur l’axe 
PPARα/FGF21. De plus, dans une période riche en Insuline, comme la renutrition, l’absence 
de signal par p110α n’influence pas l’inhibition de l’activité PPARα. Cela laisse supposer que 
la lipolyse adipocytaire pourrait être le signal dominant pour initier l’activité de PPARα 
hépatocytaire lors du jeûne. Pour tester cette hypothèse, nous avons traité les souris 
p110αhep+/+ et p110αhep-/- avec un agoniste des récepteurs β3-adrénergiques stimulant la 
lipolyse adipocytaire. La lipolyse ainsi induite influence l’expression des principaux gènes 
cibles connus de PPARα dans l’hépatocyte. Nous démontrons que les souris p110αhep-/- 
présentent une lipolyse intacte et une activation maximale des cibles de PPARα malgré un 
défaut de cétogenèse. Ces résultats démontrent que le signal dominant de l’activité PPARα 









Hepatocyte insulin/p110α signaling is required for de novo lipogenesis but 
dispensable for PPARα -dependant fatty acid degradation and ketogenesis 
 
 

















NAFLD is now recognized as the most common chronic liver disease and is defined by the 
accumulation of fatty acids in hepatocytes (>5% liver weight) in absence of excessive alcohol 
consumption (Younossi et al., 2016a). Excess fatty acid in hepatocytes is the result of excessive 
adipocyte lipolysis, de novo lipogenesis and dietary lipid intake (Donnelly et al., 2005). 
Insulin/PI3K/AKT axis regulates fatty acid accumulation by both direct and indirect 
mechanisms (Samuel and Shulman, 2018). However, molecular mechanism leading to fatty 
acid accumulation are still unclear.  
 Class I phosphatidylinositol 3-kinases (PI3K) consists in two families of phospholipid 
kinases named class IA and IB PI3K. Upon activation by receptor tyrosine kinase, p110α, β or γ 
catalytic subunit of class IA PI3K bind to p85 regulatory subunit. Class IB PI3K is activated by 
heterodimeric GTP-binding protein-coupled receptors (GPRC) and consist in catalytic subunit 
named p110γ and regulatory subunits named p101 and p87 (Vanhaesebroeck et al., 1997). 
These enzymes are involved in insulin signaling through the transient production of the second 
messenger phosphatidylinositol 3,4,5 tri-phosphate (PIP3) from PI(4,5)P2. The head group of 
PIP3 binds with affinity and specificity to pleckstrin homology (PH) domain of a variety of 
effectors including AKT/PKB (Protein kinase B) and PKC. Activation of these molecules results 
in a variety of effects comprising anabolic growth, survival, proliferation, protein synthesis, 
glucose uptake and glycogen synthesis (Cheatham et al., 1994; Dibble and Cantley, 2015; 
Engelman et al., 2006; Katso et al., 2001; Taniguchi et al., 2006a; Vanhaesebroeck et al., 1997). 
p110α isoform is ubiquitously expressed (Engelman et al., 2006) and has been described as 
essential in insulin signaling, glucose and lipid metabolism (Chattopadhyay et al., 2011; 
Sopasakis et al., 2010; Taniguchi et al., 2006b; Wang et al., 2014). Particularly, hepatocyte 
deletion for p110α (p110αhep-/-) leads to glucose intolerance without hepatic steatosis. 
Since this phenotype is opposite to the phenotype of Pparαhep-/- mice (Chapter IV), we were 
interested to know whether p110α deficiency may promote PPARα activity. This possibility is 
in line with different publications linking Insulin and mTORC1 signaling with the control of 






Effects of defective insulin signaling in hepatocytes on fatty acid metabolism 
First, we investigate the effect of insulin signaling in the regulation of fatty acid metabolism. 
Chronic loss of Insulin receptor in hepatocyte (InsRhep-/-) logically leads to a decrease in 
phosphorylation of insulin downstream targets such as p-AKTSer473 (Figure 1A). Defective 
insulin signaling in InsRhep-/- mice is associated with an increase in plasmatic insulin levels and 
a decrease in liver weight during feeding and fasting compared to InsRhep+/+ mice (Figure 1B). 
By transcriptomic approach, we showed that liver-specific absence of InsR results in defective 
fatty acid anabolism without any change in fatty acid catabolism (Figure 1C and D). Compared 
to InsRhep+/+, InsRhep-/- mice display large decrease in expression of lipogenic genes such as 
Srebp1-c, Fasn, Scd1 and Pnpla3 in response to feeding (Figure 1C), suggesting an alteration 
in de novo lipogenesis. At the opposite, absence of insulin signaling in hepatocyte does not 
influence the fasting response since the expression of typical catalytic genes such as Cyp4a10 
and Cyp4a14 was not altered in InsRhep-/- mice (Figure 1D). In addition, we showed that 
refeeding leads to a rapid inhibition of ketonemia in InsRhep+/+ and InsRhep-/- mice despite a 
hyperglycaemia in mice lacking InsR in hepatocyte, suggesting that insulin signaling through 
insulin receptor is dispensable for the regulation of fatty acid degradation and ketonemia. 
Characterization of the hepatocyte-specific p110α knockout mouse model 
Hepatocyte-specific p110α knockout (p110αflox/floxalbumin-Cre+/-, i.e, p110αhep-/-) was 
generated by crossing C57Bl/6J p110αflox/flox with albumin-Cre mice in the same genetic 
background. Hepatocyte-specific p110α deletion was validated by PCR analysis of p110α 
floxed (p110αhep+/+) and Albumin-Cre (Abumin-Cre+/-) genes from mice that are p110αhep+/+ and 
p110αhep-/- using DNA from different tissues (liver, tail, brown adipose tissue and white adipose 
tissue) (Figure 2A). This reaction produced 544-bp fragments specifically in the liver of 
p110αhep-/- mice and corresponded to the p110α deleted sequence (Figure 2A). 
Chronic loss of p110α in hepatocytes resulted in defects in insulin signaling. Particularly, 
p110αhep-/- mice have marked reduction in phosphorylation of pSer473AKT, pThr308AKT, 
pSer792RAPTOR, pThr389p-70S6 kinase, pSer9GSK-3β in the liver, 5 minutes after insulin stimulation 




(PIP2 and phosphatidylinositol-(4)-phosphate (PIP2) after insulin stimulation in p110αhep-/- 
mice (Figure 2C). While p110αhep+/+ have 4-fold increase in PIP3/PIP2 ratio in hepatocytes 5 
minutes after insulin stimulation, this induction is reduced by 50% in p110αhep-/- mice (Figure 
2C). These results confirmed a critical role of p110α in PIP3-mediated insulin signaling. As 
previously shown we confirmed that liver-specific absence of p110α displayed impaired 
glucose tolerance and reduced insulin sensitivity after insulin tolerance test (Figure 2D), also 
shown by the area under the curve (Figure 2E). p110αhep-/- also have increased glucose 
production during pyruvate tolerance test. Then, 50% decreased PIP3 production in p110αhep-
/- mice is sufficient to induced marked glucose intolerance and insulin resistance. 
Hepatocyte p110α deletion leads to insulin resistance dissociated from hepatic 
steatosis 
We have shown that the absence of p110α leads to glucose intolerance and insulin resistance. 
All of them contribute to the development of NAFLD. To investigate the role of hepatocyte 
p110α in the development of NAFLD, p110αhep+/+ and p110αhep-/- mice were fed a chow diet 
(CTRL) or a HFD during 12 weeks. First, we measured glucose and insulin sensitivity. As 
expected, both p110αhep+/+ and p110αhep-/- mice fed a HFD developed glucose intolerance and 
insulin resistance (Figure 3A). Even if p110αhep+/+ and p110αhep-/- mice fed a HFD have similar 
blood glucose levels, insulin resistance is significantly higher in p110αhep-/- mice compared to 
p110αhep+/+ mice (Figure 3A). Consistently, HFD leads to major increase (4x-fold vs 2x-fold) in 
fasting plasma insulin levels in p110αhep-/- mice compared to p110αhep+/+ mice (Figure 3B). To 
measure accurate glucose uptake by peripheral tissues, we performed a hyperinsulinemic-
euglycemic clamp. p110αhep-/- mice fed a CTRL diet have a slight decreased in glucose infusion 
rate (GIR), suggesting an impaired glucose uptake (Figure 3C). However, during HFD-induced 
glucose intolerance, GIR is very low and we observed no difference between p110αhep-/- and 
p110αhep+/+ fed a HFD (Figure 3C).  
Liver fat accumulation is the hallmark of hepatic steatosis. Histological pictures in p110αhep+/+ 
mice confirmed that HFD leads to accumulation of lipid droplets (Figure 3D). Interestingly, 
p110αhep-/- mice have a healthy liver with no fat accumulation (Figure 3D). Consistently, 
p110αhep-/- mice fed a HFD have lower liver weight compared to p110αhep+/+ mice, without 




accumulation in p110αhep+/+ mice but not in p110αhep-/- mice. This is associated with no 
increase in plasmatic transaminase ALAT in response to HFD in p110αhep-/- mice. By accurate 
lipid and transcriptomic approaches, we highlight a panel of lipids and genes that have a 
typical profile in absence of p110α during HFD (Figure S1 and S2) and that can potentially 
contribute to the protection from hepatic steatosis. Particularly, the protection against 
hepatic steatosis that occurred in p110αhep-/- mice fed a HFD is associated with a decrease in 
de novo lipogenesis (Figure S2) without any change in fatty acid gegradation. However, we 
have shown that absence of p110α protects against hepatic steatosis but not against NASH-
induced by low methionine, choline-deficient HFD (CD-HFD) (Figure S3). Thus, p110αhep-/- mice 
have severe insulin resistance dissociated from hepatic steatosis. This specific phenotype can 
be explain by an increased in gluconeogenesis and a decrease in de novo lipogenesis but 
unlikely due to enhanced fatty acid catabolism. 
p110α deficiency influences response to feeding and fasting 
Since insulin largely influences lipid metabolism according to the nutritional status, we 
performed a microarray in the liver of fed and 24h-fasted p110αhep+/+ and p110αhep-/- mice, 
after checking that p110αhep-/- mice have normal circadian control of liver metabolism (Figure 
S4). Resulting Heatmap distinguishes different hierarchical clustering based on differentially 
expressed genes (DEG) (Figure 4A). The DEG comparison was done first between fed and 
fasted mice and second between p110αhep+/+ and p110αhep-/- mice in order to evaluate p110α-
dependent gene expression. Heatmap highlights a predominant effect of fasting in p110αhep+/+ 
and p110αhep-/- mice respectively. However, we also observed differences between p110αhep+/+ 
and p110αhep-/- mice strictly in fed and fasted states respectively. Particularly, 1176 genes are 
strictly differentially expressed in the liver of p110αhep+/+ during feeding (neither in fed 
p110αhep-/- mice nor in p110αhep+/+ fasting). Similarly, 1485 genes are strictly differentially 
expressed in p110αhep-/- mice during feeding (Figure 4B). GO biological function analysis 
revealed that glycolysis and biosynthesis of amino acids are 2 biological pathways that are up-
regulated only in p110αhep+/+ mice, indicating that p110α is critical for these processes (Figure 
4B).  
The top 50 genes most sensitive to feeding in p110αhep+/+ and significantly different between 




insulin signaling, we observed that major transcriptional targets of insulin are disrupted when 
p110α is lacking in mice (Figure 4D). For instance, the hepatic expression of genes involved in 
lipogenesis and glycolysis such as Srebp1-c (“Sterol regulatory element-binding transcription 
factor 1-c”), Chrebp-β (“Carbohydrate responsive element binding protein beta”) Acc-α 
(“acetyl coA-carbolylase”), Acly (“acetyl coA-lyase”), Fasn (“Fatty acid synthase”), Scd1 (steroyl 
coA desaturase-1), Elovl6 (“elongase 6”) and Pnpla3 (“Patatin-like phospholipase domain-
containing protein 3”) is significantly decreased in p110αhep-/- mice during feeding (Figure 4D). 
These results are consistent with biochemical analysis showing that p110αhep-/- have less 
plasma triglycerides and cholesterol levels associated with decreased liver weight (Figure S5). 
Additionally, absence of p110α leads to altered choline homeostasis during feeding and 
fasting (Figure S6).  
p110α also influences liver transcriptome during fasting. Indeed, 951 and 1506 genes are 
regulated respectively in p110αhep+/+ and p110αhep-/- mice during fasting (Figure 4B). The top 
50 of fasting-induced genes in p110αhep-/- mice (and significantly different between p110αhep+/+ 
and p110αhep-/- mice during fasting) reveals that p110α deletion leads to an increase in PPARα 
activity during fasting in hepatocytes (Figure 4E). qPCR analysis confirmed that while Ppar-α 
(“Peroxisome proliferative activated receptor-alpha”) expression is unchanged, gene 
expression of its targets as Fgf21 (“fibroblast growth factor 21”), Cyp4a14 (“cytochrome P450 
family 4, subfamily a, polypeptide 14”), Cyp4a10 (“cytochrome P450 family 4, subfamily a, 
polypeptide 10”), Pdk4 (“pyruvate dehydrogenase kinase 4”), Fsp27 (“Fat-specific protein 
27”), Hmgcs2 (“3-hydroxy-3-methylglutaryl-CoA synthase 2”) and Vnn1 (“vanin 1”) is largely 
increased in absence of p110α during fasting. Moreover, p110αhep-/- mice have altered 
cholesterol metabolism in fed and fasted states (Figure S7). These results demonstrate that 
during fasting, when insulin level is low, p110α deletion remains influential on liver 
transcriptome especially in increasing the response of PPARα target. 
Refeeding inhibits PPARα activity independently from p110α 
It has been shown by several authors that PPARα activity is enhanced in response to fasting 
(Kersten, 2014; Kersten et al., 1999; Montagner et al., 2016). However, it was postulated that 
inhibition of insulin signaling trough mTORC1 might be sufficient to induce PPARα activity 




signaling is required to inhibit PPARα activity, we performed a fasting-refeeding experiment. 
We first tested the phosphorylation of insulin targets during fasting and refeeding in 
p110αhep+/+ and p110αhep-/- mice by western blot. We confirmed that, after 24h-fasting 
followed by 4h-refeeding with 20% glucose in water, phosphorylation of AKT, RAPTOR, S6K 
and GSK3-β is significantly decrease in absence of p110α (Figure 5A). These results 
demonstrated a defective insulin signaling in absence of p110α. However, acylcarnitine levels 
are similar between p110αhep+/+ and p110αhep-/- mice during fasting and refeeding (Figure 5C). 
In line with the role of insulin in lipid metabolism, we observed a decreased expression of 
genes involved in glycolysis and lipogenesis in p110αhep-/- mice in response to glucose 
supplementation (Figure 5C). Next, we tested whether p110α influences PPARα activity during 
insulin-rich refeeding. We measured mRNA expression of PPARα target genes. We showed 
that none of the PPARα target genes are modified in absence of p110α (Figure 5D), suggesting 
that p110α-dependent signaling in hepatocytes is dispensable for the inhibition of PPARα 
activity. In addition, we also demonstrated that ketonemia, largely dependant on PPARα, is 
decrease upon refeeding independently from p110α signaling, conforting the idea that 
autonomous p110α-mTORC1 signaling does not control PPARα activity and ketonemia in 
hepatocytes.  
Adipose tissue lipolysis rather than inhibition of hepatic p110α signaling 
determines PPARα activity in the liver 
During fasting or cold, fatty acids released from adipose tissue lipolysis served as substrate for 
ketogenesis in the liver, a process that is highly dependent on PPARα. We have shown that 
refeeding inhibits PPARα activity even in absence of p110α signaling in hepatocytes. In this 
part, we used β3-adrenergic agonist (CL316,243 i.e. CL), which stimulate lipolysis in white 
adipose tissue in vivo to investigate whether hepatic p110α may influence the response to 
adipose tissue lipolysis and especially PPARα activity in the liver. Fed p110αhep+/+ and p110αhep-
/- mice were housed at thermoneutrality to limit basal lipolysis, and treated with CL or vehicle 
during 6h. p110αhep+/+ and p110αhep-/- mice exposed to CL have a decrease in blood glucose 
levels and a increase in ketonemia, plasma free fatty acids without any changes in liver weight 
(Figure 6A and 6B). We showed that p110αhep-/- mice have maximal expression of several 




signaling through p110α does not influence the PPARα-dependant response to adipose tissue 
lipolysis. To determine whether adipose tissue lipolysis represent the main signal for PPARα 
activity in hepatocytes, we gave β3-adrenergic agonist to Pparαhep+/+ and Pparαhep-/- mice. Even 
in a fed state, when insulin signaling operate in hepatocytes, the expression of PPARα target 
genes is completely blunted in Pparαhep-/- mice in response to adipose tissue lipolysis despite 
maximal free fatty acids levels (Figure 6E and 6F), suggesting that lipolysis is the dominant 




This work is ongoing and requires several new experiments. This future work is discussed in 





In vivo studies were conducted under the EU guidelines for the use and care of laboratory 
animals, and they were approved by an independent Ethics Committee (APAFIS#11081 and 
APAFIS#14096). 
Mice 
p110αhep-/- animals were created by mating the floxed-p110α mouse strain with C57BL/6J 
albumin-Cre transgenic mice to obtain albumin-Cre+/−p110αflox/flox mice, i.e., p110αhep-/- 
mice. The p110α deletion was confirmed with PCR and HotStar Taq DNA Polymerase (5 U/μl, 
Qiagen) with this 2 following primers pairs: FE1: 5′- GGATGCGGTCTTTATTGTC -3′, FE4: 5′- 
TGGCATGCTGCCGAATTG -3′ ma9: ACACACTGCATCAATGGC and a5: 
GCTGCCGAATTGCTAGGTAAGC. “FLOX” amplification conditions were as follows: 94°C for 3 
min; followed by 20 cycles of touch down PCR: 94°C for 1 min, 65°C to 55°C for 1 min 30 sec, 
and 72°C for 1 min 30 sec; followed by 20 cycles of PCR: 94°C for 1 min, 55°C for 1 min 30 sec 
and 72°C for 1 min 30 sec; and a final cycle of 72°C for 10 min. This reaction produced 634-bp, 
544-bp and 716-pb fragments, which represented the wild-type allele, the p110α sequence 
with an exon 18-19 deletion and the floxed allele, respectively. The albumin-Cre allele was 
detected with PCR and HotStar Taq DNA Polymerase (5 U/μl, Qiagen) with the following 
primers: CreU: 5′-AGGTGTAGAGAAGGCACTTAG-3′ and CreD: 5′- 
CTAATCGCCATCTTCCAGCAGG-3′; G2lox7F: 5′-CCAATCCCTTGGTTCATGGTTGC- 3′ and G2lox7R: 
5′-CGTAAGGCCCAAGGAAGTCCTGC-3′). “CRE” amplification conditions were as follows: 95°C 
for 15 min; followed by 35 cycles of 94°C for 1 min, 65°C for 1 min, and 72°C for 1 min; and a 
final cycle of 72°C for 10 min. This reaction produced 450-pb, which represented the albumin-
Cre allele.   
All mice were male. Mouse housing was controlled for temperature and light (12-h light/12-h 
dark). Mice had free access to food and water. They were fed a standard rodent chow (A04 







In vivo experiments 
High Fat Diet (HFD) experiment 
Twelve-week-old p110αhep+/+ and p110αhep-/- mice were fed a HFD with 60% calories from fat 
(D12492, Research Diet) or a control (“CTRL”) diet (D12450J, Research Diet) during 12 weeks. 
All mice had free access to food and water. At the end of experiment, mice were fasted at 
Zeitgeber Time (ZT) 16 (with ZT0 being when the lights are turned on and ZT12 when lights are 
turned off) for 24h or fed ad libitum prior sacrifice. Mice were killed at ZT16. Experimental 
groups was designed as follow: p110αhep+/+ CTRL Fed, 6 mice; p110αhep+/+ CTRL Fasted, 6 mice; 
p110αhep+/+ HFD Fed, 5 mice; p110αhep+/+ HFD Fasted, 6 mice; p110αhep-/- CTRL Fed, 6 mice; 
p110αhep-/- CTRL Fasted, 6 mice; p110αhep-/- HFD Fed and p110αhep-/- HFD Fasted. 
Choline deficient High fat diet (CD-HFD) experiment 
Eight-weeks-old p110αhep+/+ and p110αhep-/- mice were fed a choline deficient HFD (“CD-HFD”) 
(60% calories from fat) diet (D05010403, Research Diet), a HFD diet with normal choline 
(A06071306, Research Diet) or a control (“CTRL”) diet (10% calories from fat) with normal 
choline (A08051501, Research Diet) during 11 weeks. Experimental groups was designed as 
follow: p110αhep+/+ CTRL, 8 mice; p110αhep+/+ HFD, 7 mice; p110αhep+/+ CD-HFD, 8 mice; 
p110αhep-/- CTRL, 11 mice; p110αhep-/- HFD, 11 mice and p110αhep-/- CD-HFD, 12 mice. 
Fasting and Fasting-Refeeding experiment 
Twelve week-old p110αhep+/+ and p110hep-/- mice were divided into 3 groups. One group was 
fed ad libitum until sacrifice. One group was fasted for 24h from ZT16. One group was fasted 
for 24h and refed for 4h with addition of 200g/L of glucose in water (n=6 
mice/genotype/experimental condition). All mice were killed at ZT16.  
Kinetics of glycaemia and ketone bodies were realized in mice fed ad libitum, fasted at ZT0 
and refed without any glucose supplementation at ZT10. Ketone bodies and glucose levels 
were measured, respectively, using Optium β-ketone test strips that carried Optium Xceed 
sensors (Abbott Diabetes Care) and glucometer (Roche diagnostic) in a fed state, after 10h of 





Twelve week-old p110αhep+/+ and p110αhep-/- mice were killed at different time points: ZT0, ZT8 
and ZT16 (n=6/genotype/experimental condition). All mice had free access to food and water 
until sacrifice. 
CL-316,243 experiment 
Twelve week-old p110αhep+/+ and p110αhep-/- mice were placed at the specific temperature of 
30°C (thermoneutrality) 2 weeks before experiment. Mice were fed, given CL-316,243 
(3mg/kg body weight; Sigma Aldrich) or a vehicle control of carboxymethylcellulose 0.5% 
(CMC, British drug houses) by gavage at ZT10 and killed at ZT16 (n=8/genotype/experimental 
condition). 
In vivo insulin signaling 
Animals were fasted from ZT0 for 12h. At ZT12, mice were anesthetized with isoflurane and 
ketamine (100mg/kg body weight), followed by injection of 5U/kg body weight of insulin 
(Umuline rapide, Lilly laboratories) via the inferior vena cava. Five minutes after the injection, 
liver, adipose tissues and muscle were excised, and snap-frozen in liquid nitrogen. 
Anesthetized fasted mice served as control for this experiment. 
Hyperinsulinemic-euglycemic CLAMP 
A catheter was secured in the jugular vein of 24 week-old p110αhep+/+ and p110αhep-/- mice 
after anesthesia. After 3-5 postoperative days, hyperinsulinemic-euglycemic clamp was 
conducted on 6-hours-fasting awake mice. Whole-body glucose flux was traced using a 
continuous intravenous infusion of 50µCi 2-deoxy-D-[3H] glucose (Perkin Elmer) during 
euglycemic hyperinsulinemic clamp (6 mU kg−1 min−1 of insulin). Disappearance of plasma 2-
deoxy-D-[3H] glucose and glucose concentrations were determined in 5 µl blood samples from 
the tail vein. Glycaemia was measured 30 min before insuline injection and every 10 minutes 
until 120 min after insulin injection. Aqueous glucose was infused at variable rates as needed 
to maintain blood glucose at approximately 100 mg/dl. 
Metabolic and physiological methods 




For glucose tolerance test, mice were fasted for 6 h and received an oral (2g/kg body weight) 
glucose load (G7021, Sigma Aldrich). For insulin tolerance test, mice were fasted for 6h and 
received insulin (Umuline rapide, Lilly laboratories) by intraperitoneal injection (0.2U/L). For 
pyruvate tolerance test, mice were fasted for 24h and received pyruvate (P5280, Sigma 
Aldrich; 20% in NaCl) by intraperitoneal injection. For all tolerance tests, blood glucose was 
measured at the tail vein using an AccuCheck Performa glucometer (Roche Diagnostics) at T-
15 (15 minutes before injection), at T0 and 15, 30, 45, 60, 90, and 120 minutes after injection 
(and 150min for pyruvate tolerance test). 
Biochemical analysis 
Aspartate transaminase (ASAT), Alanine Transaminase (ALAT), Free fatty acids (FFA), 
triglycerides, total cholesterol, LDL and HDL cholesterols were determined from plasma 
samples with a COBASMIRA+ biochemical analyser (Anexplo facility). 
ELISA 
Plasma FGF21 and insulin were assayed using the rat/mouse FGF21 ELISA kit (EMD Millipore) 
and the ultrasensitive mouse insulin ELISA kit (Crystal Chem) respectively, following the 
manufacturer's instructions.  
Blood and tissue sample 
Prior to sacrifice, the submandibular vein was lanced and blood was collected into EDTA 
coated tubes (BD Microtainer, K2E tubes). Plasma was collected by centrifugation (1500 xg, 
10min, 4°C) and stored at -80°C. Following killing by cervical dissociation, organs were 
removed, weighted, dissected and used for histological analysis or snap-frozen in liquid 
nitrogen and stored at -80°C. 
Analysis of insulin signaling in animal tissue by western blot 
Western blot analysis were realized in different conditions. In first experiment, mice were 
fasted at ZT0 for 12h and received vena cava injections of insulin (Umulin rapide, Lilly 
laboratories) at ZT12. Mice were killed 5 minutes after insulin injection. In a second 
experiment, mice were fasted during 24h and refed during 4h with 20g/L of glucose in water. 
Fasted mice were used as control for each experiment. Tissues were immediately removed 




2 mM EDTA, 0.1% SDS, 1 mM PMSF, 1% NP40, 0.25% sodium deoxycholate, proteinase and 
phosphatase inhibitors). Particulate was removed by 30 min centrifugation at 13,000 g. The 
protein concentration in each lysate was measured using BC Assay Protein Quantitation Kit 
(Interchim).  
Proteins were separated by SDS-polyacrylamide gel electrophoresis and transferred onto 
nitrocellulose membrane. Immunodetection was performed using the relevant primary 
antibody: anti-pSer473Akt (4058), anti-pThr308Akt (2965), anti-total Akt (9272), anti-pSer792Raptor 
(2083), anti-Raptor (2280), anti-pThr389p70 S6 kinase (9205), anti-p110α (4255), anti-pSer9GSK-
3β (9336), anti-β-actin, (all Cell Signaling, 1:1000 dilution) overnight at 4°C. Signals were 
acquired using Chemidoc (Bio-Rad) and quantified using ImageJ software. Signal intensities 
obtained with phospho-specific antibodies were normalized for those obtained with 
antibodies against total proteins. 
PIP3 quantification 
Following vena cava injection of insulin, liver was dissected and snap-frozen in liquid nitrogen. 
Mass spectrometry was used to measure inositol lipid levels as previously described (Clark et 
al., 2011), using a QTRAP 4000 (AB Sciex) mass spectrometer and employing the lipid 
extraction and derivitization method. 
Gene expression 
Total cellular RNA was extracted with Tri reagent (Molecular Research Center). Total RNA 
samples (2µg) were reverse-transcribed with the High-capacity cDNA reverse transcription Kit 
(Applied Biosystems) for real-time quantitative polymerase chain reaction (qPCR) analyses. 
Primers for Sybr Green assays are presented in Supplementary Table 1. Amplifications were 
performed on a Stratagene Mx3005P (Agilent Technology). qPCR data were normalized to the 
level of TATA-box binding protein (TBP) messenger RNA (mRNA) and analyzed with LinRegPCR. 
Trnascriptome profiles were performed with Agilent SurePrint G3 Mouse GE 8x60K (Design 
074809), according to manufacturer instructions. Microarray data and all experimental details 





Formalin-fixed, paraffin-embedded liver tissue was sliced into 3-μm sections and stained with 
haematoxylin and eosin for histopathological analysis. The staining was visualized with a Leica 
microsope DM4000 B equipped with a Leica DFC450 camera. 
1H-NMR based metabolomics 
1H NMR spectroscopy was performed on aqueous liver extracts prepared from liver samples 
(50–75 mg) homogenized in chloroform/methanol/NaCl 0.9% (2/1/0.6) containing 0.1% butyl 
hydroxytoluene and centrifuged at 5000 ×g for 10 min. The supernatant was collected, 
lyophilized, and reconstituted in 600 μL of D2O containing 0.25 mM TSP [3-
(trimethylsilyl)propionic-(2,2,3,3-d4) acid sodium salt] as a chemical shift reference at 0 ppm. 
All 1H NMR spectra were obtained on a Bruker DRX-600 Avance NMR spectrometer operating 
at 600.13 MHz for 1H resonance frequency using an inverse detection 5 mm 1H-13C-15N 
cryoprobe attached to a CryoPlatform (the preamplifier cooling unit). The 1H NMR spectra 
were acquired at 300 K with a 1D NOESY-presat sequence (relaxation delay – 90°-t-90°-tm-
90°-acquisition). A total of 128 transients were acquired into a spectrum with 20 ppm width, 
32 k data points, a relaxation delay of 2.0 s, and a mixing delay of 100 ms. All 1H spectra were 
zero-filled to 64 k points and subjected to 0.3 Hz exponential line broadening before Fourier 
transformation. The spectra were phase and baseline corrected and referenced to TSP (1H, d 
0.0 ppm) using Bruker Topspin 2.1 software (Bruker GmbH, Karlsruhe, Germany). Multivariate 
analysis of metabolomic data was performed as previously described (Montagner et al., 2016). 
Liver neutral lipids analysis 
Tissue samples were homogenized in methanol/5 mM EGTA (2:1, v/v); then, lipids 
(corresponding to an equivalent of 2 mg tissue) were extracted according to the Bligh–Dyer 
method, with chloroform/methanol/water (2.5:2.5:2 v/v/v), in the presence of the following 
internal standards: glyceryl trinonadecanoate, stigmasterol, and cholesteryl heptadecanoate 
(Sigma). Triglycerides, free cholesterol, and cholesterol esters were analysed with gas-liquid 
chromatography on a Focus Thermo Electron system equipped with a Zebron- 1 Phenomenex 
fused-silica capillary column (5 m, 0.25mm i.d., 0.25 mm film thickness). Oven temperature 
was programmed to increase from 200 to 350°C at 5°C/min, and the carrier gas was hydrogen 
(0.5 bar). Injector and detector temperatures were 315°C and 345°C, respectively. 




To measure all hepatic fatty acid methyl ester (FAME) molecular species, lipids that 
corresponded to an equivalent of 1 mg of liver were extracted in the presence of the internal 
standard, glyceryl triheptadecanoate (2 μg). The lipid extract was transmethylated with 1 ml 
BF3 in methanol (14% solution; Sigma) and 1 ml heptane for 60 min at 80°C and evaporated 
to dryness. The FAMEs were extracted with heptane/water (2:1). The organic phase was 
evaporated to dryness and dissolved in 50 μl heptane. A sample (1 μl) of total FAME was 
analysed with gas-liquid chromatography (Trace 1310, with Famewax RESTEK fused silica 
capillary columns, 30-m×0.32-mm i.d., 0.25-μm film thickness, Thermo scientific). Oven 
temperature was programmed to increase from 110°C to 220°C at a rate of 8 2°C/min, and the 
carrier gas was hydrogen (7.25 psi). Injector and detector temperatures were 225°C and 
245°C, respectively. 
Liver phospholipid and sphingolipid analysis 
Chemicals and reagents 
The liquid chromatography solvent, acetonitrile, was HPLC-grade and purchased from Acros 
Organics. Ammonium formate (>99%) was supplied by Sigma Aldrich. Synthetic lipid standards 
(Cer d18:1/18:0, Cer d18:1/15:0, PE 12:0/12:0, PE 16:0/16:0, PC 13:0/13:0, PC 16:0/16:0, SM 
d18:1/18:0, SM d18:1/12:0) were purchased from Avanti Polar Lipids. 
Lipid extraction 
Lipids were extracted from the liver (1 mg) as described by Bligh and Dyer in dichloromethane 
/ methanol (2% acetic acid) / water (2.5:2.5:2 v/v/v). Internal standards were added (Cer 
d18:1/15:0, 16 ng; PE 12:0/12:0, 180 ng; PC 13:0/13:0, 16 ng; SM d18:1/12:0, 16 ng ; PI 
16:0/17:0, 30 ng; PS 12:0/12:0, 156.25 ng). The solution was centrifuged at 1500 rpm for 3 
min. The organic phase was collected and dried under azote, then dissolved in 50 μl MeOH. 
Sample solutions were analysed with an Agilent 1290 UPLC system coupled to a G6460 triple 
quadripole spectrometer (Agilent Technologies). MassHunter software was used for data 
acquisition and analysis. A Kinetex HILIC column (Phenomenex, 50x4.6 mm, 2.6 μm) was used 
for LC separations. The column temperature was maintained at 40°C. The mobile phase, A, 
was Acetonitrile; and B was 10 mM ammonium formate in water at pH 3.2. The gradient was 
as follows: from 10% to 30% B in 10 min; 100% B from 10 to 12 min; and then back to 10% B 




phase was 0.3 ml/min, and the injection volume was 5 μl. An electrospray source was 
employed in positive (for Cer, PE, PC and SM analysis) or negative ion mode (for PI and PS 
analysis). The collision gas was nitrogen. Needle voltage was set at +4000 V.Several scan 
modes were used. First, to obtain the naturally different masses of different species, we 
analysed cell lipid extracts with a precursor ion scan at 184 m/z, 241 m/z, and 264 m/z for 
PC/SM, PI, and Cer, respectively. We performed a neutral loss scan at 141 and 87 m/z for PE 
and PS, respectively. The collision energy optimums for Cer, PE, PC, SM, PI, and PS were 25 eV, 
20 eV, 30 eV, 25 eV, 45 eV, and 22 eV, respectively. Then, the corresponding SRM transitions 
were used to quantify different phospholipid species for each class. Two 9 MRM acquisitions 
were necessary, due to important differences between phospholipid classes. Data were 
treated with QqQ Quantitative (vB.05.00) and Qualitative analysis software (vB.04.00). 
Statistical analysis 
Data were analysed with R (http://www.r-project.org). Differential effects were assessed on 
log2 transformed data by performing analyses of variance, followed by Student's t-tests with 
a pooled variance estimate. P-values from t-tests were adjusted with the Benjamini-Hochberg 
correction. A p-value < 0.01 was considered significant. 
Hierarchical clustering of gene expression data and lipid quantification data was performed 
with R packages, Geneplotter and Marray (https://www.bioconductor.org/). Ward's 
algorithm, modified by Murtagh and Legendre, was used as the clustering method. All the data 
represented on the heat maps had p-values <0.05 for one or more comparisons performed 
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Figure 1. Effect of hepatocyte-specific Insulin receptor deletion on fatty acid anabolism and 
fatty acid catabolism 
(A) Western blot of liver protein lysates from InsRhep+/+ and InsRhep-/- fasted during 24h or fed ad libitum. 
(B) Body weight, plasma insulin and liverweight of InsRhep+/+ and InsRhep-/- fed ad libitum or fasted during 24h 
(n=6/group/experimental condition). 
(C) Heatmap representing the fed-induced response of genes belong to fatty acid anabolism, selected using KEGG 
database, from liver of InsRhep+/+ and InsRhep-/-. 
(D) Relative gene expression of Srebp1-c, Fasn, Scd1 and Pnpla3 measured in the liver by qPCR at ZT16 in InsRhep+/+ 
and InsRhep-/- fed or fasted 24h. 
(E) Heatmap representing the fasting-induced response of genes belong to fatty acid catabolism, selected using 
KEGG database, from liver of InsRhep+/+ and InsRhep-/-. 
(F) Relative gene expression of Cyp4a10, Cyp4a14, and Vnn1 measured in the liver by qPCR at ZT16 in InsRhep+/+ 
and InsRhep-/- fed or fasted 24h. 
(G) Kinetic of glycaemia and Ketonemia in a fed state, after 12h fasting, and after 12h fasting followed by 5min, 
15, 30 and 45minutes of refeeding in InsRhep+/+ and InsRhep-/-. 
(H) Ketonemia measured in InsRhep+/+ and InsRhep-/- mice fed ad libitum or fasted during 24h. Data represent mean 
± SEM. #, significant treatment effect and *, significant genotype effect. # or *, p≤0.05. 
Figure 2. Effect of hepatocyte-specific p110α deletion on PIP3-dependent signaling and 
glucose homeostasis 
(A) PCR analysis of p110α floxed (p110αhep+/+) and Albumin-Cre (Albumin-Cre+/-) genes from mice that are liver 
wild-type (p110αhep+/+) or liver knockout (p110αhep-/-) for p110α using extracted from liver, white adipose tissue 
(WAT), brown adipose tissue (BAT) and tail.  
(B) Western blot of liver protein lysates from p110αhep+/+ and p110αhep-/- fasted during 12h (-) or fasted during 
12h and treated with insulin (5U/kg) through inferior vena cava injection at ZT12 (+).  
(C) Hepatic ratio of phosphatidyl inositol 3 phosphate (PIP3)/ phosphatidyl inositol 2 phosphate (PIP2) of liver 
from p110αhep+/+ and p110αhep-/- fasted or fasted and treated with insulin (5U/kg) through inferior vena cava 
injection (n=8/genotype/experimental condition).  
(D) Glucose (2g/kg), insulin (0,2U/L) and pyruvate (20%) tolerance tests after 6h (glucose and insulin) or 24h 
(pyruvate) of fasting (n=6-8/genotype). 
(E) Area under the curve (AUC) corresponding to glucose, insulin and pyruvate tolerance tests. Data represent 
mean ± SEM. #, significant treatment effect and *, significant genotype effect. # or *, p≤0.05. 
Figure 3. Hepatocyte p110α dissociates insulin resistance from liver steatosis 
(A) Glucose (2g/kg) and insulin (0.2U/L) tolerance tests and associated area under the curve (AUC) from 
p110αhep+/+ and p110αhep-/- fed a chow diet (CTRL) or a HFD (n=6/genotype/experimental condition).  
(B) Plasma insulin measured by ELISA from p110αhep+/+ and p110αhep-/- fed a chow diet (CTRL) or a HFD and fed or 
fasted during 24h (n=6/genotype/experimental condition).  
(C) Insulin sensitivity quantified as glucose infusion rate (GIR) in response to insulin during hyperinsulinemic-
euglycemic clamp (n=6 at least/condition).  
(D) Representative pictures of hematoxylin and eosin staining of liver sections from p110αhep+/+ and p110αhep-/- 
fed a chow diet (CTRL) or a HFD. Scale bars, 100µm.  
(E) Quantification of body weight gain, hepatic triglycerides, liver weight and ALAT after 12 weeks of CTRL or HFD 
feeding. Data represent mean ± SEM. #, significant treatment effect and *, significant genotype effect. # or *, 
p≤0.05. 
Figure 4. Hepatocyte p110α influences gene expression in response to feeding and fasting  
(A) Heat map representing data from microarray experiment performed with liver samples of p110αhep+/+ and 




(B) Venn diagram and associated KEEG pathway function analysis (p<0.01) comparing differentially expressed 
genes (p<0.01) between p110αhep+/+ and p110αhep-/- in fed and fasted state.  
(C) Blue bars represent the top 50 differentially induced genes (Log FC) between p110αhep+/+ Fed and p110αhep+/+ 
Fasted (p<0.01). Red bars represent the fed induced response (Log FC) in p110αhep-/-.  
(D) Relative gene expression of Srebp1-c, Chrebp-β, Acc-α, Acly, Fasn, Scd1, Elovl6, Pnpla3 measured by in the 
liver qPCR at ZT16 in p110αhep+/+ and p110αhep-/- fed or fasted 24h.  
(E) Red bars represent the top 50 differentially induced genes (Log FC) between p110αhep-/- Fasting and p110αhep-
/- Fed (p<0.01). Blue bars represent the fasting induced response (Log FC) in p110αhep+/+.  
(F) Relative gene expression of Ppar-α, Fgf21, Cyp4a14, Cyp4a10, Pdk4, Fsp27-β, Hmgcs2, Vnn1 measured in the 
liver by qPCR at ZT16. Data represent mean ± SEM. # represents significant treatment effect and * represents 
significant genotype effect. # or * p≤0.05. 
Figure 5. Hepatocyte p110α is required for ChREBP-independent lipogenesis but dispensable 
to inhibit PPARα and ketogenesis during refeeding 
(A) Western blot of liver protein lysates from p110αhep+/+ and p110αhep-/- fasted (F) 24h, or refed (RF) 4h with 20% 
glucose after 24h-fasting.  
(B) Concentration (µM) of carnitine, short-chain acylcarnitine (C2-C12) and long-chain acyl-carnitine (C14-C18) 
from p110αhep+/+ and p110αhep-/- fasted (F) 24h, or refed (RF) 4h with 20% glucose after 24h-fasting. 
(C) Relative gene expression of Chrebp-α, Chrebp-β, Gck, Acly, Fasn, Elovl6 measured by in the liver qPCR at ZT16 
from p110αhep+/+ and p110αhep-/- fasted or fed 24h with 20% glucose in water (FED+GLUC) 
(n=8/genotype/experimental condition).  
(D) Relative gene expression of Ppar-α, Fgf21, Cyp4a14, Pdk4, Fsp27, Hmgcs2,  measured in the liver by qPCR at 
ZT16 in p110αhep+/+ and p110αhep-/- fasted 24h or fasted 24h and refed 4h with 20% glucose in water. Data 
represent mean ± SEM. # represents significant treatment effect and * represents significant genotype effect. # 
or * p≤0.05. 
(E) Kinetic of glycaemia and Ketonemia in a fed state, after 12h fasting, and after 12h fasting followed by 5min, 
15, 30 and 45minutes of refeeding in InsRhep+/+ and InsRhep-/-. Ketonemia measured in a fed state and after 24h 
fasting in p110αhep+/+ and p110αhep-/- at ZT16. 
Figure 6. Adipose tissue lipolysis rather than inhibition of hepatic p110α signaling 
determines PPARα activity in the liver 
(A) Liver and BAT weight from p110αhep+/+ and p110αhep-/- placed at thermoneutrality and given CL316,243 by 
gavage during 6h (n=8 or 12/genotype/experimental condition). 
(B) Glucose, ketone bodies and free fatty acids (FFA) levels from p110αhep+/+ and p110αhep-/- placed at 
thermoneutrality and given CL316,243 by gavage during 6h (n=8 or 12/genotype/experimental condition).  
(C) Relative gene expression of Cyp4a10, Cyp4a14, Vnn1, Ehhadh, Pdk4 measured in the liver by qPCR at ZT16. 
(D) Liver and BAT weight from Pparαhep+/+ and Pparαhep-/- placed at thermoneutrality and given CL316,243 by 
gavage during 6h (n=8/genotype/experimental condition). 
(E) Glucose, ketone bodies and free fatty acids (FFA) levels from Pparαhep+/+ and Pparαhep-/- placed at 
thermoneutrality and given CL316,243 by gavage during 6h (n=8/genotype/experimental condition). 
(F) Relative gene expression of Cyp4a10, Cyp4a14, Vnn1, Ehhadh, Pdk4 measured in the liver by qPCR at ZT16. 
Data represent mean ± SEM. # represents significant treatment effect and * represents significant genotype 
effect. # or * p≤0.05. 
Figure S1. Hepatocyte p110α controls liver and adipose tissue lipid homeostasis during HFD-
induced obesity 
(A) Heat map representing data from a lipid profiling experiment performed with liver samples from p110αhep+/+ 
and p110αhep-/- fed a chow diet (CTRL) or a HFD during 12 weeks.  
(B) Relative abundance of phosphatidyl ethanolamine C40:3, C32:0, 38:4, 36:1 (PE 40:3, PE 32:0, PE 38:4, PE 
36:1); phosphatidyl choline C36:3 and 32:1 (PC 36:3, PC 32:1); phosphatidyl inositol C36:1 (PI 36:1); triglyceride 
C55 (TG C55) fatty acid C20:5n-3 (FA C20:5n-3);  ceramide C16:0, C18:0 (Cer 16:0, Cer 18:0) and esterified 
cholesterol C18 (EC 18).  
(C) Fatty acid relative abundance in the liver measured by GC-FID.  
(D) Fatty acid abundance in the white adipose tissue measured by GC-FID. Data represent mean ± SEM. # 




Figure S2. Role of hepatocyte p110α in the control of gene expression in response to HFD 
(A) Heat map representing data from microarray experiment performed with liver samples of p110αhep+/+ and 
p110αhep-/- fed a CTRL or HFD in fed state at ZT16 (n=6/genotype/experimental condition). Venn diagram 
comparing differentially expressed genes (p<0.01) between CTRL and HFD condition in p110αhep+/+ and p110αhep-
/- respectively. 
(B) Relative gene expression of Chrebp-α, Chrebp-β, Gck, Lpk measured in the liver by qPCR at ZT16. Relative gene 
expression of Srebp1-c, Acc-α, Fasn, Scd1, Elovl6, Ppar-γ2 and Pnpla3 measured in the liver by qPCR at ZT16. 
Figure S3. Absence of p110α protects against hepatic steatosis but not from NASH 
(A) Intraperitoneal glucose (2g/kg) tolerance test from p110αhep+/+ and p110αhep-/- fed a chow diet (CTRL), a HFD 
diet or a choline-deficient diet (CD-HFD). Results from p110αhep+/+ are on the left side. Results from p110αhep-/- 
are on the right side (n=6 at least/genotype/experimental condition).  
(B) Body weight, glycaemia, liver weight as a percentage of total body weight and hepatic triglycerides measured 
after 12 weeks of diet.  
(C) Biochemical parameters (ALAT, ASAT and Plasma cholesterol) after 12 weeks of diet.  
(D) Representative pictures of Hematoxylin and Eosin staining of liver sections. Scale bars, 100µm. Data represent 
mean ± SEM. # represents significant treatment effect and * represents significant genotype effect. # or * p≤0.05. 
Figure S4. Effect of hepatocyte-specific p110α deletion on liver clock genes and metabolism 
(A) Relative gene expression of Ror-α, Reverb-α, Bmal1, Clock, Cry1 and Reverb-β measured in the liver by qPCR 
at different Zeitgeber Times (ZT): ZT0, ZT8 and ZT16 in p110αhep+/+ and p110αhep-/- mice 
(n=6/genotype/experimental condition).  
(B) Blood glucose and plasma free fatty acids (FFA), cholesterol (total, LDL and HDL) and triglycerides levels 
measured at ZT0, ZT8 and ZT16.  
(C) Relative gene expression of Gck, Lpk, Acc-α, Acly, Elovl6 and Fasn measured in the liver by qPCR at ZT0, ZT8 
and ZT16.  
(D) Relative gene expression of Ppar-α, Cyp4a10, Fgf21, Fsp27, Vnn1 and Pdk4 measured in the liver by qPCR at 
ZT0, ZT8 and ZT16. Data represent mean ± SEM. #, significant treatment effect and *, significant genotype effect. 
# or *, p≤0.05. 
Figure S5. Effect of hepatocyte deletion of p110α on liver weight and plasmatic parameters  
Liver weight, glycaemia, free fatty acids levels, aspartate aminotransferase, alanine aminotransferase, 
triglycerides, low density lipoprotein, high density lipoprotein and cholesterol levels measured after 24h fasting 
at ZT16 in p110αhep+/+ and p110αhep-/- mice. Data represent mean ± SEM. # represents significant fasted effect 
and * represents significant genotype effect. # or * p≤0.05. 
Figure S6. Hepatocyte p110α controls liver metabolome 
Liver metabolites were identified using 1H-NMR based 969 metabolomics.  
(A) O-PLS-DA score plots derived from the liver spectra of p110αhep+/+ and p110αhep-/- fed (left side) or fasted (right 
side).  
(B) Plots of α-glucose, β-glucose, lactate and 3-hydroxybutyrate related to the O-PLS-DA models discriminating 
between fed and fasted p110αhep+/+ and p110αhep-/- mice.  
(C) Plots of choline, phosphocholine, glycerophosphocholine and betaine related to the O-PLS-DA models 
discriminating between fed and fasted p110αhep+/+ and p110αhep-/- mice.  
(D) Plasma glucose level was monitored over a 14h fasting period from ZT0 to ZT14 in p110αhep+/+ and p110αhep-
/- mice. Data represent mean ± SEM. # represents significant fasted effect and * represents significant genotype 
effect. # or * p≤0.05. 
Figure S7. Absence of p110α influences cholesterol homeostasis  


































































































































































































































































































































DISCUSSION ET CONCLUSION GENERALE 
Au cours de ces travaux, nous nous sommes intéressés à l’homéostasie des 
sphingolipides dans différents modèles d’hépatopathies métaboliques. Pour cela, nous avons 
utilisé plusieurs approches : pharmacologiques, nutritionnelles et génétiques. Dans un 
premier temps, nous avons ciblé la synthèse des céramides par une approche 
pharmacologique. Dans un deuxième temps, nous avons combiné des approches 
nutritionnelles et génétiques afin d’étudier la régulation du métabolisme et du 
sphingolipidome dans des contextes de protection ou d’induction de la stéatose hépatique 
associée, ou non, à une insulino-résistance (Tableau 5). 
 
Par une approche pharmacologique, nous nous sommes intéressés aux effets 
hépatiques d’un inhibiteur pharmacologique de la synthèse des céramides, la Fumonisine B1 
(FB1). Nous avons montré que l’inhibition de la synthèse de céramides par la FB1 est associée 
à une toxicité hépatique accrue chez le porc (Chapitre I) et chez la souris (Chapitre II). De plus, 
nous montrons que cette toxicité dépend du récepteur nucléaire LXR puisqu’une hépatite est 
révélée spécifiquement en absence de LXR chez les souris exposées à la FB1. Nous avons 
Tableau 5 : Synthèse des modèles génétiques et nutritionnels utilisés  
Modèle Obésité Stéatose Insulino-résistance NASH 
LXRα/β-/- Non Non Non Non 
PPARαhep-/- Non Oui (+) Non Non 
PPARα-/- Avec l’âge Oui (++) Non Non 
C57bl6/J HFD Oui Oui (+) Oui Non 
PPARαhep-/- HFD Oui  Oui (+) Non Oui 
PPARα-/- HFD Oui (++) Oui (++) Non Oui 
P110αhep-/- Non Non Oui Non 
P110αhep-/- HFD Oui Non Oui  Non 
C57bl6/J CD-HFD Non Oui (++) Non Oui (+) 
P110αhep-/- CD-HFD Non Oui (++) Oui Oui (+) 
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montré que la toxicité des souris LXR-/- est associée à une accumulation de FB1 au niveau 
plasmatique. Nous pensons donc que la toxicité de la FB1 en absence de LXR peut-être due à 
un défaut de barrière intestinale chez les souris LXR-/- (Jakobsson et al., 2014) qui serait plus 
fragile et perméable à la mycotoxine et donc, à dose équivalente, responsable de ses effets 
hépatotoxiques.  
Plusieurs auteurs ont démontré que le microbiote intestinal participe au 
développement de maladies métaboliques (Cani et al., 2012) en influençant la balance 
énergétique (Backhed et al., 2004; Cani et al., 2007; Turnbaugh et al., 2006), le métabolisme 
glucidique (Cani et al., 2008; Rabot et al., 2010) et l’inflammation (Cani et al., 2008, 2009) 
associés à l’obésité. La dysbiose qui consiste en une modification de la composition 
bactérienne, est associée à une fragilité de la membrane intestinale et à la libération 
d’endotoxines comme le LPS 
(Lipopolysaccharide) participant au 
développement de troubles 
métaboliques divers (Figure 20). 
Figure 20. Fragilisation de la 
membrane intestinale et 
développement de l’endotoxémie 
métabolique. Adapté de (Cani et al., 
2012). Des défauts de perméabilité 
intestinale associés à un régime gras 
entraînent le passage accru d’endotoxines 
telles que le LPS, contribuant à une 
inflammation et à des défauts métaboliques. 
LPS : Lipopolysaccharide ; TAB : Tissu 
adipeux blanc 
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Plus précisément, il a été montré qu’un régime riche en graisses (HFD) est associé à des 
changements de la composition du microbiote (Cani et al., 2007, 2008, 2009). Cela entraîne 
une altération de la barrière intestinale notamment par un défaut de distribution des 
protéines de jonctions serrées. Dans ce contexte, nous proposons que l’altération de la 
fonction de la barrière intestinale induite par un régime HFD pourrait entraîner un passage 
accru de FB1 au niveau plasmatique et ainsi conduire à une hépatotoxicité. Il est important de 
noter que la FB1 est normalement très peu absorbée, entre 3 et 6% selon plusieurs auteurs 
(Gumprecht et al., 2001; Martinez-Larranaga et al., 1999). 
Dans ce contexte, il serait intéressant de tester l’hypothèse du rôle de la FB1 lorsqu’elle est 
associée à un régime HFD dans l’induction de la transition de la stéatose vers la NASH. 
 
Nous avons également étudié les mécanismes moléculaires qui peuvent être à l’origine 
d’une protection et, au contraire, d’une induction de la NAFLD. Pour cela, nous avons utilisé 
des modèles de souris invalidées au niveau hépatocytaire pour PPARα et p110α que nous 
avons soumis à différents régimes permettant d’induire une stéatose et/ou une NASH 
(Tableau 5). Dans ces différents modèles, nous avons étudié le comportement des 
sphingolipides. En premier lieu, nous avons confirmé le rôle majeur de PPARα dans la réponse 
au jeûne (Chapitre III). Au cours de cette période, PPARα est activé, notamment via les acides 
gras dérivés de la lipolyse adipocytaire (Montagner et al., 2016). Une fois actif, il induit la 
transcription de ses gènes cibles impliqués majoritairement dans le catabolisme des acides 
gras mais aussi dans le transport et dans le métabolisme des phospholipides. Au cours de ce 
projet, nous avons identifié de nouveaux gènes sensibles à PPARα tels que Cxcl-10 (C-X-C motif 
chemokine 10), Rab30 et Krt23 (Keratin 23). Il serait intéressant de savoir si ces trois gènes 
sont des cibles directes de PPARα et de mieux caractériser l’importance physiologique de ces 
régulations transcriptionnelles. Concernant Cxcl-10, nos données expérimentales (Régnier et 
al., 2017b) montrent que son expression génique hépatique augmente lors du jeûne chez les 
souris PPARαhep-/-. Aussi, il est possible que l’activation de PPARα inhibe l’expression de Cxcl-
10, participant aux effets anti-inflammatoires propres à PPARα (Francque et al., 2015; Pawlak 
et al., 2014). Il a été démontré que l’expression génique de Cxcl-10 augmente au cours de la 
NASH chez l’Homme et chez l’animal (Zhang et al., 2014b). Aussi, il serait intéressant d’évaluer 
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si l’expression de Cxcl-10 est directement réprimée par PPARα et si les agonistes 
pharmacologiques de PPARα exercent des effets protecteurs vis-à-vis de la NASH en inhibant 
l’expression de Cxcl-10. 
Ce travail révèle aussi qu’un défaut d’activité de PPARα au cours du jeûne est 
responsable d’un remodelage important du phospholipidome. En effet, l’utilisation d’une 
analyse croisée des données de transcriptomique et de lipidomique a mis en évidence une 
corrélation majeure entre des gènes du métabolisme des acides gras, tels que Eci1 (β-
oxydation mitochondriale), Acot8 (trafic des acides gras) et Acox1 (β-oxydation peroxisomale), 
et certaines espèces de phospholipides (PI36:0, 36:1, 36:2 ; PE38:5 et PC38:6). Notamment, 
nous avons identifié une corrélation négative entre ces 3 gènes cibles de PPARα et ces espèces 
de phospholipides qui sont plus abondantes en absence de PPARα durant le jeûne. 
L’homéostasie des phospholipides est un élément important du maintien de la zonation 
métabolique du foie (Hall et al., 2017). Aussi, ces régulations de l’homéostasie des 
phospholipides pourraient participer à la nette zonation de la stéatose chez les souris 
PPARαhep-/-, à moins que celle-ci ne soit due à une zonation de l’expression et de l’activité de 
PPARα. Cette hypothèse sera testée par des approches immunohistochimiques. Concernant 
le métabolisme des céramides, nous observons que l’important remodelage des 
sphingolipides au cours du jeûne est indépendant de PPARα (Figure 21). Cela suggère qu’au 
cours du jeûne, il existe un découplage entre la régulation du métabolisme des acides gras, 
des triglycérides et des phospholipides sensibles à PPARα et celui des sphingolipides qui est 
insensible à l’absence du récepteur.  
Dans ce travail (Chapitre III), nous avons aussi mis en évidence que de nombreux gènes 
cibles de la voie eIF2α/ATF4 (« Eukaryotic Initiation Factor 2 alpha/Activating Transcription 
Factor 4 »), tels que Gdf15 ou Atf3, sont induits lors du jeûne en absence de PPARα. Cette voie 
est connue pour jouer un rôle essentiel dans la réponse adaptative de l’organisme à la carence 
en acides aminés (B’chir et al., 2013). ATF4 active la transcription d’un grand nombre de gènes 
impliqués dans l’autophagie et dans le métabolisme des acides aminés (B’chir et al., 2013) et 
contribue à l’adaptation métabolique mise en œuvre lors de la restriction protéique (Laeger 
et al., 2014; Maida et al., 2016).  
DISCUSSION ET CONCLUSION GENERALE 
269 
 
Dans ce contexte, nous envisageons d’étudier les interactions potentielles entre la voie de 
signalisation ATF4 et l’activité de PPARα hépatique dans la réponse adaptative à la carence 
en acides aminés.  
 
Figure 21. Abondance relative des différentes espèces de céramides hépatiques. 
L’abondance des différentes céramides a été mesurée dans le foie de souris PPARαhep+/+ et PPARαhep-/- nourri ou 
ayant subi une épreuve de jeûne de 24h. Les données représentent la moyenne ± SEM. * représente l’effet 
génotype et # représente l’effet jeûne. * ou # p<0.05  
Dans le Chapitre IV, nous avons voulu déterminer le rôle de PPARα hépatocytaire et 
périphérique dans une situation pathologique de stéatose hépatique induite par un régime 
HFD à thermoneutralité. Dans ce contexte, nous avons montré que l’absence hépatocytaire 
de PPARα suffit à induire une NASH et une obésité qui sont dissociées d’une intolérance au 
glucose, comme cela avait été démontré pour le modèle d’invalidation totale de PPARα 
(Abdelmegeed et al., 2011; Patsouris et al., 2006; Stienstra et al., 2007a, 2007b). De façon 
intéressante, nous observons qu’au cours de l’obésité induite par un régime HFD, les réponses 
hépatiques (transcriptomiques, lipidomiques et métabolomiques) observées chez les souris 
PPARα-/- sont très différentes de celles retrouvées chez les souris PPARαhep-/-. Cela signifie que 
PPARα extra-hépatocytaire joue un rôle important dans la réponse hépatique à un régime 
hyperlipidique.  
Dans ce contexte, nous avons également étudié le comportement des sphingolipides. 
Nous avons montré qu’au cours de l’obésité, certaines espèces de céramides s’accumulent 
préférentiellement dans le foie de souris invalidées de façon totale pour PPARα (Figure 22). 





Figure 22. Influence de PPARα sur l’homéostasie des céramides hépatiques. 
L’abondance des différentes céramides a été mesurée dans le foie de souris PPARα-/-, PPARαhep-/- et C57Bl6/J 
après 12 semaines de HFD. Les données représentent la moyenne ± SEM. * représente l’effet génotype et # 
représente l’effet jeûne. * ou # p<0.05 
 
Cela démontre que le remodelage des céramides hépatiques au cours de l’obésité est sensible 
à l’absence de PPARα dans des cellules autres que les hépatocytes. De façon intéressante, il a 
été démontré que l’accumulation des céramides à longues chaînes, et particulièrement les 
chaînes C16:0 et C18:0, augmentent la susceptibilité à la NASH (Raichur et al., 2014; Turpin et 
al., 2014). De plus, l’invalidation de la Cers6 (Ceramide Synthase 6) qui permet la synthèse de 
céramide C16:0, protège de l’obésité et de l’intolérance au glucose induites par un régime HFD 
(Turpin et al., 2014). Dans notre modèle, les céramides à longues chaînes s’accumulent dans 
le foie des souris PPARα-/-, augmentant ainsi leur susceptibilité à la NASH. Même si PPARα est 
largement étudié au niveau hépatique, des études démontrent un rôle du récepteur dans le 
cœur (Georgiadi et al., 2012; Madrazo and Kelly, 2008), le tissu adipeux (Goto et al., 2011; 
Tsuchida et al., 2005), le rein (Sugden et al., 2001) et l’intestin (Bünger et al., 2007). Il serait 
donc intéressant de regarder la contribution de ces organes à la régulation du métabolisme 
des céramides. Nous pensons particulièrement à l’intestin car il a été démontré que les 
céramides jouent un rôle dans le dialogue entre le microbiote intestinal et un autre récepteur 
nucléaire, le récepteur FXR qui est un acteur important de la pathogenèse de la NAFLD (Heaver 
et al., 2018; Jiang et al., 2015b; Meikle and Summers, 2017).  
En perspectives, il serait donc intéressant d’étudier le rôle de PPARα au niveau intestinal, 
son éventuelle implication dans le contrôle de l’homéostasie des céramides, son importance 
dans la sensibilité à l’obésité et à ses complications comme la NAFLD.  
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Après avoir étudié les mécanismes d’induction de la NAFLD dans différents modèles 
d’invalidation de PPARα (hépato-spécifique et total), nous avons voulu étudier les 
mécanismes impliqués dans la protection de la NAFLD (Chapitre V). Pour cela, nous avons 
utilisé le modèle d’invalidation de p110α spécifiquement au niveau de l’hépatocyte. L’absence 
hépatocytaire de p110α est à l’origine d’un phénotype inverse à celui des souris invalidées 
pour PPARα. En effet, nos résultats confirment l’intolérance au glucose et la résistance à 
l’Insuline observée par Sopasakis et al (Sopasakis et al., 2010). Nous confirmons également la 
protection de la stéatose des souris invalidées pour p110α (Chattopadhyay et al., 2011). Cette 
protection est associée à une diminution de la lipogenèse de novo mais n’a aucune incidence 
sur la quantité et l’abondance des différentes espèces de sphingolipides. De plus, nous 
montrons pour la première fois in vivo qu’une baisse de 50% du ratio PIP3/PIP2 suffit à 
l’inhibition de la voie AKT/PKB en amont de la lipogenèse. Nous montrons également que 
l’inhibition de l’expression des gènes de la lipogenèse est indépendante de l’horloge 
circadienne et de ChREBP dont l’expression et l’activité restent intactes dans le foie des souris 
déficientes pour p110α.  
Nos résultats démontrent que p110α hépatocytaire influence la signalisation 
dépendante d’AKT en réponse à l’Insuline avec des conséquences fortes sur l’expression du 
génome et sur le métabolome au cours de la prise alimentaire. Par ailleurs, il a été démontré 
que la voie de signalisation de l’Insuline via mTORC1 est un régulateur majeur de l’activité de 
PPARα (Sengupta et al., 2010) et que l’inhibition de mTORC1 au cours du jeûne est essentielle 
à l’induction de cette activité. De plus, il existe plusieurs publications faisant état de 
mécanismes d’inhibition de l’activité de PPARα hépatocytaire par la voie PI3K/AKT– 
mTORC1/S6K du co-répresseur transciptionnel NCoR1 de PPARα (Jo et al., 2015; Kim et al., 
2012). Ainsi, deux voies distinctes contrôlent l’activité hépatocytaire de PPARα. Une voie 
autonome d’inhibition par l’axe Insuline/mTORC1 (Figure 23) qui coexiste avec la régulation 
de l’activité de PPARα en réponse à la lipolyse adipocytaire (Montagner et al., 2016), elle-
même sensible à une inhibition par l’Insuline.  
 




Figure 23. Effet autonome hépatique et effet adipocytaire de l’insuline sur l’activité de 
PPARα hépatique. 
TG : Triglycérides ; IR : insulin receptor ; IRS : insulin receptor substrate ; PIP2: phosphatidylinositol-4,5-
bisphosphate; PIP3: phosphatidylinositol-3,4,5-trisphosphate ; PDK1 : phosphoinositide-dependant kinase ; PKB : 
Protein Kinase B ; mTORC : mammalian target of rapamycin 2 ; FOXO1 : Forkhead box 1 ; GCK : Glucokinase ; 
PEPCK : Phosphoenolpyruvate Carboxykinase ; G6PC : Glucose-6-phosphate ; SREBP : Sterol binding protein ; S6K : 
S6 kinase ; PPARα : Proliferator Activated Receptor alpha ; TSC : Tuberous Sclerosis  
 
Aussi, nous avons utilisé le modèle p110α chez qui la voie PI3K/AKT - mTORc1/S6K est 
modifiée, afin de mesurer l’effet de ce défaut de signalisation sur l’activité hépatocytaire de 
PPARα. De façon constitutive, l’absence de p110α n’influence pas l’activité de PPARα dans les 
conditions nourries. De plus, après une période de jeûne, la reprise alimentaire suffit à inhiber 
l’activité de PPARα chez les souris p110αhep-/-. Aussi, nos résultats suggèrent que la lipolyse 
adipocytaire est un signal prédominant dans l’activation de PPARα puisque l’inhibition de l’axe 
mTORC1/S6K ne suffit pas à induire PPARα.  
Il a récemment été démontré qu’en réponse à la lipolyse adipocytaire, les acides gras 
libres activent PPARα et HNF4-α dans le foie, ces derniers étant requis pour la production 
d’acyl-carnitines, substrats essentiels à la production de chaleur par le tissu adipeux brun 
(Simcox et al., 2017). Ici, nous avons montré que les souris déficientes pour p110α ont une 
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lipolyse adipocytaire intacte et une activation maximale des gènes cibles de PPARα en réponse 
à une stimulation pharmacologique de la lipolyse adipocytaire. Cependant, de façon 
surprenante, l’absence de p110α altère certaines réponses hépatiques dépendantes de 
PPARα telles que la cétonémie et la production de FGF21. De plus, ces changements sont 
associés à une baisse d’activation du tissu adipeux brun en réponse à la lipolyse. Aussi, ces 
résultats suggèrent que l’insulino-résistance hépatique pourrait influer de façon synergique 
avec la lipolyse sur le contrôle de certaines activités dépendantes de PPARα comme la 
cétogenèse et la production de FGF21. De plus, l’insulino-résistance hépatique pourrait altérer 
l’activité du tissu adipeux brun. Cependant, cette expérience n’a pu être réalisée qu’une fois 
et devra être répétée pour s’assurer de la reproductibilité de l’observation.  
Nous avons aussi pour objectif de déterminer la contribution de p110α dans la voie de 
signalisation à l’Insuline. Pour cela, nous voudrions comparer le transcriptome et le lipidome 
de souris invalidées pour p110α au niveau hépatocytaire avec des souris invalidées pour le 
récepteur à l’Insuline au niveau hépatocytaire.  
 Afin de finaliser cette étude, nous envisageons donc: (i) d’estimer la part de p110α 
dans l’ensemble de la signalisation par le récepteur à l’Insuline en utilisant un modèle 
d’invalidation hépatocytaire de ce récepteur. En particulier, nous mesurerons l’effet d’une 
délétion du récepteur à l’Insuline dans l’hépatocyte sur l’expression et l’activité de PPARα; 
(ii) de tester l’effet d’une hyperactivité de la signalisation dépendante du PIP3 – AKT en 
testant la capacité d’induction de PPARα lors du jeûne chez des souris déficientes pour la 
phosphatase PTEN.   
 
Enfin, nous avons montré qu’il existe un effet circadien dépendant de p110α sur 
l’expression de nombreux gènes du métabolisme. Cela correspond vraisemblablement aux 
oscillations journalières des hormones comme l’Insuline (Perelis et al., 2015; Sobel et al., 2017) 
mais aussi d’autres facteurs de croissance pouvant agir via p110α. Ces changements semblent 
se produire sans altération de l’expression des gènes de l’horloge.  
Dans ce contexte, nous utiliserons le modèle d’invalidation hépatocytaire de p110α 
ainsi que celui de l’invalidation du récepteur à l’Insuline afin : (i) de mesurer si le récepteur 
à l’Insuline influe sur l’expression des gènes de l’horloge circadienne hépatique ; (ii) de 
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définir quelle part de l’expression hépatique du génome oscille indépendamment de la 
signalisation dépendante de l’Insuline et de celle des facteurs de croissance dépendant de 
p110α.       
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La prévalence de l’obésité et du diabète de type II est en constante augmentation dans les pays industrialisés. La 
manifestation hépatique de ces pathologies est la NAFLD (« Non-Alcoholic Fatty Liver Disease »). Celle-ci 
représente aujourd’hui un réel problème de santé publique et résulte d’atteintes métaboliques et hépatiques. 
La NAFLD démarre par l’accumulation excessive de lipides dans les hépatocytes nommée « stéatose hépatique ». 
Ces lipides s’accumulent sous différentes formes comme les triglycérides, les esters de cholestérol, les 
diglycérides et les céramides. La lipotoxicité induite par l’accumulation de ces espèces lipidiques est à l’origine 
d’un dysfonctionnement au niveau cellulaire et d’une insulino-résistance. Dans ce contexte, les objectifs de ce 
travail de thèse ont été d’étudier in vivo le rôle des céramides dans l’apparition et les complications de la NAFLD. 
Pour cela, nous avons utilisé différentes approches : pharmacologiques, génétiques et nutritionnelles. Par une 
approche pharmacologique, nous avons montré que la fumonisine B1, un contaminant alimentaire ciblant la 
synthèse des céramides, est à l’origine d’une toxicité hépatique dépendante d’un facteur de transcription 
essentiel du métabolisme lipidique, LXR (« Liver X Receptor »). Puis, nous avons combiné différentes approches 
nutritionnelles et génétiques permettant d’induire ou de protéger de la stéatose hépatique. Pour cela, nous 
avons utilisé des souris invalidées de façon totale ou hépatocyte-spécifique pour PPARα (« Peroxisome 
Proliferator-Activated Receptor alpha »), un facteur de transcription essentiel au catabolisme des lipides. Cela 
nous a permis de confirmer le rôle essentiel de PPARα hépatocytaire dans la réponse au jeûne et l’implication 
systémique de PPARα dans la régulation du métabolisme des céramides au cours de l’obésité induite par un 
régime HFD (« High Fat Diet »). Enfin, nous avons utilisé des souris invalidées au niveau hépatocytaire pour la 
sous-unité catalytique de la PI3 Kinase alpha, p110α. Cela nous a permis de confirmer le rôle majeur de la voie 
de signalisation à l’insuline dépendante de p110α dans l’apparition de l’insulino-résistance dissociée de la 
stéatose hépatique induite par un régime HFD. De façon intéressante, grâce à ce modèle, nous avons démontré 
que la lipolyse adipocytaire (et non l’inhibition de la voie insulinémique) représente le signal dominant de 
l’activité de PPARα durant le jeûne. L’ensemble de ces travaux mettent en avant le rôle des céramides dans la 
lipotoxicité associée à la stéatose hépatique. 
Mots clés : Céramides, NAFLD, Foie, Insuline, PPARa, LXR, Lipides 
Abstract 
Prevalence of obesity and type II diabetes is constantly increasing in industrialized countries. NAFLD (« Non-
Alcoholic Fatty Liver Disease ») is the hepatic manifestation of these pathologies. NAFLD represents a significant 
public health problem and is defined as a nexus of metabolic and hepatic diseases. NAFLD begins with fatty 
accumulation in the liver named “hepatic steatosis”. Lipids can accumulate in different forms like triglycerides, 
cholesterol esters, diglycerides and ceramides. Lipotoxicity induced by the accumulation of these lipid species 
leads to cellular dysfunction and insulin resistance. In this context, we studied the role of ceramides in apparition 
and evolution of NAFLD in vivo. For this purpose, we used pharmacological, genetic and nutritional approaches. 
By pharmacological approach, we showed that fumonisin b1, a mycotoxin targeting ceramide synthesis, leads to 
hepatic toxicity, which is dependent from LXR (“Liver X Receptor”), a major transcriptional regulator of lipid 
metabolism. Then, we combined genetic and nutritional approaches in order to induce or protect from hepatic 
steatosis. For this, we used mice with hepatic or total deletion for PPARα (« Peroxisome Proliferator-Activated 
Receptor alpha »), a transcriptional factor essential in fatty acid catabolism. First, this model allow us to confirm 
the role of hepatocyte PPARα in response to fasting and second, to demonstrate the systemic involvement of 
PPARα in regulating ceramide metabolism during obesity induced by an HFD (“High Fat Diet”). Last, we used 
p110α liver-specific knockout mice, the catalytic subunit of PI3Kinase alpha. With this model, we confirmed the 
critical role of p110α-dependent insulin signaling in insulin resistance dissociated from hepatic steatosis induced 
by a HFD. Interestingly, we demonstrated with this model that free fatty acid released from adipocyte lipolysis 
(rather than inhibition by p110α-dependent insulin signaling) is a dominant inducer of PPARα activity. Finally, 
this work highlights the key role of ceramides in lipotoxicity associated with hepatic steatosis. 
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